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“Ainda que eu falasse as línguas 

dos homens e dos anjos... e 

conhecesse todos os mistérios e 

toda a ciência... e não tivesse amor, 

nada seria.”  

I Cor. 13:1-2 

 



 
 

 

 

 

 

   

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

“The scientist is not a person who 
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who asks the rights questions”. 
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RESUMO 

  

“Identificação Estrutural de Metabólitos Provenientes do Metabolismo in vitro 

de Compostos Bioativos e Estudos de Fenotipagem Enzimática”. Este trabalho 

relata estudos de metabolismo in vitro envolvendo o composto 3-(2-cloro-6-

fluorobenzil)-imidazolidina-2,4-diona (LPSF-PT-31), um novo agonista adrenérgico 

2A, e estudos de fenotipagem enzimática do montelucaste, fármaco utilizado no 

tratamento da asma. Os resultados do presente estudo revelaram que LPSF-PT-31 

é metabolizado via CYP P450s em microssomas de fígado de ratos e humanos, 

produzindo apenas um hidroxi-metabólito principal. LPSF-PT-31 apresentou uma 

maior taxa de metabolismo in vitro em ratos, o que sugere uma maior exposição ao 

fármaco em seres humanos. A identificação estrutural do metabólito do LPSF-PT-31 

foi estabelecida através de análises por LC-MSn e 1H-RMN, o que indicou que a 

reação de hidroxilação ocorreu na posição 5 do anel da imidazolidina levando a 

produção do metabólito 3-(2-cloro-6-fluorobenzil)-5-hidroxi-imidazolidina-2,4-diona. 

Em relação aos estudos de fenotipagem enzimática do montelucaste foi observado 

que a glucuronidação é o principal mecanismo de eliminação deste fármaco, 

representando ~85% do Clint in vitro aparente total (CYPs +UGTs) e que a oxidação 

via CYPs representa somente ~15% do Clint in vitro, sendo os metabólitos 

majoritários formados via UGTs e CYPs o montelucaste acil-β-D-glucuronídeo e o 

montelucaste 1,2 diol, respectivamente. Estudos cinéticos, de correlação com a 

atividade enzimática, de inibição e empregando CYPs e UGTs expressas indicaram 

que as CYP2C9 e CYP2C8 estão comparavelmente envolvidas na formação do 

montelucaste 1,2 diol. A CYP3A4 foi responsável pela formação dos metabólitos 

21(R)-OH montelucaste e 21(S)-OH montelucaste, enquanto múltiplas CYPs 

catalisam a formação do 25-OH montelucaste (CYP2C8>2C9>3A4>2C19). A 

glucuronidação direta do montelucaste resultou na formação do montelucaste acil-β-

D-glucuronídeo e de um novo metabólito (M-glucuronídeo) não reportado 

previamente e foi catalisada exclusivamente pela isoforma UGT1A3. Deste modo, os 

dados in vitro sugerem que a aplicabilidade do montelucaste como marcador da 

CYP2C8 in vitro e in vivo pode ser severamente comprometida devido ao importante 

papel da UGT1A3 e o envolvimento de múltiplas CYPs no seu metabolismo. Ainda, 

considerando a falta de marcadores seletivos para a UGT1A3, montelucaste pode 

ser utilizado como um marcador seletivo da UGT1A3 in vivo e in vitro.    
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ABSTRACT 

 

“Structural Identification of Metabolites from In Vitro Metabolism of Bioactive 

Compounds and Studies of Enzymatic Phenotyping”. This work reports studies 

of in vitro metabolism involving the compound 3-(2-chloro-6-fluorobenzyl)-

imidazolidine-2,4-dione (LPSF-PT-31), a new 2-adrenoceptor agonist and, studies 

of enzyme phenotyping of montelukast, a drug used for the treatment of asthma. The 

results of this study revealed that LPSF-PT-31 is metabolized via CYP P450s in rat 

and human liver microsomes, producing only one major hydroxy-metabolite. LPSF-

PT-31 showed a higher rate of in vitro metabolism in rats, which suggests a greater 

exposure to the drug in humans. The structural identification of LPSF-PT-31 

metabolite’s was achieved through LC-MSn and 1H-NMR analysis that provided data 

to conclude that the hydroxylation occurred in the 5th position of the imidazolidine ring 

yielding to the production of 3-(2-chloro-6-fluorobenzyl)-5-hydroxyimidazolidine-2,4-

dione. Related to the studies of enzyme phenotyping of montelukast, it was observed 

that the glucuronidation is the main clearance pathway of montelukast accounting for 

~85% of the total apparent in vitro Clint (CYPs +UGTs) and that the CYP-mediated 

oxidation accounts only for ~15% to the overall metabolism of the drug, being 

montelukast acyl-β-D-glucuronide and montelukast 1,2 diol  the major metabolites 

formed via UGTs and CYPs, respectively. Kinetic studies, correlation analysis, 

inhibition studies and, experiments in expressed CYPs and UGTs revealed that the 

CYP2C9 and CYP2C8 are comparably involved in the formation of montelukast 1,2-

diol. CYP3A4 was responsible for the formation of 21(R)-OH montelukast and 21(S)-

OH montelukast, while multiple CYPs catalyzed the formation of 25-OH montelukast 

(CYP2C8>2C9>3A4>2C19). The direct glucuronidation of montelukast resulted in the 

formation of montelukast acyl-β-D-glucuronide and of a new metabolite (M-

glucuronide) not reported previously and was exclusively catalyzed by isoform 

UGT1A3. In conclusion, the in vitro data suggest that the applicability of montelukast 

as a probe of CYP2C8 activity in vitro and in vivo may be severely compromised due 

to important role of UGT1A3 and involvement of multiple CYPs in its metabolism. In 

addition, considering the lack of selective markers for UGT1A3, montelukast may be 

used as a selective marker of the UGT1A3 in vitro and in vivo. 
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CAPÍTULO 1 

 

1. Metabolismo In Vitro de Fármacos: Fundamentos Teóricos 

 

1.1. Metabolismo in vitro de fármacos 

 

O metabolismo é um processo de biotransformação onde compostos 

endógenos e xenobióticos são convertidos a novos compostos mais hidrofílicos 

(metabólitos) através de reações enzimáticas. O metabolismo de um fármaco ou 

uma nova entidade química (New Chemical Entities – NCEs) pode diminuir sua 

toxicidade ou atividade terapêutica, favorecendo a eficiência do processo de 

eliminação (clearance) e ainda levar a formação de metabólitos mais ativos, os quais 

apresentam maior potencial farmacológico ou toxicológico.1-3 Por exemplo, o 

tamoxifeno; um pró-fármaco utilizado no tratamento do câncer de mama; é 

metabolizado via CYP2D6 e CYP3A4 formando os metabólitos ativos, N-desmetil-

tamoxifeno e endoxifeno (4-hidroxi-N-desmetil-tamoxifeno).4,5 Deste modo, a 

investigação sistemática do metabolismo de fármacos ou NCEs desempenha um 

importante papel na fase inicial do processo de descobrimento e desenvolvimento de 

novos fármacos.6,7  

Agências reguladoras como a Agência Nacional de Vigilância Sanitária 

(ANVISA)8, Food and Drug Administration (FDA)9 e European Medicines Agency 

(EMA)10 recomendam que todas as NCEs em desenvolvimento devam ser 

caracterizadas em relação as suas propriedades metabólicas antes da 

administração em seres humanos, uma vez que o perfil metabólico pode ter um 

impacto significativo na biodisponibilidade, eficiência terapêutica e toxicidade de um 

fármaco.11  

Os estudos de metabolismo in vitro realizados previamente ao início de 

estudos clínicos possibilitam a identificação e caracterização dos metabólitos 

formados, a identificação das isoformas envolvidas na via metabólica, a avaliação 

dos riscos de interações medicamentosas envolvendo as NCEs e seus 

metabólitos;12-14 assim como, prever a variabilidade farmacocinética interindividual. 

DESTA et al. (2007)15 demonstraram através de estudos de metabolismo in vitro que 
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o polimorfismo genético da CYP2B6, principal via metabólica do efavirenz, influencia 

significativamente o seu metabolismo, onde o alelo CYP2B6*6 foi associado com a 

diminuição na expressão e atividade da CYP2B6 e, assim, com a baixa velocidade 

de formação do 8-hidroxi-efavirenz. 

Ainda, estudos de metabolismo possibilitam comparar os resultados obtidos 

entre diferentes espécies animais e humanos para uma seleção adequada das 

espécies animais para posteriores estudos de toxicidade, as quais devem apresentar 

um perfil metabólico semelhante a humanos; possibilitando um melhor planejamento 

e direcionamento prévio dos estudos pré-clínicos.16-18 Adicionalmente os estudos de 

metabolismo in vitro de NCEs possibilitam o aprimoramento de um novo candidato a 

fármaco, baseando-se no seu perfil metabólico. Neste contexto, os estudos de 

metabolismo in vitro são utilizados para a prévia estimativa e predição do 

metabolismo in vivo.19,20 

O processo metabólico é convencionalmente classificado em três grupos: 

reações de fase I, fase II e fase III. As reações de fase I, também denominadas 

reações de funcionalização, resultam na introdução de um novo grupo funcional, na 

modificação ou exposição de um grupo funcional existente no fármaco ou NCEs, 

incluindo reações de oxidação, redução e hidrólise. Estas reações de fase I são 

mediadas principalmente por enzimas do citocromo P450 (CYPs), flavina 

monoxigenases, amino oxidases e epóxido hidrolases. Já as reações de fase II 

representam reações de conjugação, incluindo glucuronidação, sulfatação, 

acetilação, metilação e conjugação com glutationa, as quais são catalisadas pelas 

enzimas uridina 5'-difosfo-glucuronosiltransferases (UGTs), sulfotransferases 

(SULT), N-acetil transferases (NAT), metil transferases e glutationa S-transferase 

(GST), respectivamente. As reações de fase I e II são responsáveis pelo aumento na 

hidrofilicidade e, consequentemente, por facilitar a eliminação do fármaco.1,21,22 

Dentre estas enzimas, destacam-se as CYPs e UGTs pois estas são as principais 

responsáveis pelo metabolismo dos fármacos presente no mercado atualmente.23-25 

As reações de fase III envolvem proteínas transportadoras de membrana, as quais 

exercem grande influência nos processos de absorção, distribuição e eliminação de 

um fármaco, pois são responsáveis pelo transporte da maioria dos fármacos através 

das membranas celulares e assim pela concentração do fármaco no sítio de 

biotransformação.22 Neste trabalho serão abordadas as reações metabólicas de fase 

I e fase II envolvendo CYPs e UGTs, respectivamente. 
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1.1.1. Modelos de biotransformação in vitro 

 

O processo de biotransformação ocorre em muitos tecidos como o fígado, os 

rins, pele, pulmões e intestino, sendo o fígado o principal sítio de metabolização. 

Assim, os diferentes modelos de biotransformação in vitro são principalmente 

derivados do fígado, tais como: microssomas, hepatócitos, frações S9, frações 

citosólicas e enzimas isoladas.3,22  As principais vantagens destes sistemas incluem 

a habilidade de avaliar o processo metabólico de fase I e II individualmente, 

comparar o metabolismo entre espécies, baixo custo, rápida obtenção de resultados 

e redução do uso de animais.26,27 

As frações microssomais hepáticas são as frações sub-celulares mais 

amplamente utilizadas para os estudos do metabolismo in vitro, principalmente por 

conter as principais enzimas envolvidas no metabolismo de fármacos, por exemplo, 

CYPs e UGTs.28-30 Assim, estas frações são utilizadas para avaliar as reações de 

oxidação e glucuronidação através da adição dos cofatores NADPH (fosfato de 

nicotinamida adenina dinucleotídio) e UDPGA (uridina difosfato-ácido glucurônico), 

respectivamente. Os microssomas consistem em vesículas do retículo 

endoplasmático de células hepáticas obtidas por centrifugação diferencial a partir de 

fígados de humanos ou de animais. A fração microssomal é o modelo in vitro mais 

bem caracterizado para estudos de biotransformação e apresenta como principais 

vantagens a simplicidade de uso, estocagem e manuseio, o baixo custo16,18,26 e 

possibilita a obtenção de dados iniciais do metabolismo in vitro de fármacos e NCEs. 

No entanto, para a predição do metabolismo in vivo, deve-se realizar a extrapolação 

teórica/computacional de dados in vitro,19,20,31 devido às diversas diferenças entre as 

condições in vitro e in vivo, por exemplo, à ausência das demais enzimas (NAT, GST 

e SULT) presentes in vivo e, consequentemente, ausência de competição 

metabólica entre diferentes enzimas.22,26 Adicionalmente, as condições de incubação 

in vitro utilizadas, tais como a força iônica, composição e pH da solução tampão e o 

efeito de solventes orgânicos usados no sistema de biotransformação podem afetar 

os resultados obtidos através de estudos de metabolismo utilizando 

microssomas.26,32,33  

Além das frações microssomais, enzimas isoladas são também 

frequentemente utilizadas nos estudos de biotransformação in vitro e de fenotipagem 

enzimática. As enzimas isoladas podem ser obtidas através da expressão gênica no 
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retículo endoplasmático de células hospedeiras, por exemplo, a expressão em 

baculovírus. Este modelo tem como vantagem a possibilidade de avaliar 

individualmente o metabolismo em cada isoforma de CYPs ou UGTs, podendo 

definir se uma ou mais isoformas estão envolvidas no metabolismo do fármaco e 

estimar a contribuição enzimática na rota metabólica. As enzimas isoladas podem 

ser utilizadas para avaliação de interações medicamentosas e, ainda, devido à 

disponibilidade de enzimas isoladas com diferentes genótipos de CYPs e UGTs, 

pode-se também avaliar a influência dos diferentes polimorfismos na 

biotransformação de um fármaco.1,18,22,26,34 A principal desvantagem do uso de 

enzimas isoladas consiste na baixa representatividade do sistema in vivo, uma vez 

que estes são sistemas simples em comparação às diversas variáveis presentes no 

complexo sistema in vivo.35 

 

1.1.2. Sistema enzimático Citocromo P450 

 

As enzimas do citocromo P450 (CYPs) são hemeproteínas e apresentam sítio 

ativo constituído de uma ferro-protoporfina IX, onde o átomo de ferro faz seis 

ligações: quatro ligações com os átomos de nitrogênio dos anéis pirrólicos, uma 

ligação com o átomo de enxofre proveniente do resíduo de cisteína situado próximo 

à região C-terminal da cadeia polipeptídica e uma ligação com uma molécula de 

água (Figura 1.1). As CYPs apresentam um potencial redox e propriedades 

espectrais únicas, onde a denominação P450 é baseada na típica absorção em 450 

nm quando citocromo P450 (Fe2+) se liga ao monóxido de carbono. Esta propriedade 

espectral está presente somente quando a CYP está intacta e cataliticamente 

funcional. Ao contrário, o citocromo P450 na forma inativa apresenta absorção 

máxima em 420 nm, como as demais hemeproteínas.36,37  
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FIGURA 1.1 – Estrutura simplificada do sítio catalítico das enzimas do citocromo P450 

(Adaptado SONO et al., 1996).38 

 

As CYPs estão ligadas à membrana do retículo endoplasmático e estão 

associadas a outras enzimas como citocromo b5 e citocromo P450 redutase, as 

quais participam do mecanismo catalítico das CYP P450s.39 As reações catalisadas 

por CYPs ocorrem na presença do cofator NADPH e são denominadas reações de 

hidroxilação ou monooxigenação devido a habilidade do citocromo P450 mediar a 

transferência de um átomo de oxigênio para o substrato a partir do oxigênio 

molecular e reduzir o outro átomo de oxigênio em água, o que resulta em compostos 

mais hidrofílicos e mais suscetíveis a eliminação ou a posteriores reações de fase 

II.40 A reação catalisada por P450 pode ser sumarizada de acordo com a seguinte 

equação: 

NADPH + H+ + O2 + RH → NADP+ + H2O + ROH 

As principais etapas do ciclo catalítico das P450s são consenso na literatura, 

as quais estão representadas no esquema da Figura 1.2. A catálise inicia-se com a 

ligação do substrato (RH) ao citocromo P450 na forma oxidada (Fe3+) formando um 

complexo binário, RH-P450-(Fe3+) (a), o qual é reduzido através de duas etapas 

sequenciais de oxido-redução, onde o cofator NADPH doa um elétron para o 

citocromo P450 via uma flavoproteína denominada NADPH-citocromo P450 

redutase, que por sua vez reduz o complexo RH-P450-(Fe3+), formando o complexo 
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RH-P450-(Fe2+) (b). Em seguida, o complexo RH-P450-(Fe2+) se une ao oxigênio 

molecular formando o complexo RH-P450-(Fe2+)-O2 (c) que aceita um segundo 

elétron introduzido pelo NADPH reduzindo o oxigênio molecular e formando um 

complexo altamente reativo e instável (d). A seguir, ocorre a protonação do 

complexo resultando na clivagem da ligação O-O (e) e liberação de uma molécula 

de água (f). Um complexo FeORH3+ é formado, seguido da retirada de um átomo de 

hidrogênio do substrato e transferência de um átomo de oxigênio ao substrato (g). 

Finalmente, o substrato oxigenado se dissocia, regenerando a forma oxidada do 

citocromo P450.36,41-43 

 

 

FIGURA 1.2 – Esquema representativo dos aspectos gerais do ciclo catalítico das enzimas 

do citocromo P450 (adaptado de ISIN e GUENGERICH, 2007).41 RH: substrato e ROH: 

metabólito formado. 

 

As enzimas do citocromo P450 são os agentes oxidantes mais potentes in 

vivo, as quais são capazes de catalisar a biotransformação oxidativa de uma vasta 

gama de substratos exógenos e endógenos. Três famílias de CYPs; CYP1, CYP2 e 

CYP3; são as principais responsáveis pelo metabolismo de fármacos.44,45 As CYPs 
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estão envolvidas no metabolismo de cerca de 75% dos fármacos atualmente 

presentes no mercado.25 As principais isoformas envolvidas no metabolismo de 

fármacos em humanos são: CYP1A2, CYP2A6, CYP2B6, CYP2C8, CYP2C9, 

CYP2C19 CYP2D6, CYP2E1, CYP3A4 e CYP3A5. Sendo que quatro destas 

enzimas, CYP3A4, CYP2C9, CYP2C19 e CYP2D6, são responsáveis por 

aproximadamente 80% da biotransformação dos fármacos eliminados via CYPs, 

conforme ilustrado na Figura 1.3.25,46 Deste modo, as enzimas do citocromo P450 

são amplamente exploradas nos estudos de metabolismo de fármacos. Substratos e 

inibidores específicos para as principais isoformas de CYPs humanas têm sido 

reportados na literatura. A maioria destes compostos está disponível comercialmente 

e são utilizados rotineiramente na caracterização da atividade enzimática das CYPs 

humanas e nos estudos de fenotipagem enzimática de fármacos e NCEs.39 A Tabela 

1.1 lista exemplos de substratos e inibidores específicos das principais isoformas de 

CYPs envolvidas no metabolismo de fármacos em humanos. 

 

 

FIGURA 1.3 - Representação esquemática das diferentes contribuições das isoformas de 

CYPs no metabolismo de 248 fármacos clinicamente utilizados, com metabolismo 

majoritariamente via CYP P450s (adaptado de ZANGER et al., 2013).46 
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TABELA 1.1 - Lista exemplos de substratos e inibidores específicos das principais isoformas 

de CYPs envolvidas no metabolismo de fármacos em humanos39  

CYPs Substrato Marcador Metabólito monitorado Inibidor 

CYP1A2 fenacetina acetaminofeno furafilina47 

CYP2A6 cumarina 7’-hidroxi-cumarina letrozol,48 pilocarpina49 

CYP2B6 bupropiona hidroxi-bupropiona tiotepa50 

CYP2C8 paclitaxel 6α-hidroxi- paclitaxel 
quercetina,51 

trimetoprima52 

CYP2C9 diclofenaco 4-hidroxi-diclofenaco sulfafenazol53 

CYP2C19 S-mefenitoína 4-hidroxi-mefenitoína ticlopidina,54 omeprazol 

CYP2D6 dextrometorfano dextorfano quinidina55 

CYP2E1 clorzoxazona 6-hidroxi-clorzoxazona dietilditiocarbamato56 

CYP3A4 testosterona 6-β-hidroxi-testosterona 
cetoconazol53 

troleandomicina56 
 

1.1.3. Uridina 5 '-difosfato glucoronosiltransferases (UGTs) 

 

As UGTs catalisam a transferência de uma molécula de ácido glucurônico 

para um xenobiótico ou metabólito proveniente das reações de biotransformação de 

fase I contendo grupos funcionais nucleofílicos, tais como ácidos carboxílicos, 

carbonila, álcool e aminas; tornando estes compostos mais polares e suscetíveis a 

excreção via urina ou bile.57,58 A reação de glucuronidação ocorre por meio de uma 

reação de substituição nucleofílica de segunda ordem e envolve a formação de uma 

ligação covalente entre ácido glucurônico, proveniente do cofator UDPGA, e o 

substrato que contem o grupo funcional adequado.57,59 A reação catalisada por 

UGTs pode ser esquematicamente sumarizada de acordo com a Figura 1.4. 

 

 

FIGURA 1.4 – Representação esquemática da reação enzimática catalisada por UGTs 

(adaptado de GUILLEMETTE et al., 2014).24 

 



 

9 
 

O sítio ativo das enzimas UGTs é localizado no lúmen do retículo 

endoplasmático, o que resulta em uma barreira à passagem dos substratos, 

cofatores e produtos através da membrana do retículo endoplasmático e, 

consequentemente, em uma redução da atividade enzimática das UGTs.33,60,61 

Deste modo, para o estudo de reações metabólicas via UGTs in vitro, além da 

adição do cofator UDPGA é necessário à adição de aditivos para aumentar o acesso 

do substrato e cofatores ao sítio ativo das UGTs. Com este propósito, a alameticina; 

um antibiótico nonadecapeptídeo cíclico produzido por cepas de Trichoderma viride 

tem sido adicionada às incubações microssomais a fim de maximizar a atividade 

catalítica, através da formação de poros na membrana do retículo endoplasmático 

sem nenhum efeito na estrutura proteica das UGTs.61-63 Consequentemente, essa 

particularidade das UGTs torna a extrapolação dos dados de metabolismo in vitro via 

UGTs para predição do metabolismo in vivo menos robusta do que a extrapolação 

dos dados de metabolismo via CYPs.35 

A glucuronidação é a principal reação de metabolismo de fase II, sendo esta 

envolvida no metabolismo de cerca de 35% dos fármacos atualmente presentes no 

mercado.23,24 As principais UGTs envolvidas no metabolismo hepático de fase II em 

humanos são as enzimas UGT1A1, UGT1A3, UGT1A4, UGT1A6, UGT1A9, 

UGT2B4, UGT2B7, UGT2B10, UGT2B15 e UGT2B17. As isoformas UGT1A 

coletivamente são responsáveis pela conjugação de aproximadamente 55% dos 

fármacos que sofrem glucuronidação.24,59 

Ao contrário das CYPs, marcadores e inibidores específicos para os estudos 

de metabolismo envolvendo UGTs não são bem definidos na literatura devido à 

sobreposição de especificidades de substrato das UGTs, ou seja, um substrato 

específico pode ser metabolizado por várias UGTs; ainda os inibidores descritos 

apresentam baixa seletividade, por exemplo, o gemfibrozil atua como inibidor não 

seletivo, pois inibe tanto a UGT1A1 quanto a UGT1A3.64,65 Deste modo, os estudos 

de fenotipagem enzimática e interações medicamentosas in vitro são 

majoritariamente direcionados por UGTs expressas.9,66-68 A Tabela 1.2 lista alguns 

exemplos de marcadores e inibidores para as principais isoformas de UGTs 

envolvidas no metabolismo hepático de fase II em humanos. 
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TABELA 1.2- Exemplos de marcadores e inibidores para as principais isoformas de UGTs 

envolvidas no metabolismo hepático de fase II em humanos24,69,70  

UGTs Substrato Marcador Metabólito monitorado Inibidor 

UGT1A1 β-estradiol63 β-estradiol-3-glucuronídeo 
atazanavir,71 
gemfibrozil64 

UGT1A3 fulvestranto72 fulvestranto-glucuronídeo 
buprenorfina,73 
gemfibrozil65 

UGT1A4 trifluoperazina74 trifluoperazina-N-glucuronídeo 
hecogenina,74 

efavirenz75  

UGT1A6 serotonina76 serotonina-O-glucuronídeo celastrol77 

UGT1A7 octilgalato69 octilgalato-glucuronídeo fenilbutazona74 

UGT1A8 
dihidroxi-

testosterona78 
dihidroxi-testosterona 

glucuronídeo 
emodina79 

UGT1A9 propofol80 propofol-O-glucuronídeo 
ácido niflúmico,81 

efavirenz75 

UGT1A10 dopamina82 dopamina-glucuronídeo emodina79 

UGT2B7 zidovudina83 zidovudina-5’-glucuronídeo 
fluconazol,84 
celastrol77 

UGT2B15 (S)-oxazepam85 (S)-oxazepam-glucuronídeo ibuprofeno86 

 

1.2. Reações de fenotipagem enzimática 

 

O processo de identificação das enzimas envolvidas na biotransformação de 

um fármaco ou candidato a fármaco é usualmente denominado reações ou estudos 

de fenotipagem enzimática.87 Esta informação é essencial para a compreensão da 

contribuição das várias isoformas de CYP P450 e/ou UGTs na eliminação de NCEs. 

Os estudos de fenotipagem in vitro são de fundamental importância para a 

compreensão de dados farmacocinéticos in vivo, na predição do potencial de 

interações medicamentosas e variações nos efeitos terapêuticos e adversos em 

indivíduos com polimorfismo genético.88-93 A reação de fenotipagem é uma 

estimativa semiquantitativa da contribuição das enzimas no metabolismo de uma 

NCEs.69 

Três abordagens de reação de fenotipagem in vitro podem ser utilizadas para 

determinar o envolvimento das CYPs e UGTs e a extensão de suas contribuições no 

metabolismo de NCEs: (a) inibidores químicos e/ou inibição por anticorpos; (b) uso 

de enzimas isoladas e (c) estudos de correlação. Cada uma dessas abordagens 

apresenta vantagens e desvantagens e a combinação destas é usualmente 
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requerida para identificar precisamente a isoforma envolvida no metabolismo de uma 

NCEs.17,69,89,92 

Os estudos de inibição consistem na avaliação da reação metabólica de 

interesse na presença e ausência de inibidores específicos das isoformas de CYPs 

e/ou UGTs. Esta abordagem é mais direta, especialmente quando múltiplas 

isoformas de CYPs estão envolvidas, no entanto, o emprego de anticorpos inibidores 

não é tão comum quando comparados com o emprego dos inibidores químicos. O 

uso de inibidores químicos apresenta como principais vantagens o baixo custo, 

disponibilidade comercial e estabilidade quando comparado ao emprego de 

anticorpos. Adicionalmente, os inibidores químicos são seguros, altamente seletivos 

às enzimas CYP P450, podendo ser usados in vitro ou in vivo para avaliar o papel 

de uma CYP específica no metabolismo de agentes terapêuticos.90,92 No entanto, os 

inibidores químicos também apresentam desvantagens se utilizados 

inapropriadamente. Os inibidores químicos devem ser utilizados cautelosamente 

porque estes podem inibir mais de uma enzima. Os solventes utilizados no preparo 

das soluções contendo os inibidores podem também ocasionar inibição e, ainda, os 

inibidores de algumas enzimas CYP P450 são ativadores de outras, assim é de 

extrema importância a escolha adequada dos inibidores e de preferência utilizar 

inibidores recomendados por organizações reguladoras (Tabela 1.1).9,89,92,94  

O uso de enzimas isoladas consiste na avaliação da formação do metabólito 

em um painel de enzimas isoladas, constituído pelas principais CYPs e UGTs 

envolvidas no metabolismo dos fármacos, e na determinação da velocidade de 

formação do metabólito (nmol/mim/pmol of P450). Ou seja, consiste em determinar 

se a enzima é capaz de catalisar ou não a formação do metabólito de interesse. 

Adicionalmente, podem ser realizados ensaios de concentração-resposta a fim de 

avaliar os parâmetros cinéticos de formação do metabólito de interesse e avaliar a 

contribuição relativa das isoformas envolvidas, nos casos em que mais de uma 

enzima está envolvida na catálise.35,39,69,95 

As análises de correlação consistem na avaliação da correlação da 

velocidade de formação dos metabólitos na reação de interesse com a atividade 

enzimática individual das CYPs, determinada frente ao marcador específico. As 

análises de correlação são realizadas através de um painel de amostras de 

microssomas de fígado a partir de doadores individuais, caracterizadas em relação 

aos níveis de atividade enzimática das isoformas de CYPs.39,69,95 
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Deve-se ressaltar que nenhuma destas abordagens individualmente é 

adequada para a identificação das enzimas envolvidas na biotransformação de 

NCEs. Assim, nos estudos de fenotipagem tem sido recomendado que pelo menos 

duas abordagens, com uma delas sendo uso de inibidores seletivos, devem ser 

utilizadas. Se a interpretação destas duas abordagens é consistente, a terceira 

abordagem não é necessária. Caso contrário, a terceira abordagem deve ser 

realizada, e a interpretação final dos dados deve ser baseada nas duas abordagens 

que forneçam resultados condizentes.69,96 No entanto, os estudos de fenotipagem 

para reações de glucuronidação são geralmente limitadas ao uso de enzimas 

isoladas devido à indisponibilidade de inibidores e marcadores específicos para 

UGTs.35 

 

1.3. Identificação estrutural de metabólitos por técnicas analíticas 

de LC-MS e RMN 

 

A investigação sistemática do metabolismo de NCEs é uma etapa 

indispensável no desenvolvimento de fármacos, nas etapas pré-clínicas e nos 

estudos de interações medicamentosas. Assim, a identificação e caracterização 

prévia dos metabólitos provenientes do metabolismo de NCEs é fundamental, devido 

à possível atividade farmacológica dos mesmos ou, até mesmo, a sua elevada 

toxicidade, o que pode resultar na subterapia e no aumento de efeitos colaterais 

indesejados quando terapeuticamente administrados.97 

Neste contexto, para identificação e elucidação estrutural de metabólitos a 

partir do metabolismo in vitro de NCEs, métodos analíticos com alta sensibilidade e 

seletividade são requeridos. Assim, o uso da espectrometria de massas (MS) 

acoplada à cromatografia líquida (LC-MS) e o emprego de ressonância magnética 

nuclear (RMN) são fundamentais na caracterização estrutural de metabólitos.21 

O LC-MS é geralmente a técnica analítica de escolha devido às vantagens do 

MS em relação ao RMN; onde o LC-MS combina a capacidade de separação da 

cromatografia líquida (LC) para diferentes classes de compostos com as vantagens 

do MS, o qual possibilita a determinação da massa molecular dos metabólitos 

formados, bem como o seu perfil de fragmentação. Adicionalmente, sistemas de MS 

apresentam maior sensibilidade e requerem menores volumes/concentração das 

amostras quando comparado aos ensaios com RMN. Neste sentido, esta é uma 
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vantagem de extrema importância nos estudos de metabolismo de fármacos, uma 

vez que a quantidade de metabólito formado nos ensaios é geralmente muito 

reduzida.6,98,99  

A identificação estrutural de metabólitos utilizando LC-MS é inicialmente 

baseada na diferença de massa entre substrato e metabólitos formados, ou seja, no 

incremento de massa do substrato e pela comparação do perfil de fragmentação 

destes compostos. Por exemplo, para as reações metabólicas mais comuns de fase 

I e II observa-se um acréscimo de 16 e 176 Da à massa do substrato, referente a 

uma reação de oxidação e glucuronidação, respectivamente. A comparação dos 

padrões de fragmentação do substrato e do metabólito possibilita identificar a região 

alterada na molécula de substrato através da reação metabólica, onde se espera a 

presença de um íon produto característico da região não alterada da molécula no 

espectro obtido para o substrato e metabólito e também a presença de um íon 

produto, não presente no espectro de massas do substrato, referente à região 

alterada da molécula e, assim, característico do metabólito.100-102 LAFAILLE et al. 

(2014)103 demonstrou a aplicabilidade da técnica de LC-MS na determinação das 

estruturas dos metabólitos desconhecidos resultantes do metabolismo in vitro de um 

novo fármaco anticancerígeno pertencente a série dos imidozo[1,2-a]quinoxalina, 

onde foram identificados quatro metabólitos de fase I e três metabólitos de fase II 

através da comparação do perfil cromatográfico, do incremento de massa e pelo 

estudo do padrão de fragmentação (MS2) do substrato.  

No entanto, os padrões de fragmentação nem sempre são simples e apesar 

de todos os avanços na espectrometria de massas e o desenvolvimento de 

softwares para facilitar a elucidação estrutural baseada nos dados de fragmentação, 

o MS possui algumas limitações em relação à completa elucidação estrutural de um 

metabólito desconhecido, principalmente quando as espécies em análise são 

isômeros que produzem o mesmo perfil de fragmentação. Assim, análises por RMN 

são geralmente requeridas para a completa elucidação estrutural destas novas 

moléculas, pois este permite diferentes tipos de experimentos em 1D e 2D e, 

portanto, a obtenção de um grande número de informações para uma completa 

identificação estrutural e configuração absoluta da molécula, relevantes para os 

estudos de relação estrutura-atividade.21,104,105  

Como dito anteriormente, embora o RMN seja uma excelente técnica para 

identificação estrutural, a sua principal limitação em termos de identificação 
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estrutural de metabólitos é a sua baixa sensibilidade. Assim, para viabilizar as 

análises por RMN é comumente necessário a realização de experimentos em larga 

escala, com o isolamento do metabólito em escala semipreparativa ou preparativa 

para a obtenção de concentração suficiente da amostra para os ensaios por RMN. 

Alternativamente também pode ser empregada a técnica de cromatografia líquida 

acoplada a ressonância magnética nuclear com a concentração de amostras via 

extração em fase sólida para posterior análise por RMN (LC-SPE-RMN). Com isso, 

elimina-se a necessidade do isolamento prévio dos compostos de interesse atráves 

de cromatografia preparativa, uma vez que a concentração da amostra pode ser 

obtida por injeções sucessivas da amostra no LC, com a retenção seletiva das 

bandas cromatográficas de interesse no sistema de SPE e posterior análise online 

ou offline por RMN.106,107 

Deste modo, visando eficiência no processo de identificação estrutural de 

metabólitos, a combinação das técnicas analíticas de LC-MS e RMN são 

frequentemente utilizadas.21,104,108 CAI et al. (2007)109 relatou o estudo de 

metabolismo in vitro do temsirolimus; um agente antineoplásico; onde seis 

metabólitos foram identificados utilizando a combinação das técnicas de LC-MS e 

RMN. Nesse trabalho, devido a complexidade estrutural da molécula de temsirolimus 

presente na forma de isômeros em solução, a identificação estrutural dos 

metabólitos baseando-se apenas nos dados de LC-MS não foi possível. 

Considerando a relevância da identificação de metabólitos e da determinação 

das principais enzimas envolvidas na rota metabólica de um novo fármaco, o 

presente trabalho se divide em duas etapas: (1) Identificação e caracterização dos 

metabólitos formados a partir do metabolismo in vitro de um novo agonista 

adrenérgico 2, descrito no Capítulo 2 e (2) Estudos de fenotipagem enzimática e 

avaliação da contribuição das enzimas CYPs e UGTs no metabolismo do 

montelucaste, descrito no Capítulo 3. 
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CAPÍTULO 2 

 

2. Metabolismo In Vitro de um Novo Agonista Adrenérgico 2: 

Identificação e Caracterização dos Metabólitos Formados por LC-

MSn e RMN 

 

2.1. Agonistas adrenérgicos 2 

 

Os receptores adrenérgicos ou adrenoceptores 2 são receptores 

transmembranas compostos de proteínas-G que se ligam seletivamente a 

mediadores endógenos ou moléculas exógenas,110,111 desempenhando várias 

funções fisiológicas mediadas por diferentes subtipos de adrenoceptores 2.  Os 

receptores adrenérgicos 2 são classificados em três subtipos: α2A, α2B, α2C,112,113 os 

quais são responsáveis por ações específicas dos agonistas adrenoceptores 2. Os 

agonistas do subtipo α2A são mediadores da resposta sedativa, analgésica e 

anestésica.114,115 Os agonistas dos α2B suprimem o tremor, promovem a analgesia 

na medula espinal e induzem vasoconstrição nas artérias periféricas e, 

consequentemente, causam a resposta hipertensiva a curto prazo;112,115 enquanto o 

receptor α2C está associado com a modulação cognitiva sensorial e atividade 

locomotora induzida por estímulo.111,116 

De modo geral, os agonistas adrenérgicos 2 constituem uma classe de 

fármacos que produzem diversos efeitos clínicos provenientes da interação com 

adrenoceptores 2, exercendo um importante papel na analgesia, ansiólise e 

sedação.113,115,117 Clonidina (Figura 2.1), o primeiro fármaco agonista adrenérgico 2 

foi sintetizado por Stähle no início dos anos 1960 e foi inicialmente utilizado como 

descongestionante nasal, no entanto, em 1966 a clonidina foi introduzida como um 

fármaco anti-hipertensivo. Ao longo dos anos, a clonidina ganhou aceitação não só 

no tratamento de hipertensão, mas também como fármaco adjuvante (medicação 

secundária) no tratamento de isquemia miocárdica, dores crônicas e 

anestesiologia.113,115,118 Em 1999, a dexmedetomidina (Figura 2.1), um potente e 

altamente seletivo fármaco agonista adrenérgico 2, foi aprovada como um sedativo 
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intravenoso e também como fármaco adjuvante na anestesiologia.117,119,120 A 

dexmedetomidina é o agonista adrenérgico 2 mais recentemente desenvolvido e 

comercializado e, apesar de ser quimicamente análogo à clonidina, é 

aproximadamente oito vezes mais específico aos adrenoceptores 2; tornando-o 

mais eficaz.121 

Tradicionalmente, o tratamento de dores crônicas inclui o uso de opióides, 

fármacos que atuam no sistema nervoso central, sendo a morfina um dos mais 

popularmente conhecidos. A morfina apesar de ser amplamente utilizada apresenta 

diversos efeitos colaterais indesejados, como por exemplo, constipação intestinal, 

náuseas e vômitos e, ainda, sedação e depressão respiratória em doses 

elevadas.122 Assim, a administração concomitante de fármacos adjuvantes tem sido 

utilizada a fim de reduzir estes efeitos colaterais e maximizar a eficácia 

terapêutica.123 Relatos clínicos e experimentais têm demonstrado a combinação bem 

sucedida da morfina com agonistas adrenérgicos 2 atuando como fármacos 

adjuvantes124,125 para controlar a dor neuropática e dores resistentes à morfina.  

Desta forma, os agonistas adrenérgicos 2 têm sido utilizados como fármacos 

adjuvantes para melhorar a eficácia terapêutica e prolongar a ação dos fármacos 

utilizados para o tratamento da dor, como por exemplo, a morfina.115,126,127 A 

principal vantagem da utilização simultânea de um fármaco adjuvante é a redução 

da dose e frequência de administração do fármaco principal, minimizando assim os 

efeitos colaterais indesejados.126-128 Neste contexto, desde a descoberta da 

clonidina, os agonistas adrenérgicos 2 tornaram-se um importante grupo de 

fármacos na medicina, particularmente na anestesiologia e na terapia da dor. No 

entanto, poucos medicamentos com este perfil farmacológico estão disponíveis e, 

portanto, estudos relacionados ao desenvolvimento destes fármacos são de extrema 

relevância. 

O 3-(2-cloro-6-fluorobenzil)-imidazolidina-2,4-diona (LPSF-PT-31) (Figura 

2.1), é um novo agonista adrenérgico 2A, análogo da clonidina e da 

dexmedetomidina, sintetizado em 2010 por Rocha Pitta e colaboradores.129 O LPSF-

PT-31 possui atividade antinociceptiva dependente da dose, através da ativação de 

receptores adrenérgicos 2A e mostrou interação sinérgica com a morfina. 

Adicionalmente, o LPSF-PT-31 demonstrou resultados onde promoveu uma maior 

estabilidade da pressão sanguínea e do ritmo cardíaco quando comparado à 

clonidina. Portanto, devido as suas importantes propriedades farmacológicas, o 
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LPSF-PT-31 é um composto promissor para ser administrado como fármaco 

adjuvante no tratamento de dores crônicas.129  

 

FIGURA 2.1- Estrutura química da clonidina, dexmedetomidina e LPSF-PT-31. 

 

Apesar do potencial analgésico e propriedades sedativas de LPSF-PT-31, até 

o momento, não foi relatado nenhum estudo investigativo do seu metabolismo, o 

qual possibilitasse obter informações do perfil metabólico para posteriores estudos 

farmacocinéticos e também para estimar o impacto dos metabólitos formados na 

eficácia, toxicidade e eliminação da molécula em estudo. 

Portanto, o objetivo deste trabalho foi conduzir um estudo de metabolismo in 

vitro com o LPSF-PT-31 a fim de identificar e caracterizar os principais metabólitos 

provenientes de reações metabólicas de fase I do LPSF-PT-31, utilizando frações 

microssomais de fígado de rato (RLMs) e de fígado humano (HLMs), através do 

emprego de técnicas analíticas de LC-MSn e RMN. 

 

2.2. Procedimento experimental 

 

2.2.1.  Materiais 

 

O composto LPSF-PT-31 foi sintetizado e caracterizado pelo Laboratório de 

Planejamento e Síntese de Fármacos da Universidade Federal de Pernambuco 

(UFPE), coordenado pelo Prof. Dr. Ivan da Rocha Pitta. A purificação e identificação 
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das impurezas do LPSF-PT-31 foi realizada previamente aos estudos de 

metabolismo in vitro por CARDOSO et al. (2013).130 

Glicose 6-fosfato, Glicose 6-fosfato desidrogenase, cloreto de magnésio,  β-

nicotinamida adenina dinucleótido fosfato (NADP+), β-nicotinamida adenina 

dinucleótido fosfato na forma reduzida (NADPH), albumina sérica bovina (BSA), 

fluoreto de fenil-metil-sulfonil (PMSF) e acetato de amônio foram obtidas da Sigma-

Aldrich (St. Louis, MO, EUA).  

Sacarose e o corante Comassie Brilliant Blue foram obtidos da Mallinckrodt 

Baker (St. Louis, MO, EUA).  

Fosfato de potássio monobásico e dibábico e ácido fosfórico 85% foram 

obtidos da J.T. BAKER. 

Os fígados de ratos foram doados pelo Prof. Dr. Carlos Alberto da Silva da 

Faculdade de Ciências da Saúde, da Universidade Metodista de Piracicaba e pela 

Profa. Dra. Rosângela Gonçalves Peccinini da Faculdade de Ciências 

Farmacêuticas, da Universidade Estadual Paulista (UNESP), Campus de 

Araraquara. O trabalho proposto foi aprovado pelo Comitê de Ética Animal da 

Universidade Federal de São Carlos. 

Durante a extração microssomal os fígados foram homogeneizados com um 

homogeneizador IKA, modelo ULTRA-TURRAX T10. As etapas de centrifugação 

foram realizadas em uma centrífuga JOUAN B4i/BR4i e uma ultracentrífuga 

HITACHI himac modelo CP90WX.  

As determinações de concentração proteica da fração microssomal foram 

realizadas utilizando-se um espectrofotômetro JASCO V-630, com uma cela de 

quartzo de 1,0 cm de caminho óptico. 

As frações microssomais de fígado de humano (pool de 50 doadores) foram 

obtidas da InvitrogenTM (Life Technologies Corp., Carlsbad, California). Todas as 

frações microssomais foram armazenadas a -80°C. 

Metanol, acetonitrila, acetato de etila e etanol grau HPLC foram obtidos da 

Mallinckrodt Baker (St. Louis, MO, EUA).  

A água utilizada na composição das fases móveis e preparação de soluções 

foi obtida através de um sistema Milli-Q (Millipore).  

Para a pesagem dos reagentes foi utilizada uma balança analítica Metter 

Toledo modelo AL204, com precisão de ± 0,0001 g. 
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As soluções salinas preparadas foram filtradas a vácuo em um sistema 

Millipore, utilizando membranas de nylon Phenomenex de 0,45 µm.  

As medidas de pH foram realizadas em um pH-metro Logen, com precisão ± 

0,01 unidades de pH. 

As fases móveis preparadas foram degaseificados em um ultrassom COLE-

PARMER modelo 8852 

As micropipetas utilizadas no preparo das amostras foram da marca 

Eppendorf, e a homogeneização das amostras foi efetuada em um vórtex Phonex 

modelo AP56. 

As incubações foram realizadas em um banho-maria com agitação Nova 

Ética, modelo Dubnoff 304-DE. 

No preparo de amostras foram utilizadas uma centrífuga da Eppendorf, 

modelo 5415R e uma Speed Vaccum da Thermo Scientific, modelo savant SPD 

131DDA-15. 

  

2.2.2. Obtenção das frações microssomais 

 

As frações microssomais de fígado de rato preparadas em laboratório foram 

obtidas a partir de fígados de ratos Wistar utilizando o procedimento de extração por 

centrifugação diferenciada, descrito por BELAZ e OLIVEIRA (2013).131   

 

2.2.2.1. Preparo da solução tampão fosfato salino (PBS)  

 

Para preparar a solução tampão PBS, pesou-se 1,36 g do sal KH2PO4 (10 

mmol/L), 1,74 g do sal K2HPO4 (10 mmol/L), 85,6 g de sacarose (250 mmol/L) e 

dissolveu-se em 1,0 L de água destilada. Por fim, adicionou-se 400 μL da solução de 

PMSF (fluoreto de fenilmetilsulfonil) (0,134 mmol/L), a qual foi preparada 

dissolvendo-se 23,3 mg de PMSF em 400 μL de etanol (334,4 mmol/L). O que 

resulta em um pH final de 7,4. 

 

2.2.2.2. Extração das frações microssomais 

 

Para extração das frações microssomais, foram utilizados fígados de ratos 

Wistar, de 6-8 semanas e 400 g em média. Os fígados armazenados à -80°C, foram 
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degelados e pesados em tubos do tipo Falcon (50 mL), sobre os quais foi adicionado 

5 mL da solução tampão PBS (pH 7,4) para cada grama de fígado. Posteriormente, 

os fígados foram triturados com auxílio de uma tesoura e homogeneizados com uso 

do homogeneizador mecânico (Turrax). O homogenato foi submetido a uma 

sequência de centrifugações, para eliminação dos fragmentos celulares, 

mitocondriais, nucleares e por fim, obtenção das frações microssomais. Vale 

ressaltar que todos os procedimentos foram realizados em banho de gelo, de forma 

a manter a atividade enzimática. 

As etapas de centrifugação foram realizadas à 4ºC. Primeiramente o 

homogenato foi centrifugado por 5 min na rotação de 500 rpm, o sobrenadante foi 

transferido para um novo tubo e centrifugado por 10 min na rotação de 5400 rpm. 

Em seguida, o sobrenadante desta etapa foi centrifugado por 20 min na rotação de 

10000 rpm. Por fim, realizou-se a etapa de ultracentrifugação a uma rotação de 

45000 rpm por 60 min. O sobrenadante desta última etapa foi descartado e os 

pellets foram dissolvidos com solução tampão PBS (pH 7,4) e homogeneizados com 

auxílio do equipamento Ultrasonifier. A solução microssomal foi transferida para 

tubos criogênicos e armazenada à -80°C. 

 

2.2.3. Determinação da concentração proteica das frações microssomais 

 

A determinação da concentração protéica das frações microssomais foi 

realizada baseando-se no método de Bradford.132 

 

2.2.3.1. Preparo das soluções de albumina sérica bovina (BSA) 

 

 Inicialmente preparou-se uma solução padrão de BSA em água na 

concentração de 1,0 mg/mL. Em seguida, transferiu-se uma alíquota desta solução 

para uma cubeta de quartzo e realizou-se a leitura em 280 nm e, então, ajustou a 

concentração da solução para obter absorbância de 0,66.133 A partir da solução 

padrão, preparou-se em triplicata seis soluções nas concentrações de 100,0; 200,0; 

400,0; 600,0; 800,0 e 1000 μg/mL (concentração da solução padrão), pipetando-se 

alíquotas de 10-80 μL, respectivamente, da solução padrão de BSA para tubos de 

ensaio com água para um volume final de 100 μL. 
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2.2.3.2. Preparo do reagente de Bradford 

 

O reagente de Bradford foi preparado baseando-se no procedimento descrito 

por BRADFORD (1976).132 Preparou-se uma solução do corante azul brilhante, 

Coomassie Brilliant Blue, na concentração de 100 mg/mL. Para tal, dissolveu-se 

50,0 mg do corante azul brilhante em 25 mL de etanol. Em seguida adicionou-se 50 

mL de ácido fosfórico (85% P.A.), sob constante agitação. Transferiu-se a solução 

para um balão volumétrico de 500 mL e completou-se o volume com água, obtendo 

uma solução do corante azul brilhante com concentração final de 100 mg/mL. A 

solução do corante foi estocada em um frasco de vidro âmbar. 

 

2.2.3.3. Determinação da concentração proteica das frações microssomais por 

medidas espectrofotométricas das amostras 

 

Adicionou-se 5,0 mL da solução do reagente de Bradford à solução de BSA 

(100 µL) previamente preparada, agitou-se com auxílio de um vortex por 5 s e 

deixou-se reagir, em repouso, por 7 minutos. Em seguida, transferiu-se uma alíquota 

para uma cubeta de vidro e registrou-se a absorbância no comprimento de onda 595 

nm. As absorbâncias foram medidas contra um branco de corante. 

Repetiu-se o mesmo procedimento, em triplicata, para todas as amostras 

padrão, bem como para as amostras de concentração desconhecida (fração 

microssomal). As amostras de concentração desconhecidas foram submetidas a 

uma diluição prévia para que pudessem ser quantificadas na curva de calibração 

preparada, de modo geral, uma alíquota de 100 μL foi transferida para um balão de 

5,0 mL, completando-se o volume com água. 

 

2.2.4. Condições analíticas para a determinação do LPSF-PT31 por LC-MS 

  

O desenvolvimento e otimização das condições analíticas para análise do 

LPSF-PT-31 por LC-MS foi realizado em um sistema cromatográfico (Shimadzu, 

Quioto, Japão) equipado com um módulo de comunicação modelo CBM-20A, auto-

injetor modelo SIL-20A, degaseificador modelo DGU-20A5 e duas bombas modelo 

LC-20AD; acoplado a um espectrômetro de massa modelo Esquire 6000 (Bruker 

Daltonics, Bremen, Alemanha) provido de um analisador de massa ion trap (3D IT) e 
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uma fonte de ionização por electrospray (ESI) operando no modo positivo. Os 

parâmetros do MS foram otimizados através da inserção direta da solução de LPSF-

PT-31, na concentração de 1,0 μg/mL em MeOH/H2O (50:50), com o auxílio de uma 

bomba seringa (10 µL/min) e as condições de análise foram definidas pelo 

monitoramento da intensidade máxima do íon referente à molécula protonada. Os 

parâmetros para o gás nebulizador, temperatura e vazão do gás de secagem foram 

ajustados manualmente. Já os parâmetros do potencial do capilar, skimmer e 

octopolo, dentre outros foram ajustados automaticamente, utilizando o software 

Esquire 6000. Os parâmetros otimizados para o MS foram: voltagem no capilar 4,5 

kV; voltagem no skimmer 33,3 V; amplitude de fragmentação 0,30 V; pressão do gás 

de nebulização (N2) 30 psi; vazão do gás de secagem (N2) 7,0 L/min e temperatura 

da fonte de ionização 325 °C.  

Para a aquisição dos dados o 3D IT foi operado no modo full MS scan 

utilizando um tempo máximo de acúmulo de íons de 100 ms, um target (quantidade 

de íons acumulados no ion trap) de 30.000 e uma faixa de aquisição de m/z 100 a 

400. A aquisição e processamento dos dados foram realizados utilizando o software 

Data Analysis (Bruker Daltonics, Bremen, Alemanha). 

A separação cromatográfica foi obtida empregando uma coluna Phenomenex 

Luna fenil-hexil (150 x 2,0 mm; 5 μm;) e uma pré-coluna fenil-hexil (4,0 x 3,0 mm) à 

temperatura ambiente (± 20°C).  Inicialmente, foi utilizado uma fase móvel 

constituída de MeOH/ solução tampão acetato de amônio (5 mM; pH 5,5) (60:40,v/v), 

volume de injeção de 10 μL e vazão de 0,2 mL/min; com intuito de monitorar o 

decaimento do LPSF-PT-31 e otimizar as condições de incubação através do 

planejamento experimental. A vazão de fase móvel para o MS foi de 

aproximadamente 95 μL/min, onde se utilizou um divisor de vazão (T). 

Adicionalmente, foi desenvolvida uma condição de análise no modo gradiente 

de eluição para separação do LPSF-PT-31 e dos seus possíveis metabólitos, onde 

utilizou-se MeOH e solução tampão acetato de amônio (5,0 mmol/L; pH 5,5) a uma 

vazão de 0,4 mL/min, mantendo a vazão no MS de 95 μL/min, com as seguintes 

condições de eluição gradiente: 0-1min (5% MeOH); 1-2 min (5-40% MeOH); 2-13,5 

min (40-60% MeOH); 13,5-14 min (60-95% MeOH); 14-15 min (95-5% MeOH); 15-18 

min (5% MeOH). 
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2.2.5. Otimização das condições de incubação 

 

2.2.5.1. Preparo da solução tampão fosfato de potássio monobásico 

 

Para preparar a solução tampão fosfato de potássio monobásico, pesou-se 

0,136 g do sal KH2PO4 (10 mmol/L) e solubilizou-se em um volume de 100 mL de 

água deionizada. O pH foi ajustado para 7,4 com uma solução de KOH 3,0 mol/L. 

 

2.2.5.2. Preparo da solução de NADPH 

 

A solução de NADPH (20 mmol/L) foi preparada diariamente, através da 

pesagem de 33,3 mg de NADPH e diluição com água para um volume total de 2,0 

mL. 

 

2.2.5.3. Preparo do sistema gerador de NADPH 

 

Para preparar o sistema gerador de NADPH misturou-se 100 μL de cada uma 

das seguintes soluções: NADP+ (32,5 mmol/L), glicose-6-fosfato (82,5 mmol/L) e 

MgCl2 (82,5 mmol/L) e completou-se o volume com água para obter um volume total 

de 1000 μL. Imediatamente, antes de iniciar os ensaios de incubação, foi adicionado 

a essa mistura 1,0 μL da solução de glicose 6-fosfato desidrogenase (4,0 U/mL). 

Para preparar volumes maiores do sistema gerador de NADPH, os volumes das 

soluções foram utilizados proporcionalmente. O sistema gerador de NADPH foi 

preparado antes da realização de cada ensaio. As soluções estoque de NADP+, 

glicose-6-fosfato e MgCl2 foram preparadas em água e armazenadas a -20°C por até 

30 dias. Já a solução de glicose-6-fosfato desidrogenase foi adquirida em solução de 

sulfato de amônio (3,2 mol/L; pH 7,0). 

 

2.2.5.4. Condições iniciais do metabolismo in vitro do LPSF-PT-31 

  

Inicialmente, os experimentos de metabolismo in vitro foram realizados em um 

eppendorf de 2,0 mL, onde adicionou-se 422 μL de solução tampão fosfato de 

potássio monobásico (10 mmol/L, pH 7,4), 50 μL de fração microssomal (2,0 mg/mL) 

e 3,0 μL da solução de LPSF-PT-31 em metanol (16 µmol/L); com o percentual de 
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solvente orgânico na mistura reacional menor que 1% (v/v). Após pré-incubacão da 

mistura por 5 min, a reação foi iniciada pela adição de 25 μL do cofator NADPH (1,0 

mmol/L), com volume final de incubação de 500 μL. A reação foi realizada em um 

banho termostatizado à 37°C sob agitação constante. Após o tempo de incubação 

desejado, a reação foi interrompida pela adição de 500 μL de acetonitrila, levando a 

precipitação proteica. Em seguida, as amostras foram centrifugadas por 15 min a 

10.000 rpm. Uma alíquota da amostra foi retirada e analisada por LC-MS. 

Também foram realizados experimentos controles (na ausência de NADPH), 

a fim de se obter o porcentual de biotransformação do LPSF-PT-31 no meio 

reacional. Todos os experimentos foram realizados em triplicata. O percentual de 

biotransformação foi calculado comparando as áreas cromatográficas das amostras 

controles com as amostras de biotransformação, o que corresponde ao decaimento 

do substrato no meio reacional, ou seja, à conversão do LPSF-PT-31 a metabólito. 

 

2.2.5.5. Planejamento fatorial 24 

 

Realizou-se um planejamento experimental 24 onde a concentração e a 

composição da solução tampão utilizada nos ensaios de biotransformação foram 

fixadas e verificou-se a influência das seguintes variáveis: concentração do LPSF-

PT-31, concentração proteica, concentração de NADPH e tempo de incubação. 

Cada variável foi avaliada em dois níveis, sendo um nível inferior e um nível superior 

como descrito na Tabela 2.1.  

 

TABELA 2.1- Variáveis e níveis avaliados no planejamento fatorial 24 

 

Foram realizados 16 experimentos de biotransformação, com as possíveis 

combinações dos níveis escolhidos das variáveis estudadas, conforme descrito na 

Tabela 2.2. Os experimentos foram realizados de acordo com o procedimento 

descrito no item 2.2.5.4. 

Variáveis Nível Inferior (-1) Nível Superior (1) 

[LPSF-PT-31] 4,0 µmol/L 20 µmol/L 

[Proteica] 1,0 mg/mL 10 mg/mL 

[NADPH] 2,0 mmol/L 10 mmol/L 

Tempo de Incubação 60 min 120 min 
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Adicionalmente, uma concentração maior do LPSF-PT-31 foi avaliada (100 

µmol/L), para verificar a possibilidade do aumento da formação de metabólito. 

Também foi avaliado o uso de sistema gerador de NADPH como uma alternativa 

menos dispendiosa para produzir NADPH in situ. 

 

TABELA 2.2 - Matriz de planejamento dos experimentos para o planejamento fatorial 24 

Experimentos [LPSF-PT-31] [Proteica] [NADPH] Tempo 
1 -1 -1 -1 -1 
2  1 -1 -1 -1 
3 -1  1 -1 -1 
4  1  1 -1 -1 
5 -1 -1  1 -1 
6  1 -1  1 -1 
7 -1  1  1 -1 
8  1  1  1 -1 
9 -1 -1 -1  1 

10  1 -1 -1  1 
11 -1  1 -1  1 
12  1  1 -1  1 
13 -1 -1  1  1 
14  1 -1  1  1 
15 -1  1  1  1 
16  1  1  1  1 

 

2.2.6. Condições otimizadas do metabolismo in vitro do LPSF-PT-31  

 

Após a otimização das condições de incubação, os experimentos de 

metabolismo in vitro foram realizados utilizando RLMs e HLMs. Em um eppendorf de 

2,0 mL, adicionou-se 247 μL de solução tampão fosfato de potássio monobásico (10 

mmol/L; pH 7,4), 50 μL de fração microssomal (1,0 mg/mL) e 3,0 μL solução de 

LPSF-PT-31 em metanol (100 µmol/L); com o percentual de solvente orgânico na 

mistura reacional menor que 1% (v/v). A mistura reacional foi pré-incubada por 5 min 

e, em seguida, a reação foi iniciada pela adição de 200 μL do sistema gerador de 

NADPH contendo NADP+ (1,3 mmol/L), glicose 6-fosfato (3,3 mmol/L), MgCl2 (3,3 

mmol/L) e glicose 6-fosfato desidrogenase (0,4 U/µL); com volume final de 

incubação de 500 μL. A reação foi realizada em um banho termostatizado à 37°C 

sob agitação constante. Após 60 min de incubação, a reação foi interrompida pela 

adição de 500 μL de acetonitrila, levando a precipitação proteica. Em seguida, as 

amostras foram centrifugadas por 15 minutos a 10.000 rpm. O sobrenadante foi 

transferido para um tubo Falcon de 15 mL, diluído com 500 μL de água e submetido 
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à extração líquido-líquido com acetato de etila (5,0 mL). A fração orgânica foi 

removida e evaporada até à secura utilizando em um sistema concentrador de 

amostras. O resíduo foi reconstituído com 100 µL de solução tampão acetato de 

amônio/metanol (1:1, v/v) e 10 µL foram injetados no sistema de LC-MS.  

Também foram realizados experimentos controles, incluindo: a) incubação na 

ausência do sistema gerador de NADPH; b) na ausência de LPSF-PT-31; c) na 

ausência de fração microsomal e, d) tempo zero min de incubação; onde os volumes 

foram compensados com solução tampão nos controles a, b e c. Todos os 

experimentos foram realizados em duplicata. O percentual de biotransformação foi 

calculado comparando a área cromatográfica do LPSF-PT-31 na amostra de 

biotransformação com a área cromatográfica do LPSF-PT-31 no controle de tempo 

zero min de incubação.  

 

2.2.7. Condições de metabolismo in vitro do LPSF-PT-31 em larga escala: 

isolamento do metabólito do LPSF-PT-31 

 

Incubações em larga escala foram realizadas a fim de obter quantidade 

suficiente do metabólito observado para o LPSF-PT-31 para adicional caracterização 

estrutural utilizando análises por RMN. Assim, os experimentos de metabolismo in 

vitro foram realizados em um tubo Falcon de 15 mL, onde adicionou-se 1482 μL de 

solução tampão fosfato de potássio monobásico (10 mmol/L; pH 7,4), 300 μL 

solução de RLMs (2,0 mg/mL) e 18 μL solução de LPSF-PT-31 em metanol (20 

µmol/L); com o percentual de solvente orgânico na mistura reacional menor que 1% 

(v/v). Após uma pré-incubação de 5 min, a reação foi iniciada pela adição de 1200 

μL do sistema gerador de NADPH, com volume final de incubação de 3000 μL. A 

reação foi realizada em um banho termostatizado à 37°C sob agitação constante. 

Após 120 min de incubação, a reação foi interrompida pela adição de 3000 μL de 

acetonitrila, levando a precipitação proteica. Em seguida, as amostras foram 

centrifugadas por 15 minutos a 10.000 rpm. O sobrenadante foi transferido para um 

tubo Falcon de 50 mL e submetido à extração líquido-líquido com acetato de etila 

(5,0 mL). A fração orgânica foi removida e evaporada até à secura utilizando em um 

sistema concentrador de amostras. O resíduo foi reconstituído com 100 µL de 

solução tampão acetato de amônio/metanol (1:1, v/v) e 10 µL foram injetados no 
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sistema de LC-MS. Também foram realizados experimentos controles na ausência 

de NADPH. Todos os experimentos foram realizados em duplicata. 

Para obtenção em quantidades multimiligramas do metabólito, o eluente do 

LC correspondente á banda cromatográfica do metabólito (íon m/z 259) foi coletada 

manualmente. A fase móvel foi evaporada até à secura utilizando em um sistema 

concentrador de amostras. O resíduo foi reconstituído em acetonitrila deuterada para 

ser analisado por RMN. 

 

2.2.8. Condições experimentais para análise por RMN 

  

Os experimentos por RMN foram realizados em um equipamento Bruker 

Avance III – 14,1 Tesla (600,23 MHz para frequência do hidrogênio) com magneto 

blindado (Ultrashield Plus®). O espectrômetro é equipado com sonda criogênica TCI 

(Triple Resonance Cryoprobe Inverse) de 5 mm, com bobinas de 1H e 13C e pré-

amplificador refrigerados a uma temperatura de aproximadamente 77 K. A sonda 

possui bobina de gradiente de campo no eixo z (53 G/cm) e unidade de ajuste 

automático de sintonia – ATMA® (Automatic Tunning e Matching).   

Amostras de LPSF-PT-31 e do metabólito do LPSF-PT-31 isolado foram 

dissolvidas em 200 µL de acetonitrila deuterada em tubos de RMN (Bruker, 3 mm de 

diâmetro externo), à 25ºC. Os dados de RMN 1H foram adquiridos com uma 

sequência de pulsos com dupla pré-saturação do sinal do solvente para a supressão 

dos sinais de água e acetonitrila. Para tanto o pulso de pré-saturação foi aplicado 

durante o período de 2,40 s, que foi o período de espera entre as aquisições. Os 

espectros foram adquiridos utilizando 64.000 pontos em uma janela espectral de 

12.019,23 Hz, resultando em um tempo de aquisição de 2,73 s. Os espectros foram 

adquiridos com a leitura de 256 varreduras para obter uma relação sinal/ruído 

satisfatória. Os dados foram processados utilizando multiplicação exponencial 

aplicando um fator de alargamento de linha (lb) de 0,3 Hz. Os dados foram 

adquiridos e processados utilizando o software TOPSPIN 3.0 (Bruker BioSpin). 
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2.3. Resultados e Discussão 

 

O metabolismo ou biotransformação é o principal mecanismo de eliminação 

de xenobióticos do corpo humano, incluindo os fármacos, através da conversão da 

molécula alvo em metabólitos. Portanto, o estudo da rota metabólica e da 

identificação dos metabólitos provenientes da biotransformação de uma nova 

entidade química (NCE - New Chemical Entity) desempenha um papel importante e 

essencial nas fases iniciais do processo de desenvolvimento e descobrimento de 

novos fármacos;6 pois os metabólitos podem ter um impacto significativo sobre a 

biodisponibilidade e eficácia de um fármaco ou NCE.11 Adicionalmente, a 

identificação de metabólitos é um pré-requisito para o estabelecimento de 

procedimentos analíticos para investigar o perfil farmacocinético. Considerando que 

os metabólitos formados durante o processo de biotransformação podem ter efeitos 

farmacológicos e toxicológicos, os ensaios realizados neste trabalho têm como 

objetivo estudar o metabolismo in vitro do LPSF-PT-31 a fim de identificar e 

caracterizar estruturalmente os seus produtos de biotransformação.  

 

2.3.1. Determinação da concentração proteica das frações microssomais 

 

Para determinação da concentração proteica das frações microssomais foi 

utilizado o método de Bradford. Através de análises por espectrofotometria no UV-

vis, conforme descrito no item 2.2.3.3 determinou-se a concentração proteica por 

meio da interpolação do valor de absorbância para amostra de microssoma na curva 

de calibração obtida com BSA. A precisão das replicatas (n=3) de BSA apresentou 

coeficientes de variação entre 1,11 e 2,66%. Os valores de exatidão entre 97,7 e 

103%. Portanto, todos estes valores foram considerados aceitáveis, pois 

apresentaram variabilidades menores que 15%. Deste modo, obteve-se uma 

concentração proteica da fração microssomal de 63,5 mg/mL. A Figura 2.2 ilustra a 

curva de calibração obtida com BSA e a Tabela 2.3 lista os valores de precisão e 

exatidão das réplicas realizadas.  
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FIGURA 2.2 - Curva de calibração obtida a partir de soluções padrão de BSA para a 

determinação da concentração proteica da fração microssomal de fígados de rato. 

 

TABELA 2.3 - Exatidão (%) e precisão (%) obtidas para as diferentes concentrações da 

curva de calibração para BSA (n=3) 

Concentração (µg/mL) Precisão (CV) (%) Exatidão (%) 

400 2,66 99,0 

500 1,82 101 

600 1,71 103 

700 2,57 98,7 

800 1,26 101 

900 1,29 97,7 

1000 1,11 98,3 

1100 2,39 98,5 

1200 2,45 103 

 

2.3.2. Desenvolvimento e otimização das condições cromatográficas  

 

Tecnicamente, a identificação de produtos de biotransformação (metabólitos) 

envolve três etapas: separação, detecção e análise estrutural.134 Neste trabalho, 

inicialmente, conduziu-se o desenvolvimento do método analítico onde duas colunas 
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cromatográficas foram avaliadas para otimizar a separação analítica do LPSF-PT-31 

e de seus possíveis metabólitos: uma coluna C18 nucleosil (150 x 4,6 mm i.d.; 5 

μm,) e uma coluna Luna fenil-hexil (150 x 2,1 mm i.d.; 5 μm, Phenomenex). Estas 

colunas analíticas foram avaliadas em diferentes composições de fase móvel, 

utilizando diferentes proporções de metanol ou acetonitrila como modificador 

orgânico e água acidificada com ácido fórmico ou solução tampão acetato de 

amônio (5,0 mmol/L) em diferentes valores de pH, como fase aquosa. 

A coluna C18 mostrou baixa capacidade de retenção (k < 2) do LPSF-PT-31 

em todas as condições analíticas empregadas, enquanto a coluna fenil-hexil, apesar 

de mostrar uma banda cromatográfica de 2 min, ainda assim, forneceu simetria da 

banda (~1,75 a 10% da altura da banda) e fator de retenção satisfatórios (k >2), 

sendo esta selecionada para realizar os estudos posteriores de metabolismo in vitro.  

Nas análises das amostras provenientes da biotransformação do LPSF-PT-

31, a coluna fenil-hexil também forneceu satisfatória separação do LPSF-PT-31, do 

metabólito do LPSF-PT-31 e de outros compostos interferentes provenientes da 

matriz biológica. A melhor condição para a análise cromatográfica foi alcançada 

fazendo-se uso de metanol e solução tampão acetato de amônio (5,0 mmol/L, pH 

5,5). As condições cromatográficas otimizadas estão descritas no item 2.2.4.  A 

Figura 2.3a ilustra o perfil cromatográfico obtido por LC-MS para o LPSF-PT-31 e a 

Figura 2.3b ilustra seu respectivo espectro de massas referente à banda 

cromatográfica em 5,8 minutos. O composto foi detectado através do íon m/z 243, 

referente à protonação do LPSF-PT-31 no modo positivo de ionização.  
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FIGURA 2.3 – Análises por LC-MS. (a) Cromatograma de íon extraído (EIC) relativo ao 

LPSF-PT31 (m/z 243) em fração microssomal na concentração de 16 µmol/L. (b) Espectro 

de massas referente à banda cromatográfica do LPSF-PT31, onde a molécula protonada 

apresenta m/z 243. Coluna Phenomenex Luna fenil-hexil (5 μm; 150 x 2,0 mm); fase móvel: 

metanol/tampão acetato de amônio (5 mM; pH 5,5) (60:40,v/v); vazão: 0,2 mL/min e volume 

de injeção de 10 μL.  

 

2.3.3. Planejamento fatorial 24 

 

Utilizando o método de LC-MS desenvolvido no modo de eluição isocrático e 

as condições iniciais de biotransformação in vitro, foi observado um decaimento de 

32,0% da área da banda cromatográfica do LPSF-PT-31, referente ao processo de 

biotransformação.  
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Com intuito de obter uma condição de incubação que resultasse em uma alta 

capacidade de biotransformação e, consequentemente, maior formação de 

metabólitos, foi realizado um planejamento experimental 24. O planejamento 

consistiu em um planejamento fatorial de dois níveis com quatro variáveis de 

interesse (24), onde cada variável de interesse foi analisada em um nível superior e 

um nível inferior. Para tal, foram realizados experimentos em todas as possíveis 

combinações dos níveis das variáveis. 

O planejamento fatorial de dois níveis é muito útil em investigações 

preliminares, quando o objetivo é saber se determinadas variáveis tem ou não 

influencia sobre a resposta desejada, que no presente caso é o percentual de 

biotransformação in vitro do LPSF-PT-31. As principais vantagens do emprego de 

planejamento fatorial em relação à realização de experimentos de modo univariado é 

a possibilidade de se alterar mais de uma variável ao mesmo tempo, o que resulta 

na redução do número de experimentos e, consequentemente, na redução do tempo 

e custo experimental. Adicionalmente, a realização de um planejamento 

experimental possibilita avaliar a interação entre as variáveis de estudo, ou seja, 

podemos avaliar quando o efeito de uma variável depende do nível de outra.135 Com 

a realização dos experimentos direcionados pelo planejamento fatorial 24 foi possível 

avaliar a influência da concentração proteica, concentração de LPSF-PT-31, 

concentração de NADPH e do tempo de incubação no percentual de 

biotransformação do LPSF-PT-31. A Tabela 2.4 ilustra alguns resultados relevantes 

do planejamento experimental. 

 

TABELA 2.4 - Resultados relevantes do planejamento experimental 

Experimentos [LPSF-PT-31] [Proteica] [NADPH] Tempo Biotransformação (%) 

1 -1 -1 -1 -1 6,50 

12 1 1 -1 1 31,2 

15 -1 1 1 1 54,8 

16 1 1 1 1 54,7 

 

Pode-se observar que no experimento 1, onde todas as variáveis foram 

mantidas no nível inferior, o percentual de biotransformação foi de apenas 6,5%. O 

que pode ser visto na Figura 2.4a. Já nas condições empregadas no experimento 

12, onde apenas a concentração de NADPH foi mantida no nível inferior, foi 
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observado um percentual de biotransformação de 31,2%. No entanto, quando todas 

as variáveis são mantidas no nível superior (experimento 16), a biotransformação foi 

de 54,7%. Esses resultados estão ilustrados nos cromatogramas da Figura 2.4b. 

 

 

FIGURA 2.4 - Cromatograma de íon extraído (EIC) do m/z 243, relativo aos experimentos de 

planejamento experimental LPSF-PT31. (a) Controle (ausência de NADPH) e experimento 1; 

(b) Controle (ausência de NADPH), experimento 12 e experimento 16.  

 

Assim, como observado, a concentração de NADPH influencia diretamente a 

biotransformação do composto e as enzimas responsáveis por esse processo são 

dependentes do cofator NADPH. Com o experimento 15, onde apenas a 
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concentração de LPSF-PT-31 foi mantida no nível inferior, foi observado uma 

biotransformação de 54,8% (Tabela 2.4), o que indica que a concentração de LPSF-

PT-31 na faixa avaliada não altera o percentual de biotransformação. 

A Tabela 2.5 ilustra os efeitos e os principais contrastes calculados utilizando 

ferramentas estatísticas, onde se pode notar que para a obtenção de um maior 

percentual de biotransformação do LPSF-PT-31 as variáveis concentração proteica, 

concentração de NADPH e tempo são as variáveis que mais influenciaram no 

metabolismo in vitro. Ainda, essa resposta tem um fator positivo, ou seja, para se 

aumentar o percentual de biotransformação é necessário manter estas variáveis no 

nível superior. 

 

TABELA 2.5 - Principais efeitos e interações entre as variáveis 

Variáveis Efeito Conclusões 

[LPSF-PT-31] -2 Indiferente 

[Proteica] 31 Aumentar (fixar em +1) 

[NADPH] 9 Aumentar (fixar em +1) 

Tempo 8 Aumentar (fixar em +1) 

Interações Efeito de interações 

[LPSF-PT-31] / [Proteica] 4  

[LPSF-PT-31] / Tempo 4  

[Proteica] /[NADPH] 14  

 

Da mesma forma, observou-se que a interação mais relevante foi entre a 

concentração proteica e a concentração de NADPH, sendo esta também positiva, o 

que indica que a concentração proteica e a concentração de NADPH devem sempre 

estar no mesmo nível e, portanto no nível superior.  

Experimentos adicionais utilizando alta concentração de LPSF-PT-31 (100 

μmol/L) foram realizados com o intuito de aumentar a formação do metabólito. O uso 

do sistema gerador de NADPH também foi avaliado para a produção de NADPH in 

situ como uma alternativa menos dispendiosa, o qual demonstrou eficácia e um 

percentual de biotransformação de cerca de 59,0%. Vale ressaltar que o 

planejamento experimental proporcionou uma ampla visão do sistema de incubação, 

no entanto não foi possível realizar todo o estudo de metabolismo nas condições do 
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experimento 16, com todas as variáveis no nível superior, devido ao alto custo da 

fração microssomal e do NADPH. Assim, as condições finais de incubação do LPSF-

PT-31 fizeram uso de alta concentração do LPSF-PT-31 (100 μmol/L), do sistema 

gerador de NADPH e concentração proteica de 1,0 mg/mL, como descrito no item 

2.2.6. 

 

2.3.4. Metabolismo in vitro do LPSF-PT-31 e identificação do metabólito 

formado por LC-MSn 

 

Os metabólitos produzidos por incubação in vitro são geralmente 

identificados por análises em full MS scan, através da comparação dos 

cromatogramas de íon total e espectros das amostras controle e de 

biotransformação. Assim, os íons com específica razão massa/carga (m/z) e 

correspondente bandas cromatográficas que estão presentes na amostra de 

biotransformação e ausentes na amostra controle foram considerados como 

possíveis metabólitos.6 

O método de análise por LC-MS no modo de eluição gradiente (descrito no 

item 2.2.4) e as condições otimizadas de biotransformação in vitro foram utilizadas 

para identificar os possíveis metabólitos provenientes do metabolismo in vitro do 

LPSF-PT-31. Os cromatogramas de íons totais provenientes do metabolismo in vitro 

do LPSF-PT-31 (20 µmol/L) utilizando RLMs estão ilustrados na Figura 2.5. O LPSF-

PT-31 eluiu em 10 min e apresentou na sua forma protonada [M+H]+ m/z 243. 

Comparando os cromatogramas de full MS scan das amostras controles e da 

amostra de biotransformação do LPSF-PT-31 (Figura 2.5) foi observado em ambos 

cromatogramas a presença de um interferente em aproximadamente 7,8 min, o qual 

não foi previamente encontrado na amostra padrão do LPSF-PT-31. Como a 

amostra controle corresponde à ausência do NADPH, assumiu-se que o interferente 

é proveniente da fração microssomal. Também foi observada a presença de uma 

banda cromatográfica na amostra de biotransformação, eluindo em 9 min (Figura 

2.5), a qual corresponde a um possível metabólito, pois não está presente no 

cromatograma da amostra controle. O possível metabólito detectado foi denominado 

M1 e apresentou na sua forma protonada [M+H]+ m/z 259 (Figura 2.5b) indicando 

uma aumento de 16 Da na molécula de LPSF-PT-31, sugerindo que M1 seja um 

metabólito proveniente de uma hidroxilação.   
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FIGURA 2.5 - (a) Cromatograma de íons totais sobrepostos: amostra controle na ausência 

de NADPH (preto), amostra controle na ausência de LPSF-PT-31 (rosa) e  amostra de 

biotransformação do LPSF-PT-31 (azul). (b) Espectro de massa do M1. LPSF-PT-31 (20 

µmol/L) foi incubado com RLMs (10 mg/mL) e sistema gerador de NADPH (volume total de 

500 µL) a 37 ̊C por 60 min. Aquisição dos dados: full MS scan (100 - 400 m/z); tempo de 

acúmulo de íons no trap de 100 ms.  
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Sabendo que RLMs e HLMs diferem em termos da composição e atividade 

das isoformas de CYP P450s,136 espera-se observar diferentes perfis metabólicos do 

LPSF-PT-31 após incubação com os dois sistemas enzimáticos (HLMs ou RLMs). 

Assim, o metabolismo in vitro do LPSF-PT-31 foi avaliado também em HLMs a fim 

de investigar a possível formação de novos metabólitos e também avaliar a 

influência da diferença de espécies no metabolismo do LPSF-PT-31. Além disso, a 

utilização de HLMs também é muito útil para prever resultados in vivo a partir da 

extrapolação teórica/computacional de dados in vitro.19,20,31  

Para as análises das amostras de biotransformação utilizando-se HLMs, 

utilizou-se também o método de análise por LC-MS no modo de eluição gradiente 

(descrito no item 2.2.4) e as condições de biotransformação in vitro otimizadas em 

RLMs para identificar os possíveis metabólitos provenientes do metabolismo in vitro 

do LPSF-PT-31 em HLMs.  Em paralelo aos experimentos utilizando HLMs também 

foi realizado simultaneamente experimentos utilizando RLMs como controle e 

também para obter uma comparação mais precisa, uma vez que todos os estudos 

prévios utilizando RLMs foram realizados em diferentes períodos do curso de 

doutorado devido à indisponibilidade dos HLMs.  

Comparando as amostras controle e de biotransformação do LPSF-PT-31 

utilizando HLMs (Figura 2.6a), a presença de somente um metabólito foi também 

observada, o qual apresentou o mesmo tempo de retenção e mesma razão 

massa/carga (m/z 259) (Figura 2.7) observados para o metabólito proveniente da 

biotransformação do LPSF-PT-31 utilizando RLMs (Figura 2.6b). Estas observações 

sugerem que o mesmo metabólito foi produzido nas incubações do LPSF-PT-31 em 

RLMs e HLMs e que este metabólito seja proveniente de uma hidroxilação. 

Adicionalmente, o mesmo padrão de fragmentação foi observado para o metabólito 

do LPSF-PT-31 formado a partir da incubação em RLMs (Figura 2.8) e HLMs (Figura 

2.9), confirmando que o metabolismo do LPSF-PT-31 resultou em um mesmo 

metabólito em ambos os sistemas biológicos e, portanto, não foram observados 

novos metabólitos no metabolismo do LPSF-PT-31 utilizando HLMs nas condições 

de análise empregadas. O metabólito do LPSF-PT-31 (M1) não foi detectado nas 

amostras de controle negativo, tanto em RLMs quanto em HLMs. A Figura 2.6 ilustra 

o cromatograma de íon extraído do m/z 259 em amostras de metabolismo do 

LPSFPT-31 utilizando HLMs e RLMs e amostras controles.  
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FIGURA 2.6 – Cromatograma de íon extraído do m/z 259 do LPSF-PT-31 em amostras 

controles e de biotransformação a partir da incubação do LPSF-PT-31 (100 μmol/L) com 

sistema gerador de NADPH (volume final de 500 μL) a 37 ̊C por 60 min. (a) em HLMs (1,0 

mg/mL) (b) em RLMs (1,0 mg/mL). Aquisição dos dados: full MS scan (100 - 400 m/z); 

tempo de acúmulo de íons no trap de 100 ms.  As amostras controles incluem: amostras em 

ausência de substrato, ausência de sistema gerador de NADPH, ausência de microssoma e 

tempo zero min de incubação; as quais apresentam uma baixa relação sinal-ruído em 

relação à intensidade do sinal do metabólito. 
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FIGURA 2.7 - Espectro de massa referente à banda cromatográfica do metabólito LPSF-PT-

31 proveniente da biotransformação utilizando HLMs. LPSF-PT-31 (100 µmol/L) foi incubado 

com HLMs (1,0 mg/mL) e sistema gerador de NADPH (volume total de 500 µL) a 37 ̊C por 

60 min. Aquisição dos dados: full MS scan (70 - 350 m/z); tempo de acúmulo de íons no trap 

de 100 ms.  

No entanto, quando se compara a área da banda cromatográfica do M1 obtido 

a partir dos ensaios de HLMs e RLMs, observou-se que a formação do M1 em RLMs 

foi 3,3 vezes maior em comparação com a formação em HLMs, indicando que o 

clearance (eliminação) do LPSFPT-31 em RLMs foi maior do que em HLMs, o que 

sugere uma maior exposição ao fármaco na espécie humana. No entanto, a menor 

taxa de metabolismo do LPSF-PT-31 por microssomas de fígado humano pode 

também ser decorrente de diferentes atividades enzimáticas e concentrações das 

isoformas de CYP P450s envolvidas no metabolismo de LPSF-PT-31, nas frações 

microssomais de fígado de rato e humano. 
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FIGURA 2.8 - Espectro de íons fragmentos do metabólito do LPSF-PT-31 proveniente do 

metabolismo em RLMs (a) MS2 m/z 259, (b) MS3 m/z 241.  Aquisição dos dados: cut off 65, 

amplitude de fragmentação de 0,28 V para MS2 (m/z 259) e 0,22 V para MS3 (m/z 241). 
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FIGURA 2.9 - Espectro de íons fragmentos do metabólito do LPSF-PT-31 proveniente do 

metabolismo em HLMs (a) MS2 m/z 259, (b) MS3 m/z 241.  Aquisição dos dados: cut off 65, 

amplitude de fragmentação de 0,43 V para MS2 (m/z 259) e 0,35 V para MS3 (m/z 241). 

 

Para se obter informações estruturais adicionais do metabólito gerado, 

experimentos de LC-MSn foram realizados. Inicialmente, o espectro de íon produto 

da molécula protonada do LPSF-PT-31 (m/z 243) foi obtido. Nesse experimento foi 

observado a formação de três íons produtos característicos: m/z 143, m/z 113 e m/z 
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85, sugerindo à perda do anel imidazolidina-2,4-diona [M+H−C3H4N2O2]
+, perda do 

grupo 2-cloro-6-fluorofenil [M+H−C6H4ClF]+ e a perda do grupo 2-cloro-6-fluorofenil 

[M+H−C6H4ClF]+ seguido da perda uma molécula de monóxido de carbono 

[M+H−C6H4ClF−CO]+, respectivamente. O espectro de MS2 e a proposta de 

fragmentação do LPSF-PT-31 estão ilustrados na Figura 2.10. 

Estes três íons produtos obtidos a partir dos experimentos de MS2 do LPSF-

PT-31 podem atuar como íons de diagnóstico para identificar o hidroxi-metabólito 

(M1) formado a partir do metabolismo in vitro do LPSF-PT-31, desde que no padrão 

de fragmentação do metabólito desconhecido pelo menos um dos íons produtos 

observados também esteja presente no padrão de fragmentação do LPSF-PT-31. 

As Figuras 2.8 e 2.9 ilustram os espectros de MS2 e MS3 do M1 em RLMs e 

HLMs, respectivamente. O espectro de íons produtos da molécula protonada do M1 

(m/z 259) em ambos os sistemas utilizados para incubação (RLMs e HLMs) 

apresentou como íon principal m/z 241, e o experimento de MS3 para m/z 241 gerou 

o íon m/z 143.  Comparando os espectros de íons produtos do LPSF-PT-31 e M1 

observou-se um íon produto em comum para ambos os compostos, o m/z 143, que 

corresponde ao grupo 2-cloro-6-fluorobenzil [M+H-C7H5ClF]+  da molécula do LPSF-

PT-31, indicando que esta região aromática manteve-se inalterada durante o 

metabolismo in vitro do LPSF-PT-31. Adicionalmente, observou-se a ausência do íon 

produto m/z 113 e a presença de um novo íon produto m/z 129 no espectro de íons 

produtos da molécula protonada do M1 (m/z 259) em ambos os sistemas utilizados 

para incubação (RLMs e HLMs), o que corresponde ao incremento de 16 Da no anel 

imidazolidina-2,4-diona. De acordo com o íon produto m/z 143 e m/z 129, foi 

postulado que a biotransformação do LPSF-PT-31 envolve uma hidroxilação no anel 

imidazolidina. Embora os experimentos de massa tenham fornecido informações 

importantes sobre o padrão de fragmentação do LPSF-PT-31 e M1, a posição 

precisa da hidroxilação não pôde ser identificada com base apenas na comparação 

dos padrões de fragmentação. Portanto, para a identificação estrutural de M1, 

experimentos de RMN foram necessários. 
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FIGURA 2.10 – (a) Espectro de íons produtos (MS2) da molécula protonada do PSF-PT-31 

(m/z 243) e (b) sua proposta de fragmentação. Aquisição dos dados: cut off 65 e amplitude 

de fragmentação de 0,30 V. 
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2.3.5. Identificação estrutural do metabólito do LPSF-PT-31 por RMN 

 

Espectroscopia de RMN tem desempenhado um papel importante na 

caracterização estrutural de metabólitos. Embora o RMN tenha uma baixa 

sensibilidade em comparação com a análise por MS, esta técnica tem muitas 

vantagens, tais como ser não-destrutiva, fornecer atribuição estrutural inequívoca e 

informações sobre isômeros e conformações e configurações moleculares por 

interpretação dos deslocamentos químicos e padrões de desdobramento dos sinais 

devido as interações nucleares mediadas por acoplamento spin-spin (J couplings).137 

Assim, neste trabalho, a técnica de RMN foi utilizada para caracterizar 

estruturalmente o metabólito desconhecido detectado nas amostras de 

biotransformação do LPSF-PT-31. 

Para identificar a posição correta da hidroxilação e, assim, obter a completa 

caraterização do metabólito do LPSF-PT-31, espectro de hidrogênio (1H-RMN) do 

M1 foi obtido e comparado como o espectro 1H-RMN do LPSF-PT-31 (Figura 2.11). 

A Tabela 2.6 resume os deslocamentos químicos e a multiplicidades do LPSF-PT-31 

e M1. Em comparação ao substrato nenhuma diferença significativa nos 

deslocamentos químicos do grupo benzil foi observada, excluindo a possibilidade de 

hidroxilação no CH2 benzílico. Entretanto, três principais mudanças foram 

observadas no anel imidazolidina, incluindo desblindagem do 1H a partir da ligação 

N-H (1a posição) de 6,19 para 6,71 ppm, a perda do sinal do CH2 (5
a posição) e a 

presença de um novo sinal de singleto em 4,61 ppm, o qual integra para 1H e exibe 

um deslocamento químico consistente com um próton ligado ao grupo C-OH. Além 

dos experimentos de 1H também foi feita uma tentativa de adquirir experimentos 

bidimensionais (COSY e HSQC), mas mesmo utilizando uma sonda criogênica não 

foi possível obter nenhum sinal, devido à quantidade insuficiente de massa do 

metabólito. Entretanto, espectros 1D-1H forneceram dados suficientes para concluir 

que a hidroxilação ocorreu na 5ª posição do anel imidazolidina levando à formação 

do 3-(2-cloro-6-fluorobenzil)-5-hidroxiimidazolidina-2,4-diona. 
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FIGURA 2.11 - Espectro de 1H-RMN (a) LPSF-PT-31, (b) metabólito do LPSF-PT-31. Ambas 

amostras foram dissolvidas em CD3CN. Condições RMN (Bruker Avance III-600): sonda 

criogênica de 5mm TCI 1H {13C, 15N}. Sequência de pulsos 1H RMN: 1D version NOESY 

sequence; supressão de água e acetonitrila: d1=2,40 s; 64.000 pontos em uma janela 

espectral de 12.019,23 Hz; tempo aquisição= 2,73 s; ns=256 scans. 
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TABELA 2.6- Deslocamento químico e multiplicidade do LPSF-PT-31 e M1 

Hidrogênio  (LPSF-PT-31) Multiplicidade  (M1) Multiplicidade 

1,1´ 4,77 d (1,05Hz) 4,73 d (1,07 (Hz) 

5a, 5a´ 3,87 d (1,27 Hz) 4,61 s 

NH 6,10 largo 6,71 largo 

3 (aromático) 7,28 m 7,26 m 

4 (aromático) 7,35 m 7,32 m 

5 (aromático) 7,12 m 7,08 m 

 

Combinando a completa elucidação estrutural do M1 por RMN e os 

experimentos de LC-MSn, foi possível sugerir uma proposta de fragmentação para 

M1 (Figura 2.12). Onde os íons produtos m/z 241, m/z 143 e m/z 117 sugerem a 

eliminação de uma molécula de água [M+H−H2O]+ seguido da perda do anel 

imidazolidina-2,4-diona [M+H−H2O−C3H3N2O2]
+ levando a formação do íon m/z 143, 

o qual é o íon produto presente também no espectro de íons produtos do LPSF-PT-

31 e leva à formação do íon m/z 117 através da perda de uma molécula de etino por 

intermédio do íon tropílico  [M+H−H2O−C3H3N2O2−C2H2]
+. Os íons produtos m/z 129 

e m/z 86 sugerem a perda do grupo 2-cloro-6-fluorofenil [M+H−C6H4ClF]+ seguido da 

perda do grupo CONH [M+H−C6H4ClF−CONH]+, respectivamente.   
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FIGURA 2.12 - Proposta de fragmentação para o metabólito do LPSF-PT-31 considerando a 

hidroxilação no anel imidazolidina.  

 

De acordo com as condições de incubação usadas nos ensaios in vitro e a 

característica química e estrutural da molécula do LPSF-PT-31, esperava-se obter 

através do metabolismo via CYP P450 metabólitos provenientes de reações 

metabólicas de fase I a partir da hidroxilação da molécula no anel aromático, 

hidroxilação alifática, N-hidroxilação e metabólitos secundários. Todas estas 

possibilidades também foram exploradas durante o processamento dos dados de 

LC-MS e LC-MSn e nenhum outro metabólito foi detectado nas amostras de 

biotransformação e apenas um hidroxi-metabólito majoritário foi obtido a partir do 

metabolismo in vitro do LPSF-PT-31 em HLMs e em RLMs, nas condições analíticas 

empregadas. No entanto, estes metabólitos podem ter se formado em quantidades  

abaixo do limite de detecção do método de análise, apesar de os experimentos 

terem sido realizados em larga escala. Assim, o uso de equipamentos de 

espectrometria de massa providos de analisadores de massa mais sensíveis que o 

ion trap, por exemplo, o QTrap; e ainda, o emprego de softwares que auxiliam na 

otimização dos métodos de aquisição e na detecção de metabólitos, podem levar a 
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identificação de novos metabólitos. Resumidamente, a Figura 2.13 ilustra reação 

metabólica proposta para LPSF-PT-31 a partir dos estudos de metabolismo in vitro 

em microssomas de fígado humano e de rato. 

 

FIGURA 2.13 - Reação metabólica proposta para LPSF-PT-31 a partir do metabolismo in 

vitro em microssomas de fígado humano e de rato. 

 

Deste modo, os dados de metabolismo in vitro do LPSF-PT-31 nas 

condições experimentais desenvolvidas possibilitaram a identificação de um único 

metabólito proveniente de uma reação de hidroxilação, sendo este o metabólito M1; 

3-(2-cloro-6-fluorobenzil)-5-hidroxi-imidazolidina-2,4-diona. Infelizmente, dados do 

metabolismo in vivo do LPSF-PT-31 ainda não estão disponíveis na literatura para 

promover maiores discussões. No entanto, o perfil metabólico do LPSF-PT-31, 

observado nos ensaios in vitro realizados neste estudo, foi semelhante ao observado 

para o perfil metabólico do seu análogo, clonidina. Como observado para o LPSF-

PT-31, a clonidina também sofre metabolismo de fase I e produz in vitro e em 

humanos, majoritariamente, o hidroxi-metabólito, 4-hidroxi-clonidina.138  

O metabólito M1 identificado no presente trabalho é um composto quiral, 

assim os enantiômeros podem apresentar maior atividade farmacológica que o 

LPSF-PT-31, caso este composto seja um pró-fármaco. Ainda, os enantiômeros do 

M1 podem também apresentar atividades farmacológicas ou toxicológicas distintas 

entre si. Adicionalmente, SUDO et al. (2010)129 demonstraram através de estudos de 

docking que o LPSF-PT-31 apresenta uma maior afinidade que a clonidina pelo sítio 

ativo do adrenoceptor α2A. Este efeito foi explicado p experimentos in silico por uma 

ligação de hidrogênio entre o átomo de oxigênio do grupo cetona no anel de 

imidazolidina do LPSF-PT-31 e o resíduo de aminoácido Ile-190 do adrenoceptor 

α2A. Considerando este estudo, pode-se sugerir que o metabólito M1, possivelmente 
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apresente uma maior afinidade ao sítio ativo do adrenoceptor α2A devido à presença 

do grupo hidroxila no anel imidazolidina proveniente da reação metabólica. Portanto, 

avaliações farmacocinéticas e farmacológicas adicionais para verificar uma possível 

atividade farmacológica ou toxicológica dos enantiômeros do metabólito M1, bem 

como a identificação das isoformas de CYP P450s envolvidas no metabolismo do 

LPSF-PT-31 são necessárias a fim de determinar se o LPSF-PT-31 pode ou não ser 

um pró-fármaco. A síntese em larga escala do metabólito M1 está sendo realizada 

pelo Laboratório de Planejamento e Síntese de Fármacos da Universidade Federal 

de Pernambuco (UFPE), coordenado pelo Prof. Dr. Ivan da Rocha Pitta, e a 

separação quiral preparativa será realizada para a obtenção dos enantiômeros puros 

para serem empregados em estudos de metabolismo in vitro e outros ensaios 

biológicos posteriores.  

 

2.4. Conclusões 
 

O presente estudo demonstrou a aplicabilidade das técnicas de LC-MS e 

RMN no estudo de metabolismo in vitro e identificação estrutural de metabólitos, 

através da obtenção das primeiras informações sobre o metabolismo do LPSF-PT-

31. 

Para avaliar o metabolismo in vitro do LPSF-PT-31 em microssomas de 

fígado de rato e humano e identificar os possíveis metabólitos formados, foi 

desenvolvido e aplicado um método de LC-MS utilizando uma fonte de ionização por 

electrospray no modo de ionização positiva. Como ferramenta no processo de 

otimização das condições de incubação foi utilizado um planejamento experimental 

24.  

Nas condições experimentais desenvolvidas e otimizadas para os ensaios de 

metabolismo e análises por LC-MS, um metabólito majoritário do LPSF-PT-31 foi 

detectado. Os resultados do presente estudo revelam que LPSF-PT-31 sofre 

metabolismo mediado por CYP P450 em microssomas de fígado ratos e humano por 

meio de uma reação de hidroxilação, produzindo um hidroxi-metabólito principal. 

LPSF-PT-31 apresentou um perfil metabólico semelhante em ambas as espécies 

estudadas, com uma maior taxa de metabolismo em ratos, o que sugere uma maior 

exposição ao fármaco em seres humanos. A identificação estrutural do metabólito do 

LPSF-PT-31 foi estabelecida através de análises por RMN e LC-MSn, o que indicou 
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que a reação de hidroxilação ocorreu na posição 5 do anel de imidazolidina levando 

a produção do metabólito 3-(2-cloro-6-fluorobenzil)-5-hidroxi-imidazolidina-2,4-diona. 

Estes resultados fornecem uma compreensão inicial do metabolismo LPSF-PT-31 e, 

podem ser utilizados como uma referência para futuras investigações do 

metabolismo do LPSF-PT-31 tais como, estudos farmacocinéticos, de fenotipagem 

enzimática e estudos farmacológicos, a fim de verificar atividade farmacológica dos 

enantiômeros do metabólito M1. 
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CAPÍTULO 3 

 

 3. Estudos de Fenotipagem Enzimática e Avaliação da 

Contribuição das Enzimas CYPs e UGTs no Metabolismo do 

Montelucaste 

 

3.1. Montelucaste 

 

Montelucaste (Figura 3.1), sal monossódico do ácido [R-(E)]-1-[[[1-[3-[2-(7- 

cloro-2-quinolinil) etenil] fenil]-3-[2-(1-hidróxi-1-metiletil) fenil] propil]tio]metil]  

ciclopropanoacético, é um antagonista potente e seletivo de receptores leucotrienos 

cisteínicos subtipo 1 (CysLT1); receptores específicos dos leucotrienos D4, os quais 

são responsáveis pelo processo inflamatório no sistema respiratório e, assim, pela 

resposta asmática.139,140  

 

 

FIGURA 3.1 - Estrutura química do montelucaste. 

 

O montelucaste foi introduzido no mercado no final da década de 1990 e tem 

sido utilizado para a profilaxia e tratamento da asma e rinite alérgica em pacientes 

adultos e pediátricos a partir de seis meses de idade.141-144 O montelucaste pode ser 

usado como uma alternativa à baixa dose de corticosteróides inalatórios (ICS - 

inhaled corticosteroids) para pacientes que respondem mal aos ICS ou, em adição 

aos ICS para maiores melhorias nos sintomas e na função pulmonar, 

particularmente em doentes ainda sintomáticos, apesar do tratamento com ICS.145-
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148 O montelucaste tem sido utilizado também para o tratamento de diferentes 

fenótipos de asma, tais como na asma induzida por exercícios físicos149,150 e em 

asma associada com a rinite alérgica.151,152 Além disso, o montelucaste pode ser 

recomendado para o tratamento da asma em pacientes obesos,153 asma em 

fumantes,154 asma induzida por aspirina155 e episódios de sibilância induzida por 

vírus.156,157  

Em seres humanos, o montelucaste é rapidamente absorvido e após a 

administração de 10 mg de montelucaste para adultos,  a concentração máxima no 

plasma (Cmax), a meia-vida plasmática (t½) e a biodisponibilidade oral é de 495,3-

602,8 ng/mL (~1,0 µmol/L), 5 - 6 horas e 64,0%, respectivamente.142,158 O 

montelucaste sofre um metabolismo oxidativo com montelucaste inalterado e a 

maioria dos metabólitos sendo excretado via bile e menos de 1,0% eliminado na 

urina. O perfil qualitativo do montelucaste e seus metabólitos na bile humana (4 - 6 

horas após a ingestão oral do montelucaste) indicam que o montelucaste é 

submetido à oxidação extensiva em vários metabólitos primários. Os principais 

metabólitos identificados em amostras de plasma e bile de humanos incluem 

montelucaste acil-β-D-glucuronídeo (M1), montelucaste sulfóxido (M2), 25-hidroxi-

montelucaste (M3), ácido dicarboxílico montelucaste (M4), 21(R)-hidroxi-

montelucaste (M5a), 21-(S)-hidroxi-montelucaste (M5b) e 36-hidroxi-montelucaste 

ou 1,2-diol montelucaste (M6) (Figura 3.2).159  
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FIGURA 3.2 - Estrutura química dos metabólitos do montelucaste. M1: montelucaste acil-β-

D-glucuronídeo; M2: montelucaste sulfóxido; M3: 25-hidroxi-montelucaste; M4: ácido 

dicarboxílico montelucaste; M5a: 21(R)-hidroxi-montelucaste; M5b: 21-(S)-hidroxi-

montelucaste; M6: montelucaste 1,2-diol e M7: α- hidroxi-montelucaste. 

 

O montelucaste apresenta múltiplas interações com as enzimas do citocromo 

P450. Inicialmente, estudos in vitro sugeriram que montelucaste é um inibidor 

altamente potente da CYP2C8.51 No entanto, o dados clínicos de estudos de 

interação medicamentosa do montelucaste com rosiglitazona,160 pioglitazona161 e 
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repaglinida162 demonstraram que a farmacocinética destes fármacos não é alterada 

quando estes medicamentos são co-administrados com montelucaste, indicando que 

o montelucaste não é um inibidor da CYP2C8 in vivo. Diversas outras interações 

medicamentosas envolvendo o montelucaste são reportadas na literatura.  

Fenobarbital, um indutor da CYP3A4, diminuiu a AUC (area under the concentration-

time curve) do montelucaste em aproximadamente 40,0%.142 Claritromicina um 

potente inibidor da CYP3A4, aumentou a AUC do montelucaste em 

aproximadamente 144,0%.163 O gemfibrozil um inibidor in vivo da CYP2C888,164,165 e 

OATP2B1 (OATP - organic anion transporting polypeptide),164,166 em dose 

terapêutica, aumentou a exposição sistêmica ao montelucaste em cerca de 4,4 

vezes; enquanto o itraconazol, um pontente inibidor da CYP3A4 não afetou a sua 

eliminação.167   

Apesar dos vários estudos sobre as características farmacocinéticas e 

interações medicamentosas do montelucaste e da identificação dos vários 

metabólitos oxidativos do montelucaste, a contribuição destes para a eliminação 

(clearance) total do montelucaste e as enzimas específicas que catalisam sua 

formação permanecem questionáveis. O 36-hidroxi-montelucaste e seu metabólito 

secundário ácido dicarboxílico montelucaste foram descritos como sendo o principal 

mecanismo de eliminação do montelucaste.159 Assim, o metabolismo do 

montelucaste para estes e outros metabólitos oxidativos têm sido objeto de vários 

estudos in vitro168,169 e  in vivo.167,170 Os primeiros estudos de metabolismo in vitro do 

montelucaste mostraram que a CYP3A4 e CYP2C9 são as principais enzimas 

envolvidas no metabolismo do montelucaste, onde a CYP2C9 é descrita como 

sendo a responsável pela formação do metabólito majoritário 36-hidroxi-

montelucaste. No entanto, estes estudos foram realizados em concentrações muito 

elevadas de montelucaste (100-500 µmol/L) em relação à concentração máxima no 

plasma (~1,0 µmol/L).171 Estudos mais recentes, realizados em concentrações 

terapêuticas relevantes do montelucaste168,169 indicam a CYP2C8 como a principal 

enzima envolvida na formação do metabólito 36-hidroxi-montelucaste. A potencial 

contribuição da CYP2C8 é ainda suportada por outros estudos que demonstram que 

o montelucaste tem alta afinidade pelo sítio ativo da CYP2C8172 e, ainda que o 

montelucaste é um potente inibidor competitivo desta enzima in vitro.51 

Adicionalmente, estudos in vivo em voluntários saudáveis, demonstraram que a 

administração concomitante do montelucaste com gemfibrozil diminui a formação 
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dos metabólitos 36-hidroxi-montelucaste e do ácido dicarboxílico montelucaste e, 

consequentemente, aumenta acentuadamente a exposição ao montelucaste.167,170 

Uma vez que o gemfibrozil é um potente inibidor de CYP2C888,164,165 e com base na 

extensão da interação gemfibrozil-montelucaste, os autores sugeriram que a 

CYP2C8 é responsável por cerca de 80,0% do clearance total do montelucaste.167 

Como resultado, o montelucaste foi recomendado como um marcador seletivo para 

atividade da CYP2C8 in vivo.167,170 No entanto, uma análise detalhada dos estudos 

in vitro indica que outras CYPs além da CYP2C8 também podem estar envolvidas 

na eliminação do montelucaste. Além disso, o efeito substancial do gemfibrozil no 

metabolismo do montelucaste167,170 pode envolver efeitos sobre outras 

enzimas/proteínas, além de inibição da CYP2C8. Esta sugestão é suportada pelas 

diversas outras interações medicamentosas descritas para o montelucaste. Portanto, 

a hipótese de que o metabolismo via CYP2C8 é o principal mecanismo de 

eliminação do montelucaste é questionável. 

Adicionalmente, o montelucaste apresenta em sua estrutura dois grupos 

funcionais; sendo estes um grupo carboxílico e uma hidroxila; suscetíveis a reações 

de conjugação (Figura 3.1), levantando também a possibilidade de que o 

montelucaste possa sofrer conjugação direta via uridina 5'-difosfo-

glucuronosiltransferases (UGTs). Além disso, o montelucaste acil-β-D-glucuronídeo 

foi identificado em amostras de bile após a administração de montelucaste a 

humanos,159 e em estudos in vitro utilizando microssomas de fígado humano.171 No 

entanto, devido à falta de uma análise quantitativa do balanço de massas do 

montelucaste, a contribuição relativa das reações oxidativas e de glucuronidação no 

metabolismo e eliminação do montelucaste, bem como a identificação das enzimas 

específicas responsáveis pela glucuronidação do montelucaste permanecem 

desconhecidas. 

Portanto, os objetivos deste trabalho foram realizar estudos de metabolismo in 

vitro do montelucaste utilizando microssomas de fígado humano (HLMs) e CYPs e 

UGTs expressas para: 1) avaliar a contribuição relativa das reações de oxidação e 

conjugação via CYPs e UGTs para a eliminação total do montelucaste; 2) investigar 

a influência das condições de incubação no metabolismo do montelucaste via CYPs 

e UGTs; 3) obter a melhor condição de incubação para estimar a contribuição das 

UGTs e CYPs no clearance in vitro do montelucaste; 4) reavaliar detalhadamente as 

CYPs específicas envolvidas no metabolismo oxidativo do montelucaste; e 5) 
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identificar metabólitos provenientes de reações de glucuronidação do montelucaste 

e as UGTs específicas envolvidas. 

 

3.2. Procedimento experimental 

 

3.2.1.  Materiais 

 

Montelucaste de sódio, montelucaste 1,2 diol, montelucaste sulfóxido, 21(S)-

hidroxi-montelucaste, 21(R)-hidroxi-montelucaste, α-hidroxi-montelucaste, 

montelucaste acil-β-D-glucuronídeo e nevirapina, foram obtidos da Toronto 

Research Chemicals (North York, Ontario, Canada).  

Glicose 6-fosfato (G6P), Glicose 6-fosfato desidrogenase (G6PDH) 

(S. cerevisiae),  β-nicotinamida adenina dinucleótido fosfato (NADP+), sal trissódico 

de uridina 5’-difosfato ácido glucurônico (UDPGA), alameticina, sacarolactona, 

cloridrato de pilocarpina, quercetina, quinidina, cetoconazol, sulfafenazol, 

trietilenotiofosforamida (tiotepa), cloridrato de ticlopidina e troleandomicina foram 

obtidos da  Sigma-Aldrich (St. Louis, MO, USA). 

As frações microssomais de fígado humano (5 pools de fígados humanos (n= 

20-50) e nove frações de fígados humanos individuais); CYPs humanas expressas 

(supersomas) CYP1A2, CYP2A6, CYP2B6, CYP2C8, CYP2C9, CYP2C19, CYP2D6, 

CYP2E1, CYP3A4, CYP3A5, CYP4A11 com oxidoredutases e sem co-expressão do 

citocromo b5 (exceto CYP2E1) e UGTs humanas expressas UGT1A1, UGT1A3, 

UGT1A4, UGT1A6, UGT1A7, UGT1A8, UGT1A9, UGT1A10, UGT2B4, UGT2B7, 

UGT2B10, UGT2B15, UGT2B17 foram obtidas da BD Gentest ou Corning (Woburn, 

MA). Todas as frações microssomais e enzimas expressas foram estocadas a -80°C. 

Os sais fosfato de sódio monobásico, fosfato de sódio dibásico, tris-

(hidroximetil)-aminometano (tris), carbonato de sódio, cloreto de magnésio e os 

solventes metanol, acetonitrila e éter metil t-butílico (MTBE), ácido fórmico e ácido 

clorídrico grau HPLC foram obtidos da Fisher Scientific (Pittsburgh, PA).  

A água utilizada na composição das fases móveis e preparo de soluções foi 

obtida através de um sistema Milli-Q (Millipore).  

Para a pesagem dos reagentes foi utilizada uma balança analítica Metter 

Toledo modelo AG104, com precisão de ± 0,1 mg. 
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As soluções salinas foram filtradas a vácuo em um sistema Millipore, 

utilizando membranas de nylon Phenomenex de 0,45 µm.  

As medidas de pH foram realizadas em um pHmetro OAKTON modelo 1100, 

com precisão ± 0,01 unidades de pH, conectado a um eletrodo de vidro. A calibração 

do pHmetro foi realizada com soluções tampões pH 4,0, 7,0 e 10,0 (Fisher 

Scientific). 

As fases móveis preparadas foram degaseificadas utilizando um ultrassom 

Branson  modelo B 5510 MTH (Branson Ultrasonics Corporation, Danbury, CT, 

USA). 

As micropipetas utilizadas no preparo das amostras foram da marca 

Eppendorf, e a homogeneização das amostras foi efetuada em um vórtex GENIE 2, 

modelo G-560 (Scientific Industries, Bohemia, NY, USA) 

As incubações foram realizadas em um banho-maria da Fisher Scientific 

modelo Isotemp 210 (Hayward, CA, USA). 

No tratamento de amostras por extração líquido-líquido foi utilizado uma 

centrífuga da Eppendorf, modelo 5415C (Brinkmann Instruments, Westbury, NY); um 

agitador de tubos da Eberbach Corporation, modelo 6010; uma centrífuga 

refrigerada Beckman Coulter, modelo Allegra 6R ( Woburn, Massachusetts, USA) e 

um sistema concentrador de amostra Savant, modelo SVC 200H. 

Todas as soluções padrões foram preparadas dissolvendo os 

inibidores/fármacos em estudo em água, metanol ou acetonitrila e estocadas a -

80°C. 

 

3.2.2. Condições analíticas para a determinação do montelucaste e seus 

metabólitos por LC-MS 

  

O desenvolvimento e otimização das condições analíticas para análise do 

montelucaste e seus metabólitos por LC-MS/MS foi realizado em um sistema 

cromatográfico (Shimadzu, Addison, IL) equipado com um auto-injetor modelo SIL-

20A HT e uma bomba modelo 20AB; acoplado a um espectrômetro de massa 

modelo API 2000 provido de um analisador de massa triplo quadrupolo e uma fonte 

de ionização por electrospray (ESI) (Applied Biosystems Foster City, CA), operado 

no modo positivo de ionização.  
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A separação cromatográfica do montelucaste e de seus metabólitos foi obtida 

empregando uma coluna Luna C18 (100 x 2,0 mm; 3 μm; Phenomenex, Torrance, 

CA) à temperatura ambiente (± 20°C), utilizando o modo de eluição isocrática com 

fase móvel constituída de acetonitrila/água acidificada (0,1% de ácido fórmico) na 

proporção de 85:15 (v/v) para a separação do montelucaste e seus hidroxi-

metabólitos e 82:18 (v/v) para a separação do montelucaste e seus glucuronídeos, 

vazão de 0,2 mL/min e volume de injeção de 10 μL. 

Os parâmetros do MS foram inicialmente otimizados através da inserção 

direta e individual das soluções padrões de montelucaste, 21(R)-hidroxi-

montelucaste (M5a) e montelucaste 1,2 diol (M6) na concentração de 100 ng/mL e 

de montelucaste sulfóxido (M2), 21(S)-hidroxi-montelucaste (M5b), α-hidroxi-

montelucaste (M7) e montelucaste acil-β-D-glucuronídeo (M1) na concentração de 

1,0 μg/mL. As soluções foram preparadas através da diluição em metanol/água 

(50:50, v/v) das soluções estoques em metanol (1,0 mg/mL) e a inserção foi 

realizada com o auxílio de uma bomba seringa na vazão de 10 µL/min. O sistema de 

MS foi operado utilizando uma voltagem do electrospray de + 5200 V, dwell time de 

100 ms, temperatura de interface de 0°C, nitrogênio como gás nebulizador (GS1- 

nebulizer gas) 20 psi e gás de secagem (CUR - curtain gas) 20 psi. Os ensaios de 

inserção direta permitiram a obtenção dos parâmetros de ionização (Tabela 3.1), os 

quais foram também utilizados no processo de otimização dos parâmetros do MS 

comuns aos compostos em análise, por meio de análises por injeção em fluxo (FIA - 

flow injection analysis). 

O experimento FIA foi realizado via LC-MS na ausência de uma coluna 

cromatográfica, utilizando como fase móvel acetonitrila/água (50:50, v/v) na vazão 

de 0,2 mL/min e múltiplas injeções (10 μL) de uma solução contendendo 

montelucaste, seus metabólitos e nevirapina (padrão interno) na concentração de 

1,0 μg/mL em metanol/água (50:50, v/v). Em cada injeção, diferentes valores de um 

determinado parâmetro em processo de otimização foram testados e o valor mais 

favorável à análise dos compostos foi definido automaticamente. Os parâmetros 

independentes do composto em análise foram determinados utilizando a voltagem 

do electrospray de + 4000 mV; dwell time 100 ms; temperatura de interface de 

350°C; gás nebulizador 30,0 psi; gás de aquecimento (GS2- heater gas) 40,0 psi; 

gás de secagem 20,0 psi e gás de colisão (CAD - collision activated dissociation) 4,0 

psi.  
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Após a otimização dos parâmetros analíticos, as análises por LC-MS foram 

realizadas com o MS operando sob as seguintes condições: gás de secagem 25,0 

psi, temperatura de interface de 550˚C, gás nebulizador (GS1) 20,0 psi, gás de 

aquecimento 55,0 psi, voltagem do electrospray de + 5500 V e gás de colisão (CAD) 

4,0 psi. Para a aquisição dos dados o triplo quadrupolo foi operado no modo 

monitoramento de reação selecionada (SRM – Selected Reaction Monitoring). As 

transições (íon precursor > íon produto) selecionadas para o monitoramento do 

montelucaste e seus metabólitos estão descritos na Tabela 3.1.   

O padrão analítico do metabólito 25-hidroxi-montelucaste (M3) não estava 

disponível e as transições adotadas para o monitoramento deste metabólito foram 

previamente descritas por BALANI et al. (1997).159 A aquisição e processamento dos 

dados foram realizados utilizando o software Analyst® version 1.5.1 (AB SCIEXTM, 

Ontario, Canada). 

 

TABELA 3.1 - Transições monitoradas para análise do montelucaste e seus metabólitos e os 

parâmetros do MS específicos para cada analito 

Declustering Potential (DP); Focusing Potential (FP); Entrance Potencial (EP); Collision Cell Entrance 

Potential (CEP); Collision Energy (CE); Collision Cell Exit Potential (CXP). 

 

3.2.3. Otimização das condições de metabolismo in vitro do montelucaste 

 

Para realização dos ensaios de metabolismo in vitro, soluções contendo o 

montelucaste foram preparadas em metanol nas concentrações requeridas e todo o 

Analito 
Transição 

(m/z) 
DP (V) FP (V) EP (V) CEP (V) CE (eV) CXP (V) 

montelucaste 586 > 422 71,0 360,0 11,0 33,0 33,0 12,0 

M1 762 > 422 16,0 370,0 9,5 32,0 45,0 12,0 

M2 602 > 422 51,0 370,0 11,0 33,0 33,0 10,0 

M3 
602 > 438 

602 > 147 
80,0 360,0 10,0 33,0 40,0 16,0 

M5a/b 602 > 147 61,0 400,0 11,0 33,0 40,0 6,0 

M6 602 > 438 80,0 360,0 10,0 33,0 40,0 16,0 

M7 603 > 422 51,0 360,0 9,5 33,0 33,0 22,0 

nevirapina 267 > 226 51,0 370,0 9,5 14,0 37,0 14,0 
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metanol foi evaporado até a secura antes da adição dos componentes do meio de 

incubação. Devido ao fato de o montelucaste ser um composto sensível à luz, todos 

os ensaios foram realizados na ausência de luz. 

A fim de obter a melhor condição de incubação para as reações de 

metabolismo envolvendo as enzimas CYPs, UGTs e combinadas CYPs + UGTs, 

quatro condições de incubação foram avaliadas. As condições de incubação 

avaliadas seguem os procedimentos de condições gerais de metabolismo in vitro e 

diferem de acordo com as condições descritas na Tabela 3.2. As reações foram 

terminadas nos tempos de incubação pré-definidos: 0, 5, 10, 15, 30, 45, 60 e/ou 90 

min. 

As condições de incubação foram avaliadas através do decaimento da área 

cromatográfica do montelucaste durante o processo de metabolismo, comparando a 

área cromatográfica do montelucaste na amostra incubada por 90 min com a área 

na amostra controle com tempo de incubação de zero min. 

 

TABELA 3.2 – Condições de incubação avaliadas durante a otimização das condições de 

metabolismo in vitro do montelucaste 

Condições CYPs UGTs CYPs + UGTs 

Condição I 
Solução tampão fosfato de 

sódio (0,2 mol/L, pH 7,4) 

Solução tampão fosfato de sódio (0,2 mol/L, 

pH 7,4) contendo MgCl2 (3,4 mmol/L), EDTA 

(1,15 mmol/L) e sacarolactona (115 µmol/L) 

 (adaptado de KILFORD et al., 2009173) 

Condição II 
Solução tampão tris-HCl (0,1 mol/L, pH 7,4) contendo MgCl2 (5,0 mmol/L) 

(adaptado de WALSKY et al., 201263) 

Condição III 
Solução tampão fosfato de sódio (0,1 mol/L, pH 7,4) contendo MgCl2  

(3,3 mmol/L) 

Condição IV 
Solução tampão fosfato de sódio (0,1 mol/L, pH 7,4) contendo MgCl2  

(1,0 mmol/L) e sacarolactona (5,0 mmol/L)  

(adaptado de FISHER et al., 200061) 

 

 

 

 

 



 

61 
 

3.2.3.1. Preparo da solução tampão fosfato de sódio 

 

A solução tampão fosfato de sódio (0,2 mol/L) foi preparada pesando-se 5,68 

g do sal fosfato de sódio dibásico (Na2HPO4) e dissolvendo para um volume total de 

200 mL com água. O pH da solução foi ajustado para 7,4 através da adição de uma 

solução de fosfato de sódio monobásico (0,2 mol/L). Por fim, a solução tampão foi 

filtrada através de uma membrana de 0,45 µm. 

 

3.2.3.2. Preparo da solução tampão tris-HCl 

 

A solução tampão tris-HCl (0,1 mol/L) foi preparada pesando-se 1,21 g do sal 

tris- (hidroximetil)-aminometano e 47,6 mg de cloreto de magnésio (5,0 mmol/L) e 

dissolvendo para um volume total de 100 mL com água. O pH da solução tampão 

tris-HCl foi ajustado para 7,4 através da adição de HCl 12 N. 

 

3.2.3.3. Preparo das soluções de cofatores 

 

Para preparar a solução de UDPGA (12,5 mmol/L), pesou-se 8,08 mg de 

UDPGA e solubilizou-se para um volume total de 1,0 mL com solução tampão 

utilizado para incubação; solução tampão fosfato de sódio ou solução tampão tris-

HCl, de acordo a condição de incubação adotada (Tabela 3.2) 

O sistema gerador de NADPH foi preparado de acordo com o procedimento 

descrito no item 2.2.5.3. 

Para o preparo da solução de cofatores combinados (UDPGA + NADPH), 

pesou-se 8,08 mg de UDPGA e solubilizou-se para um volume total de 1,0 mL com a 

solução do sistema gerador de NADPH. 

 

3.2.3.4. Condições gerais de metabolismo in vitro via CYP P450 

 

Os ensaios investigativos iniciais para determinar as condições ótimas para o 

metabolismo oxidativo do montelucaste foram realizados em um eppendorf de 2,0 

mL, onde adicionou-se montelucaste (0,05 µmol/L), 25 µL de HLMs (0,25 mg/mL) e 

125 µL de solução tampão fosfasto de sódio (0,2 mol/L, pH 7,4). Após 5 min de pré-

incubação à 37°C a reação foi iniciada pela adição de 100 μL do sistema gerador de 
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NADPH [NADP+ (1,3 mmol/L), glicose 6-fosfato (3,3 mmol/L), MgCl2 (3,3 mmol/L) e 

glicose 6-fosfato desidrogenase (0,4 U/µL)]; com volume final de incubação de 250 

μL. A reação foi realizada em um banho termostatizado à 37°C. Após o tempo de 

incubação desejado, a reação foi interrompida pela adição de 500 μL de acetonitrila 

levando a precipitação proteica. Nevirapina (25 µL; 500 ng/mL em metanol) foi 

adicionada como padrão interno às amostras de incubação. Em seguida, as 

amostras foram vigorosamente agitadas com auxílio de um agitador vórtex e 

centrifugadas por 5 min a 14.000 rpm. Por fim, o sobrenadante foi submetido ao 

tratamento de amostra descrito no item 3.2.4. 

 

3.2.3.5. Condições gerais de metabolismo in vitro via UGTs 

 

Os ensaios investigativos inicias para a otimização das condições de análise 

dos metabólitos formados via reações de glucuronidação foram inicialmente 

realizados pela ativação do HLMs. Os microssomas foram diluídos na solução  

tampão utilizada para a incubação; neste caso, a solução tampão tris-HCl (0,1 mol/L, 

pH 7,4) contendo MgCl2 (5,0 mmol/L); e ativado pela adição de uma solução de 

alameticina (50 µg/mg proteína) dissolvida em metanol/água (50:50, v/v); a solução 

microssomal foi colocada em banho de gelo por 15 minutos e levemente agitada a 

cada 5 minutos.  

Os ensaios de glucuronidação do montelucaste foram realizados em um 

eppendorf de 2,0 mL, onde adicionou-se montelucaste (0,05 µmol/L), 25 µL de HLMs 

ativados (0,25 mg/mL) e 125 µL de solução tampão Tris-HCl (0,1 mol/L, pH 7,4) 

contendo MgCl2 (5,0 mmol/L). Após 5 min de pré-incubação à 37°C a reação foi 

iniciada pela adição de 100 μL da solução de UDGPA (5,0 mmol/L); com volume 

final de incubação de 250 μL. A reação foi realizada em um banho termostatizado à 

37°C. Após o tempo de incubação desejado, a reação foi interrompida pela adição 

de 500 μL de acetonitrila e as amostras foram processadas de acordo com 

procedimento descrito no item 3.2.3.4.  
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3.2.3.6. Condições de metabolismo in vitro combinando os cofatores de CYPs 

e UGTs 

 

Para a realização dos ensaios iniciais de metabolismo do montelucaste 

envolvendo simultaneamente as reações mediadas por CYPs e UGTs, seguiu-se o 

procedimento de incubação descrito para a glucuronidação do montelucaste (item 

3.2.3.5). No entanto, a reação foi iniciada pela adição de 100 µL da solução de 

cofatores combinados (UDPGA (5,0 mmol/L) e sistema gerador de NADPH). 

 

 3.2.4. Tratamento das amostras 

 

Após as incubações, as amostras foram submetidas a uma extração líquido-

líquido, onde 600 μL do sobrenadante foram transferidos para um tubo Falcon de 15 

mL, onde se adicionou 500 μL de uma solução saturada de carbonato de sódio e 5,0 

mL de MTBE. A mistura foi agitada vigorosamente por 30 s com auxílio de um 

agitador vortex e centrifugadas por 5 min a 36.000 rpm à 0°C (condição adaptada de 

BHARATHI et al., 2009174). A fração orgânica foi removida e evaporada até à secura 

utilizando-se um sistema concentrador de amostras. O resíduo foi reconstituído com 

80 µL de fase móvel constituída de acetonitrila/água acidificada (0,1% de ácido 

fórmico) (85:15, v/v) e 10 µL foi injetado no sistema de LC-MS.  

 

3.2.4.1. Preparo da solução saturada de carbonato de sódio 

 

A solução saturada de carbonato de sódio foi preparada pesando-se 11,9 g 

de carbonato de sódio e dissolvendo para um volume total de 40 mL de água, com 

auxílio de um sistema de ultrassom. Foi considerado uma constante de solubilidade 

de 29,78 g/100 g H2O à 25°C.175  

 

3.2.5. Metabolismo in vitro do montelucaste via CYP P450s 

 

Os estudos de metabolismo oxidativo do montelucaste mediado pelas 

enzimas do citocromo P450 foram realizados através da incubação do montelucaste 

(1,0 µmol/L) de acordo com o procedimento de condições gerais de metabolismo via 

CYP P450 descrito no item 3.2.3.4. A mistura de reação foi incubada por 30 min. 
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Também foram realizados experimentos controles, incluindo: a) incubação na 

ausência do sistema gerador de NADPH; b) na ausência de montelucaste; c) na 

ausência de fração microsomal e d) tempo zero min de incubação; onde os volumes 

foram compensados com solução tampão nos controles a, b e c. Todos os 

experimentos foram realizados em duplicata. 

 

3.2.5.1. Determinação da linearidade de formação dos metábolitos 

 

A linearidade de formação dos hidroxi-metabólitos do monteculaste foi 

determinada em relação ao tempo de incubação e concentração proteica. 

Montelucaste (1,0 µmol/L) foi incubado em HLMs (0,0 -1,0 mg/mL) na presença do 

tampão fosfato de sódio (0,2 mol/L, pH7,4) e do sistema gerador de NADPH à 37°C, 

em um intervalo de tempo de 0-90 min.  

 

3.2.5.2. Determinação dos parâmetros cinéticos para o metabolismo oxidativo 

do montelucaste 

 

Para determinar os parâmetros cinéticos de formação dos hidroxi-metabólitos 

do monteculaste, diferentes concentrações de montelucaste (0,05 – 15 µmol/L) 

foram incubadas por 30 min em duplicata e em dois lotes de HLMs (0,25 mg/mL) na 

presença do tampão fosfato de sódio (0,2 mol/L, pH7,4) e do sistema gerador de 

NADPH à 37°C. Os ensaios foram conduzidos de acordo com o procedimento de 

condições gerais de metabolismo via CYP P450, descrito no item 3.2.3.4.  

Para a quantificação dos metabólitos formados e determinação dos 

parâmetros cinéticos, curvas de calibração utilizando as soluções padrões do 

montelucaste e seus metabólitos foram preparadas. Para tal, soluções estoques de 

montelucaste, montelucaste sulfóxido, montelucaste 1,2 diol, 21(R)-OH 

montelucaste e 21(S)-OH montelucaste foram preparadas na concentração de 1,0 

mg/mL em metanol e diluídas para um intervalo de concentração de 0,001 – 0,25 

µmol/L (n=3), as quais foram utilizadas para construir as curvas de calibração. As 

curvas de calibração foram obtidas através de regressão linear considerando a 

razão entre a área da banda cromatográfica do metabólito e a área cromatográfica 

do padrão interno em cada concentração dos analitos. As curvas de calibração 

mostraram-se linear (r2 > 0,99) na faixa de concentração avaliada. Como o padrão 
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analítico para o metabólito 25-OH montelucaste não estava disponível, a formação 

deste metabólito foi qualitativamente estimada utilizando a curva de calibração 

obtida para o montelucaste.  

 

3.2.5.3. Análises de correlação em HLMs 

 

Para determinar a correlação entre a atividade individual de uma isoforma de 

CYP P450 e a taxa de formação dos hidroxi-metabólitos do monteculaste, 

montelucaste (1,0 µmol/L) foi incubado em um painel de 14 HLMs caracterizados (9 

doadores individuais e 5 pools), onde o conteúdo total de P450s, oxidoredutases e a  

atividade de cada isoforma foi determinada por reações de fenotipagem e fornecidas 

pelo fabricante (BD Gentest) (Apêndice A1).  

As reações seletivas utilizadas para determinar a atividade das isoformas de 

CYPs foram: fenacetina O-deetilase (CYP1A2), cumarina 7-hidroxilase (CYP2A6), 

(S)-mefenitoína N-desmetilase (CYP2B6), paclitaxel 6α-hidroxilase (CYP2C8), 

diclofenaco 4’-hidroxilase (CYP2C9), (S)-mefenitoína 4’-hidroxilase (CYP2C19), 

bufuralol 1’-hidroxilase (CYP2D6), clorzoxazona 6-hidroxilase (CYP2E1), 

testosterona 6β-hidroxilase (CYP3A4) e ácido láurico 12-hidroxilase (CYP4A11). 

Montelucaste (1,0 µmol/L) foi incubado em triplicata com cada HLMs (0,25 mg/mL) 

na presença da solução tampão fosfato de sódio (0,2 mol/L; pH7,4) e do sistema 

gerador de NADPH por 30 min à 37°C. Os ensaios foram conduzidos de acordo com 

o procedimento de condições gerais de metabolismo via CYP P450 descrito no item 

3.2.3.4.  

 

3.2.5.4. Metabolismo do montelucaste em isoformas de CYPs  

 

O metabolismo do montelucaste foi avaliado em um painel de 9 isoformas 

expressas humanas de CYPs (CYP1A2, CYP2A6, CYP2B6, CYP2C8, CYP2C9, 

CYP2C19, CYP2D6, CYP2E1, CYP3A4 e CYP 3A5) para adicional caracterização 

das isoformas específicas envolvidas no seu metabolismo. Montelucaste (1,0 µmol/L 

e 0,02 µmol/L) foi incubado em triplicata com cada isoforma de CYP (20 pmol) 

utilizando as condições de incubação descritas no item 3.2.3.4.  

Para as isoformas de CYPs que mostraram maior atividade em relação ao 

metabolismo do montelucaste e/ou que mostraram correlação com a formação dos 
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metabólitos na análise de correlação em HLMs (CYP2C8, CYP2C9, CYP2C19, 

CYP3A4 e CYP 4A11), estudos cinéticos foram realizados através da incubação de 

diferentes concentrações de montelucaste (0,05 – 15 µmol/L) onde foram incubadas 

por 30 min em duplicata com as isoformas de CYPs selecionadas (20 pmol) 

seguindo o procedimento de condições gerais de metabolismo via CYP P450 

descrito no item 3.2.3.4. 

 

3.2.5.5. Inibição química do metabolismo oxidativo do montelucaste 

   

Para determinar a contribuição das CYPs no metabolismo do montelucaste, o 

efeito de inibidores químicos na velocidade de formação dos hidroxi-metabólitos do 

montelucaste em HLMs foram avaliados na ausência (controle) e na presença de 

inibidores seletivos das isoformas de CYPs. Montelucaste foi incubado com os 

seguintes inibidores: pilocarpina (50 µmol/L) para CYP2A6, tiotepa (50 µmol/L) para 

CYP2B6, quercetina (150 µmol/L) para CYP2C8, sulfafenazol (25 µmol/L) para 

CYP2C9, ticlopidina (5,0 µmol/L) para CYP2C19, quinidina (50 µmol/L) para 

CYP2D6, troleandomicina (50 µmol/L) e cetoconazol (1,0 µmol/L) para CYP3A4/5.  

Os inibidores foram dissolvidos e diluídos em metanol para a concentração 

requerida, exceto ticlopidina e tiotepa que foram dissolvidos e diluídos em água. 

Todas as soluções foram estocadas a - 80°C, exceto as soluções preparadas em 

metanol as quais foram preparadas imediatamente antes de iniciar os ensaios de 

incubação. 

As soluções dos inibidores e do montelucaste preparados em metanol foram 

evaporados até à secura utilizando um sistema concentrador de amostras antes da 

adição dos componentes de incubação. Os inibidores diluídos em água foram 

diretamente adicionados na mistura de incubação (25 L) e esse volume foi 

compensado pela redução no volume de tampão adicionado (100 L).  

Inibidores competitivos (pilocarpina, tiotepa, quercetina, sufafenazol, 

ticlopidina, quinidina e cetoconazol) foram pré-incubados por 5 mim à 37°C com 

montelucaste (1,0 µmol/L e 0,02 µmol/L), HLMs (0,25 mg/mL) e solução tampão 

fosfato de sódio (0,2 mol/L, pH7,4). A reação foi iniciada pela adição do sistema 

gerador de NADPH e após 30 min de incubação a reação foi interrompida pela 

adição de 500 μL de acetonitrila e as amostras foram processadas de acordo com 

procedimento descrito no item 3.2.3.4.  
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O inibidor baseado em mecanismo enzimático (Mechanism Based Iinhibitor), 

troleandomicina, foi pré-incubado com HLMs (0,25 mg/mL), solução tampão fosfato 

de sódio (0,2 mol/L, pH7,4) e sistema gerador de NADPH por 15 min à 37°C. Após a 

pré-incubação, o volume total (250 L) foi transferido para um novo eppendorf 

contendo montelucaste (1,0 µmol/L) e evaporado, a fim de iniciar o metabolismo do 

montelucaste. A reação procedeu-se por 30 min e foi interrompida pela adição de 

500 μL de acetonitrila. As amostras foram processadas de acordo com procedimento 

descrito no item 3.2.3.4. 

 

3.2.6. Metabolismo in vitro do montelucaste via UGTs 

 

Os estudos de glucuronidação direta do montelucaste foram realizados 

através da incubação do montelucaste (1,0 µmol/L), de acordo com o procedimento 

de condições gerais de metabolismo via UGTs descrito no item 3.2.3.5. No entanto, 

após 30 min de incubação a reação foi interrompida pela adição de 100 μL de 

acetonitrila levando a precipitação proteica. Nevirapina (25 µL; 500 ng/mL em 

metanol) foi adicionado como padrão interno às amostras de incubação. Em 

seguida, as amostras foram vigorosamente agitadas com auxílio de um agitador 

vortex e centrifugadas por 5 min a 14.000 rpm. Na sequência, 300 μL do 

sobrenadante foi transferido para um tubo Falcon de 15 mL, onde adicionou-se 500 

μL de uma solução de HCl 0,1 mol/L e 5,0 mL de MTBE. A mistura foi agitada 

vigorosamente por 30 s com auxílio de um agitador vortex e centrifugadas por 5 min 

a 36.000 rpm à 0°C. A fração orgânica foi removida e evaporada até à secura 

utilizando um sistema concentrador de amostras. O resíduo foi reconstituído com 80 

µL de fase móvel constituída de acetonitrila e água acidificada com 0,1% de ácido 

fórmico (82:18, v/v) e 10 µL foi injetado no sistema de LC-MS.  

Também foram realizados experimentos controles, incluindo: a) incubação na 

ausência do cofator UDPGA; b) na ausência de substrato (montelucaste); c) na 

ausência de fração microsomal e no d) tempo zero min de incubação; onde os 

volumes foram compensados com solução tampão nos controles a, b e c. Todos os 

experimentos foram realizados em duplicata. 
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3.2.6.1. Determinação da linearidade de formação dos glucuronídeos 

montelucaste  

 

A linearidade de formação dos glucuronídeos do montelucaste foi 

determinada em relação ao tempo de incubação e concentração proteica. 

Montelucaste (1,0 µmol/L) foi incubado em HLMs (0,0-1,0 mg/mL) na presença do 

tampão tris-HCl (0,1 mol/L, pH 7,4) contendo cloreto de magnésio (5,0 mmol/L) e do 

cofator UDPGA (5,0 mmol/L) à 37°C, em uma faixa de tempo de 0-90 min. 

 

3.2.6.2. Determinação dos parâmetros cinéticos para glucuronidação do 

montelucaste 

 

Para determinar os parâmetros cinéticos de formação dos glucuronídeos do 

monteculaste, diferentes concentrações de montelucaste (0,05 – 25 µmol/L) foram 

incubadas por 30 min em duplicata em dois lotes de HLMs (0,25 mg/mL) na 

presença da solução tampão tris-HCl (0,1 mol/L, pH7,4) contendo cloreto de 

magnésio (5,0 mmol/L) e cofator UDPGA (5,0 mmol/L) à 37°C. Os ensaios foram 

conduzidos de acordo com o procedimento de condições de metabolismo do 

montelucaste via UGTs descrito no item 3.2.6. 

Para estimar a quantidade de glucuronídeos formados na faixa de 

concentração analisada e assim determinar os parâmetros cinéticos, curvas de 

calibração utilizando as soluções padrões do montelucaste e montelucaste acil-β-D-

glucuronídeo foram preparadas. Para tal, soluções estoques de montelucaste, 

montelucaste acil-β-D-glucuronídeo foram preparadas na concentração de 1,0 

mg/mL em metanol e diluídas para uma faixa de concentração de 0,01 – 1,0 µmol/L 

(n=3), as quais foram utilizadas para construir as curvas de calibração. As curvas de 

calibração foram obtidas através de regressão linear considerando a razão entre a 

área da banda cromatográfica do metabólito e a área cromatográfica do padrão 

interno em cada concentração dos analitos. As curvas de calibração mostraram-se 

linear (r2 > 0,99) na faixa de concentração avaliada. A formação do novo 

glucuronídeo do montelucaste identificado neste trabalho foi qualitativamente 

estimada utilizando a curva de calibração do montelucaste acil-β-D-glucuronídeo. 
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3.2.6.3. Metabolismo do montelucaste em isoformas de UGTs 

 

Para identificar as isoformas específicas de UGTs envolvidas na 

glucuronidação do montelucaste, o metabolismo do montelucaste via UGTs foi 

avaliado em um painel de 13 UGTs humanas expressas. Montelucaste (1,0 µmol/L) 

foi incubado em duplicata com cada UGT (UGT1A1, UGT1A3, UGT1A4, UGT1A6, 

UGT1A7, UGT1A8, UGT1A9, UGT1A10, UGT2B4, UGT2B7, UGT2B10, UGT2B15, 

UGT2B17) na concentração final de 0,025 mg/mL de proteína, na presença do 

tampão tris-HCl (0,1 mol/L; pH7,4) contendo cloreto de magnésio (5,0 mmol/L) e do 

cofator UDPGA (5,0 mmol/L) à 37°C. Os ensaios foram conduzidos de acordo com o 

procedimento de condições de metabolismo do montelucaste via UGTs descrito no 

item 3.2.6. No entanto, em contraste com os experimentos em HLMs, a incubação 

em UGTs expressas dispensa a ativação através da adição de alameticina.63 Como 

controle positivo e negativo, incubações com HLMs ativados foram realizadas em 

paralelo. 

Entre as UGTs expressas avaliadas, a UGT1A3 mostrou maior atividade em 

relação ao metabolismo do montelucaste. Portanto, estudos cinéticos para a 

formação dos glucuronídeos do montelucaste foram realizados através da incubação 

em duplicata de diferentes concentrações do montelucaste (0,125 - 20 µmol/L) com 

a UGT1A3 (0,025 mg/mL) na presença da solução tampão tris-HCl (0,1 mol/L, 

pH7,4) contendo cloreto de magnésio (5,0 mmol/L) e do cofator UDPGA (5,0 

mmol/L) à 37°C. Os ensaios foram conduzidos de acordo com o procedimento 

adotado para o painel de UGTs descrito acima. 

 

3.2.7. Tratamento e análise dos dados 

 

Os parâmetros cinéticos aparentes, velocidade máxima de formação (Vmax) e 

concentração do substrato resultando em 50% do Vmax (Km), para os hidroxi-

metabólitos e glucuronídeos do montelucaste foram estimados através da equação 

de cinética enzimática de Michaelis-Menten (V=Vmax × [S]/(Km+[S])) utilizando 

análises de regressão não linear. O clearance intrínseco aparente (Clint) in vitro foi 

calculado através da razão Vmax/Km. A percentagem de inibição da taxa de formação 

dos metabólitos por inibidores específicos de isoformas de P450 foi calculada 

através da comparação da atividade enzimática na ausência (controle) e na 
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presença de inibidores. A análise de correlação foi realizada através de análises de 

regressão não paramétrica, utilizando o teste de correlação de Spearman. Valores 

de p < 0,05 foram considerados estatisticamente significativos. Os dados foram 

apresentados com a média ± SD ou como a média de duplicatas experimentais. 

Todas as análises foram realizadas utilizando o software GraphPad Prism Version 5 

(GraphPad Software Inc., San Diego, CA). 

 

3.3. Resultados e Discussão 

 

3.3.1. Influência das condições de incubação no metabolismo do montelucaste 

via CYPs e UGTs 

 

Condições experimentais de incubação in vitro de fármacos são bem 

descritas na literatura e sabe-se que diferentes fatores afetam a atividade 

enzimática, incluindo: o tipo, a concentração salina e o pH da solução tampão de 

incubação e a concentração de alameticina e o uso de sacarolactona nos ensaios de 

UGTs. Estas variáveis de incubação podem influenciar diferentemente na atividade 

das enzimas UGTs e CYPs e, consequentemente, na determinação dos parâmetros 

cinéticos (Km, Vmax e Clint) em estudos de metabolismo in vitro.32,33,176-178  

Convencionalmente os parâmetros cinéticos são determinados através do 

monitoramento da velocidade de formação dos metabólitos em uma curva de 

concentração-resposta. Alternativamente, a abordagem de decaimento da 

concentração do substrato pode ser utilizada para se determinar o Km de uma 

reação enzimática em situações em que o monitoramento da formação do 

metabólito é inviável, principalmente devido à falta de padrões analíticos autênticos 

para se quantificar/estimar a formação do metabólito. Nesses casos, o valor de Km 

pode ser obtido utilizando a equação proposta por OBACH e REED-HAGEN 

(2002).179 Adicionalmente, a abordagem de decaimento do substrato tem sido 

utilizada para estimar a contribuição da via enzimática no clearance do fármaco 

através de experimentos combinando os cofatores de UGTs e P450s, onde o 

clearance intrínseco (Clint) é determinado baseando-se na equação proposta por 

HOUSTON (1994)180 e OBACH (1999)93 utilizando a meia-vida in vitro (t½) do 

fármaco a partir do decaimento do substrato em uma única concentração.61,173,181  
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Baseando-se nestas informações, a primeira etapa deste trabalho foi avaliar a 

condição de incubação mais adequada para estimar a contribuição das enzimas do 

citocromo P450 (CYPs) e UDP-glucoronosil transferases (UGTs) no Clint in vitro do 

montelucaste e assim estimar a principal rota metabólica envolvida na sua 

eliminação. Para tanto, utilizou-se das abordagens de decaimento de substrato e de 

experimentos combinando os cofatores de UGTs e P450s, onde quatro condições de 

incubação foram avaliadas de acordo com a Tabela 3.1.  

A Figura 3.3 ilustra os percentuais de decaimento do montelucaste obtidos 

através das reações mediadas por CYPs, UGTs e combinando ambas as vias (CYPs 

+ UGTs), em cada condição de incubação avaliada. Comparando os resultados 

obtidos a partir das condições I (Figura 3.3a) e II (Figura 3.3b) foi observado que a 

porcentagem de decaimento do montelucaste obtido via P450s reduziu cerca de 

30,0% com a mudança da solução tampão fosfato de sódio 0,2 mol/L (decaimento 

do substrato de 57,0%) para a solução tampão tris-HCl (decaimento do substrato de 

27,0%). As condições I e III se diferem na concentração da solução tampão fosfato 

de sódio e pode-se se observar que a menor concentração da solução tampão 

aumenta o decaimento da concentração do montelucaste via P450s em cerca de 

21,0%. Comparando as condições III e IV, as quais diferem pela presença de 

sacarolactona na condição IV, foi observada uma redução de 19,0% no decaimento 

do montelucaste via P450s, demonstrando que a presença da sacarolactona diminui 

a atividade das CYPs em relação ao metabolismo do montelucaste. 

Resumidamente, com as quatro condições de incubação avaliadas, foi possível 

observar que a condição III foi a que se mostrou mais favorável para a atividade das 

enzimas CYP P450s, podendo-se assim concluir que a solução tampão fosfato de 

sódio aumenta a atividade das CYPs, a qual também é favorecida por baixas 

concentrações da solução  tampão.  

Este efeito das soluções tampão foi também previamente observado e 

reportado na literatura, onde YAMAZAKI et al. (1995)182 indicaram que a isoforma 

CYP3A4 mostrou maior atividade em reações de oxidação da nifedipina em 

presença da solução tampão fosfato do que em solução tampão tris-HCl. Ainda, 

MÄENPÄÄ et al. (1998)178 mostrou que a taxa de metabolismo oxidativo do 

midazolam em HLMs foi maior em solução tampão fosfato do que em solução 

tampão tris-HCl, quando as mesmas concentrações da solução tampão foram 

estudadas. 
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FIGURA 3.3 – Percentual de decaimento da concentração do montelucaste obtidos através 

das reações mediadas por CYPs, UGTs e pela combinação de ambas vias (CYPs + UGTs). 

(a) Condição I: para P450s: Solução tampão fosfato de sódio (0,2 mol/L; pH 7,4); para UGTs 

e combinado (P450 + UGT): Solução tampão fosfato de sódio (0,2 mol/L; pH 7,4) contendo 

MgCl2 (3,4 mmol/L), EDTA (1,15 mmol/L) e sacarolactona (115 µmol/L) (adaptado de 

KILFORD et al., 2009173); (b) Condição II: Solução tampão tris-HCl (0,1 mol/L; pH 7,4) 

contendo MgCl2 (5,0 mmol/L) (adaptado de WALSKY et al., 201263); (c) Condição III: 

Solução tampão fosfato de sódio (0,1 mol/L; pH 7,4) contendo MgCl2 (3,3 mmol/L); (d) 

Condição IV: Solução tampão fosfato de sódio (0,1 mol/L; pH 7,4) contendo MgCl2 (1,0 

mmol/L) e sacarolactona (5,0 mmol/L) (adaptado de FISHER et al., 200061). Montelucaste 

(0,05 µmol/L) foi incubado com HLMs (0,25 mg/mL) nas respectivas condições por 90 min a 

37 ̊C. 

 

Considerando-se o decaimento do montelucaste via UGTs, a mudança da 

condição I para a condição II aumentou em 4,0 vezes o percentual de decaimento do 

substrato. Este aumento na glucuronidação do montelucaste pode ser devido à 

influência da presença do EDTA, sacarolactona e do tipo de solução tampão, na 

atividade das enzimas UGT. Comparando as condições experimentais III e IV, 
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ambas envolvendo a solução tampão fosfato de sódio (0,1 mol/L) e diferindo pela 

presença de sacarolactona, um inibidor de β-glucuronidase,63 foi observado que os 

percentuais de decaimento foram similares com uma diferença estatisticamente não 

significante (p > 0,05). Adicionalmente, comparando as condições I e III, as quais se 

diferem pela concentração da solução  tampão fosfato de sódio, foi observado que 

os percentuais de decaimento do montelucaste via UGTs não foram estatisticamente 

diferentes (p > 0,05) nas concentrações avaliadas de solução tampão fosfato de 

sódio. Deste modo, concluiu-se que o tipo de solução tampão foi a variável de maior 

influência na atividade das enzimas UGTs relacionadas à glucuronidação do 

montelucaste, uma vez que a solução tampão tris-HCl (0,1 mol/L) aumentou 

significantemente o decaimento da concentração do montelucaste. Portanto, a 

condição II foi a condição mais favorável para a glucuronidação do montelucaste e 

atividade das UGTs. Este fato também foi observado por BOASE e MINERS 

(2002),177 os quais demonstratram que a glucuronidação da zidovudina em solução 

tampão tris-HCl mostrou maior Vmax quando comparado à solução tampão fosfato. 

Adicionalmente, WASLKY et al. (2012)63 demostrou que a solução tampão tris-HCl 

relativamente à solução  tampão fosfato aumenta a atividade das enzimas UGT1A4 

e UGT1A9 em HLMs e das enzimas recombinantes UGT1A1, UGT1A4,  UGT1A9 e 

UGT2B7.  

Com intuito de avaliar o efeito da concentração de alameticina na 

glucuronidação do montelucaste, foram realizadas incubações ativando os 

microssomas com concentrações de alameticina 0 - 50 µg/mg proteína, utilizando a 

condição II de incubação, a qual foi a condição mais favorável para a glucuronidação 

do montelucaste (Figura 3.4a). Relativamente às amostras incubadas com 

microssomas não ativados (na ausência de alameticina), a alameticina aumenta o 

percentual do decaimento da concentração do montelucaste em 3,7%, 47,7% e 

45,3% quando foi utilizado as concentrações de 10, 25 e 50 µg/mg proteína, 

respectivamente. Assim, esses resultados demonstram que a alameticina aumenta a 

glucuronidação do montelucaste em 3,0 vezes na concentração de 25 µg/mg 

proteína. Adicionalmente, foi observado que concentrações mais elevadas de 

alameticina não aumentaram a atividade das UGTs nas condições de incubação 

avaliada, uma vez que não foi observado aumento no percentual de decaimento 

quando a concentração de alameticina foi aumentada de 25 para 50 µg/mg proteína. 

Portanto, pode-se observar que a alameticina favorece consideravelmente a 
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atividade das UGTs envolvidas na glucuronidação do montelucaste e que este efeito 

é dependente da concentração.  

Do mesmo modo, FISHER et al. (2000)61 demonstraram que a presença da 

alameticina resulta em um aumento nas velocidades de glucuronidação em 

comparação com microssomas não tratados. Ainda, WALSKY et al. (2012)63 sugeriu 

que a concentração ideal de alameticina para obter a máxima ativação é dependente 

da concentração proteica, e indicou que uma maior razão alameticina/proteína é 

requerida para a ativação de UGTs em baixas concentrações proteicas. 

O efeito da alameticina na atividade das CYPs também foi avaliado 

empregando-se a condição I (mais favorável para a atividade das CYPs). Para tanto, 

montelucaste foi incubado na ausência e na presença de alameticina 50 µg/mg 

proteína. Os resultados (Figura 3.4b) mostraram que alameticina não tem nenhum 

efeito no metabolismo do montelucaste via CYP P450. Esta observação está de 

acordo com o relato de FISHER et al. (2000)61, o qual mostrou que alameticina não 

afeta significantemente a  atividade das CYP3A4/5. 

Com relação à presença da sacarolactona no meio de incubação, não foi 

observado nenhuma influência no decaimento da concentração do montelucaste via 

UGTs. O que está de acordo com relatos na literatura indicando o efeito inibitório 

(por exemplo, UGT1A4 e UGT1A9) ou benefícios limitados da presença da 

sacarolactona na atividade das UGTs.58,63,183 Em contraste, a presença da 

sacarolactona reduziu a atividade das CYP P450 em relação ao metabolismo do 

montelucaste. A sacarolactona é um inibidor da  β-glucuronidase e é frequentemente 

adicionada a misturas reacionais de glucuronidação para minimizar a hidrólise dos 

glucuronídeos pelas β-glucuronidases endógenas.58,63 A sacarolactona tende a 

diminuir o pH do meio de incubação, o que pode potencialmente alterar a atividade 

de UGTs e CYP P450s. Assim, a menos que exista evidência de que a fonte de 

enzimas possui atividade β-glucuronidase, o que comumente resulta na degradação 

dos glucuronídeos de interesse, a inclusão da sacarolactona no meio de incubação é 

dispensável.87  
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FIGURA 3.4 – Efeitos da concentração de alameticina no percentual de decaimento da 

concentração do montelucaste. (a) via glucuronidação. Montelucaste (0,05 µmol/L) foi 

incubado na presença de HLMs ativado (0,025 mg/mL) com alameticina (0 - 50 µg/mg 

proteína), solução tampão tris-HCl (0,1 mol/L, pH 7,4) contendo MgCl2 (5,0 mmol/L) e do 

cofator UDPGA (5,0 mmol/L) (volume total de 250 µL) por 90 min a 37 ̊C. (b) via CYP P450. 

Montelucaste (0,05 µmol/L) foi incubado na presença de HLMs ativado (0,025 mg/mL) com 

alameticina (0 e 50 µg/mg proteína), da solução tampão fosfato de sódio (0,2 mol/L; pH 7,4) 

e do sistema gerador de NADPH (volume total de 250 µL) por 90 min a 37 ̊C. 

 

As condições II e III demostraram ser as condições de incubação mais 

favoráveis para as reações catalisadas por UGTs e P450s, respectivamente. No 

entanto, não foi encontrado no presente estudo uma condição de incubação ótima 

para as enzimas UGTs e P450s simultaneamente. Em relação à abordagem de 

cofatores combinados foi observado um decaimento da concentração do 

montelucaste similar e estatisticamente não diferente (p > 0,05) nas quatro 

condições avaliadas, o que pode ser justificado pelo fato de que a condição que 

favorece a glucuronidação do montelucaste desfavorece o metabolismo oxidativo e 

vice-versa. O mecanismo do efeito ou impacto da solução tampão não é 

completamente claro, embora alguns estudos indiquem que este efeito é substrato 

dependente e também é relativo à principal enzima envolvida na reação metabólica 

específica.32,33,184  

A abordagem de cofatores combinados (UGT +P450) tem sido indicada como 

uma alternativa para estimar o clearance in vitro total e a contribuição individual da 

via metabólica, UGTs e P450s, no clearance in vitro total.61,173,181 Entretanto, esta 

metodologia pode gerar resultados errôneos, devido as diferentes influências das 
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condições de incubação na atividade dessas enzimas. No presente estudo 

observou-se que o tipo da solução tampão (fosfato de sódio ou tris-HCl) foi a 

variável de maior influência na atividade das enzimas envolvidas no metabolismo do 

montelucaste e, portanto, que as soluções tampão fosfato de sódio e tris-HCl 

mostraram ser os mais adequados para alcançar a máxima atividade catalítica das 

CYPs e UGTs, respectivamente. 

Segundo KILFORD et al. (2009)173 o clearance intrínseco total utilizando-se os 

cofatores combinados é comparável à soma dos Clint individuais das UGTs e P450s. 

No entanto, este efeito não foi observado para o decaimento da concentração do 

montelucaste, pois a condição de incubação utilizada favoreceu majoritariamente 

uma das vias metabólicas, onde o percentual de decaimento via cofatores 

combinados foi aproximadamente o do percentual de decaimento da via metabólica 

favorecida pela condição de incubação. KILFORD et al. (2009)173 reportou também 

que os fármacos naloxona, raloxifeno e zidovudina mostratram ser metabolilizados 

via P450 e UGTs. No entanto, de acordo com estudos sistemáticos e específicos de 

metabolismo, estes fármacos alvos são metabolizados unicamente via reações de 

glucuronidação.185,186 Está divergência entre os estudos de KILFORD et al. (2009) e 

a literatura pode ser devido ao uso de condições inapropriadas de incubação para o 

estudo destes fármacos. Adicionalmente, nos estudos de KILFORD et al. (2009) foi 

utilizada solução  tampão fosfato nos ensaios de incubação, o que de acordo com o 

presente estudo e outros relatos na literatura178,182 favorece a atividade das P450s, e 

pode explicar o decaimento da naloxona, raloxifeno e zidovudina via CYP P450s. 

Deste modo, os resultados obtidos nesse trabalho demonstraram que o uso 

da abordagem de cofatores combinados para estimar o clearance total ou a 

contribuição individual da via metabólica no clearance total de um fármaco deve ser 

cuidadosamente aplicada, pois a escolha da solução  tampão e a presença de 

outros constituintes do meio de incubação (não avaliados no presente estudo) 

podem gerar resultados errôneos. Consequentemente, a abordagem de cofatores 

combinados demonstrou não ser apropriada para avaliar a contribuição das vias 

metabólicas, P450s e UGTs, no clearance intrínseco total do montelucaste.  

Assim, para alcançar a proposta de estimar e avaliar a contribuição das vias 

metabólicas, P450s e UGTs, no clearance intrínseco total do montelucaste, foi 

utilizada a abordagem convencional de determinação dos parâmetros cinéticos 
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através do monitoramento da velocidade de formação dos metabólitos em uma 

curva de concentração-resposta. 

 

3.3.2. Metabolismo in vitro do montelucaste via CYP P450s 

 

Com intuito de reavaliar as CYP específicas envolvidas no metabolismo 

oxidativo do montelucaste, estudos de fenotipagem enzimática foram realizados 

utilizando as condições de incubação anteriormente otimizadas. 

Inicialmente, foi conduzido o desenvolvimento analítico por cromatografia 

líquida de alta eficiência acoplada à espectrometria de massas (LC-MS) para a 

análise de montelucaste e seus hidroxi-metabólitos em frações microssomais. 

Durante o desenvolvimento das condições cromatográficas diferentes composições 

de fase móvel foram avaliadas para otimizar a separação analítica em uma coluna 

Luna C18 (100 mm x 2,0 mm id; 3 μm, Phenomenex), incluindo o uso de metanol e 

acetonitrila como modificador orgânico e água acidificada com acido fórmico, 

solução tampão formiato de amônio (5,0 e 10 mmol/L) ou solução tampão acetato de 

amônio (5,0 e 10 mmol/L) em diferentes valores de pH, como fase aquosa. Dentre 

as condições avaliadas, a melhor condição para a análise cromatográfica dos 

compostos de interesse foi alcançada fazendo-se uso de acetonitrila e água 

acidificada (0,1% de ácido fórmico), a qual resultou em um tempo total de análise de 

5 min. As condições cromatográficas otimizadas estão descritas no item 3.2.2.   

Nas análises exploratórias iniciais do metabolismo oxidativo do montelucaste 

foi possível observar a formação dos metabólitos montelucaste 1,2 diol, 21(R)-OH 

montelucaste, 21(S)-OH montelucaste, 25-OH montelucaste e montelucaste 

sulfóxido. O metabólito α-hidroxi-montelucaste não pode ser monitorado pelo método 

de LC-MS/MS adotado devido a sua baixa sensibilidade para este composto. A 

Figura 3.5 ilustra o perfil cromatográfico obtido por LC-MS para o montelucaste e 

seus hidroxi-metabólitos.  

Como reportado previamente (FILPPULA et al., 2011)168, o metabólito 

montelucaste sulfóxido estava presente como um contaminante no padrão analítico 

do montelucaste, dificultando a quantificação exata deste metabólito e, 

consequentemente, impossibilitando identificar precisamente as CYPs responsáveis 

pela sua formação. 
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FIGURA 3.5 – Cromatograma representativo do perfil de separação obtido por LC-MS/MS 

no modo SRM para montelucaste e seus hidroxi-metabólitos provenientes da incubação de 

montelucaste (1,0 µmol/L) em solução tampão fosfato de sódio (0,2 mol/L; pH 7,4), HLMs 

(0,25 mg/mL) e sistema regenerador de NADPH por 30 min à 37 ̊C. Coluna Luna C18 (100 x 

2,0 mm; 3 μm); fase móvel: acetonitrila/água acidificada (0,1% de ácido fórmico) 85:15 (v/v); 

vazão de 0,2 mL/min e volume de injeção de 10 μL. As transições monitoradas estão 

descritas na Tabela 3.1. 

 

3.3.2.1. Determinação da linearidade de formação dos hidroxi-metabólitos do 

montelucaste 

 

Os experimentos exploratórios demonstraram que a formação dos hidroxi-

metabólitos do montelucaste foi dependente do tempo de incubação, concentração 

proteica, concentração do montelucaste e da presença do sistema gerador de 

NADPH. As condições de linearidade para a formação dos hidroxi-metabólitos 

provenientes da incubação do montelucaste foram estabelecidas como 30 min e 

0,25 mg/mL em relação ao tempo de incubação e concentração proteica, 

respectivamente. Esses valores foram determinados através de valores em uma 

região linear das curvas de tempo de incubação e concentração proteica versus 

formação dos metabólitos, a qual também resultou em uma boa sensibilidade para 

todos os metabólitos nas condições de análise por LC-MS/MS adotadas.  
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As condições de linearidade são aplicadas aos experimentos de fenotipagem 

e experimentos de concentração-resposta, para obtenção dos parâmetros cinéticos; 

de modo a garantir: i) a formação linear dos metabólitos em relação ao tempo; ii) 

atividade máxima das enzimas, a qual diminui ao longo do tempo na presença do 

meio reacional; e iii) a concentração enzimática adequada nos ensaios, evitando que 

outros processos, como ligações inespecíficas, não alterem o perfil de saturação das 

enzimas e, assim, os parâmetros cinéticos. A Figura 3.6 ilustra os resultados obtidos 

para os ensaios de determinação de linearidade de formação dos hidroxi-metabólitos 

do montelucaste. 

 

 

FIGURA 3.6 – Gráficos representativos da linearidade de formação dos hidroxi-metabólitos 

do montelucaste. (a) Curva de tempo de incubação x formação de metabólito. Montelucaste 

(1,0 µmol/L) foi incubado em solução tampão fosfato de sódio (0,2 mol/L; pH 7,4), HLMs 

(0,25 mg/mL) e sistema regenerador de NADPH à 37 ̊C. A reação foi terminada em 0, 5, 10, 

15, 30, 45, 60 e 90 min de incubação. (b) Curva de concentração proteica x formação de 

metabólito. Montelucaste (1,0 µmol/L) foi incubado em solução tampão fosfato de sódio (0,2 

mol/L; pH 7,4), HLMs (0,0 – 1,0 mg/mL) e sistema regenerador de NADPH por 30 min à 

37 ̊C. 

 

3.3.2.2. Determinação dos parâmetros cinéticos para o metabolismo oxidativo 

do montelucaste 

 

As análises cinéticas do metabolismo oxidativo do montelucaste foram 

realizadas em duas diferentes preparações de HLMs. As taxas de formação dos 

metabólitos na curva de concentração-reposta foram caracterizadas por uma curva 

de saturação hiperbólica e a cinética foi bem descrita pela equação de Michaelis-
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Menten. Os perfis cinéticos do metabolismo do montelucaste para os metabólitos 

montelucaste 1,2 diol, 21(R)-OH montelucaste, 21(S)-OH montelucaste e 25-OH 

montelucaste em ambas as preparações de HLMs estão ilustrados na Figura 3.7. A 

Tabela 3.3 resume os parâmetros cinéticos obtidos para os quatro hidroxi-

metabólitos do montelucaste. 

 

 

FIGURA 3.7 – Perfil cinético representativo do metabolismo do montelucaste em dois HLMs. 

Concentrações crescentes de montelucaste (0-15 µmol/L) foram incubadas com HLMs (0,25 

mg/mL) e sistema gerador de NADPH por 30 min a 37 ̊C. Cada ponto representa a média de 

duplicatas de incubações. 

 

TABELA 3.3 - Parâmetros cinéticos para a formação do montelucaste 1,2 diol, 21(R)-OH 

montelucaste, 21(S)-OH montelucaste e 25-OH montelucaste a partir do metabolismo 

oxidativo do montelucaste em dois HLMs 

HLM (HH837) HLM (23418) 

Metabólitos Vmax
 Km Clint Vmax Km

 Clint

Montelucaste 1,2 diol 6,21 0,28 22,27 6,06 0,35 17,02 

21(R)-OH montelucaste 4,58 2,49 1,84 2,77 1,46 1,89 

21(S)-OH montelucaste 2,04 3,94 0,52 0,74 2,01 0,37 

25-OH montelucaste 0,67 0,40 1,68 0,41 0,27 0,37 

Os parâmetros cinéticos para a formação dos metabólitos oxidativos do montelucaste foram 
estimados através da equação de Michaelis-Menten. 
Vmax: pmol/mim/mg proteína; Km

 : mol/L; Clint: µL/min/mg proteína 
 

Baseando-se nos valores obtidos para o Clint in vitro total, calculado através 

da soma do Clint de todos os hidroxi-metabólitos e considerando os valores médios 

dos dois HLMs utilizados, o Clint referente à formação do montelucaste 1,2 diol 
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representa 83,5% do Clint total do metabolismo oxidativo do montelucaste. Os 

metabólitos 21(R)-OH montelucaste, 21(S)-OH montelucaste e 25-OH montelucaste 

representam 16,5% do Clint total, o que sugere que o metabólito montelucaste 1,2 

diol é o metabólito majoritário. Entre os metabólitos minoritários, o 21(R)-OH 

montelucaste representa o segundo maior percentual do Clint total (7,9%), seguido 

pelo 25-OH montelucaste (6,7%) e 21(S)-OH montelucaste (1,9%). Estes resultados 

estão de acordo com outros estudos in vitro168,169,171 e in vivo171 reportados na 

literatura. No entanto, ainda de acordo com a literatura, montelucaste 1,2 diol sofre 

metabolismo secundário levando à formação do ácido dicarboxílico montelucaste 

(M4) in vivo159,170 e in vitro.168 Assim, como os nossos experimentos não incluem o 

metabolismo secundário, podemos esperar que a contribuição do montelucaste 1,2 

diol no Clint total do metabolismo oxidativo do montelucaste seja ligeiramente menor 

que 83,5%. 

Antes do advento das modernas tecnologias computacionais, a linearização 

da equação de Michaelis-Menten foi bastante utilizada nos estudos de metabolismo 

de fármacos para estimativa dos parâmetros Vmax e Km, por exemplo, pelo gráfico de 

Eadie-Hofstee, o qual relaciona velocidade de formação dos metabólitos versus a 

razão velocidade/concentração do substrato (v/[S]). Nesta transformação a 

inclinação da reta e o intercepto no eixo y correspondem ao - Km e Vmax, 

respectivamente. Atualmente com a disponibilidade de inúmeros softwares, as 

análises de regressão não linear são recomendadas para se obter os parâmetros 

cinéticos.  No entanto, a linearização dos dados também é útil para avaliar a 

tendência dos dados e, assim, inferir a participação de múltiplas enzimas na catálise 

de uma mesma reação enzimática. Entretanto, a interpretação dos gráficos de 

Eadie-Hofstee não é trivial, uma vez que as curvas obtidas usualmente não são bem 

definidas.187 

Nesse trabalho, os gráficos de Eadie-Hofstee foram obtidos para o 

montelucaste 1,2 diol, 21(R)-OH montelucaste, 21(S)-OH montelucaste e 25-OH 

montelucaste a partir do metabolismo oxidativo do montelucaste em dois HLMs e 

estes estão ilustrados na Figura 3.8. Através dos resultados pode-se observar uma 

relação linear entre a velocidade de formação e a razão velocidade/concentração de 

montelucaste, indicando a ausência de cooperatividade entre enzimas e o 

envolvimento de apenas uma enzima na formação destes metabólitos ou mais de 

uma enzima com afinidades similares.  
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FIGURA 3.8 – Gráficos de Eadie-Hofstee para o metabolismo oxidativo do montelucaste em 

dois HLMs. 
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3.3.2.3. Análises de correlação em HLMs 

 

Os resultados de correlação entre a velocidade de formação do montelucaste 

1,2 diol, 21(R)-OH montelucaste, 21(S)-OH montelucaste e 25-OH montelucaste a 

partir do metabolismo do montelucaste (1,0 µmol/L) e as atividades de diferentes 

isoformas de P450s e conteúdo total de P450s em 14 HLMs estão resumidas na 

Tabela 3.4 e ilustradas na Figura 3.9.  

 

 

FIGURA 3.9 – Velocidade de formação do montelucaste 1,2 diol, 21(R)-OH montelucaste, 

21(S)-OH montelucaste e 25-OH montelucaste em um painel de 14 HLMs caracterizados. 

Montelucaste (1,0 µmol/L) foi incubado com HLMs (0,25 mg/mL), solução tampão fosfato de 

sódio (0,2 mol/L; pH 7,4) e sistema gerador de NADPH por 30 min a 37 ̊C. 

 

A velocidade de formação do montelucaste 1,2 diol correlacionou-se 

significativamente (p<0,05) com a atividade da CYP2C8, CYP2C19, CYP3A4 e 

CYP4A11. As velocidades de formação dos metabólitos 21(R)-OH montelucaste e 

21(S)-OH montelucaste mostraram correlação com a atividade da CYP2A6, 

CYP2B6, CYP2C19 e CYP3A4. Já a velocidade de formação do 25-OH 



 

84 
 

montelucaste correlacionou-se significativamente com a atividade da CYP2A6, 

CYP2B6, CYP2C8, CYP2C19, CYP3A4 e CYP4A11. Como observado na Tabela 3.4 

todos os metabólitos mostraram uma boa correlação com a atividade da CYP2C19 (r 

> 0,81 e p < 0,0004) e CYP3A4 (r > 0,68 e p < 0,007). A correlação entre os hidroxi-

metabólitos do montelucaste (exceto 25-OH montelucaste) com as demais enzimas, 

incluindo as P450s totais, não foi significativa (r < 0,5; p > 0,05). 

As velocidades médias de formação ± S.D. (pmol/mim/mg proteína) do 

montelucaste 1,2 diol, 21(R)-OH montelucaste, 21(S)-OH montelucaste e 25-OH 

montelucaste a partir do metabolismo oxidativo do montelucaste em uma painel de 

14 HLMs (Figura 3.9) foram 7,86 ± 2,62 (faixa de 2,03 – 12,6), 1,48 ± 1,016 (faixa de 

0,276 – 3,71), 0,456 ± 0,309 (faixa de 0,106 – 1,12),  0,3294 ± 0.117 (faixa de 

0,0875 – 0,513), respectivamente. 

 

TABELA 3.4 - Correlação da velocidade de formação do montelucaste 1,2 diol, 21(R)-OH 

montelucaste, 21(S)-OH montelucaste e 25-OH montelucaste a partir do metabolismo do 

montelucaste (1,0 µmol/L) com as atividades de diferentes isoformas de P450s e conteúdo 

total de P450s em 14 HLMs 

 
Montelucaste 

1,2 diol 
21(R)-OH 

montelucaste 
21(S)-OH 

montelucaste 
25-OH 

montelucaste 

P450s r p r p r p r p 

Total P450 0,47 0,091 0,46 0,094 0,46 0,094 0,65 0,012 

Citocromo c 0,02 0,935 0,18 0,542 0,15 0,604 0,06 0,852 

Citocromo b5 -0,09 0,770 -0,23 0,430 -0,24 0,403 -0,28 0,336 

CYP1A2 0,21 0,473 -0,01 0,970 -0,08 0,794 0,15 0,604 

CYP2A6 0,30 0,302 0,84 0,0002 0,78 0,001 0,68 0,008 

CYP2B6 0,48 0,080 0,61 0,020 0,59 0,027 0,65 0,012 

CYP2C8 0,63 0,016 0,33 0,246 0,33 0,253 0,60 0,025 

CYP2C9 0,37 0,190 0,17 0,562 0,15 0,609 0,30 0,291 

CYP2C19 0,82 0,0004 0,84 0,0002 0,84 0,0001 0,94 <0,0001

CYP2D6 0,34 0,239 0,28 0,337 0,35 0,220 0,32 0,259 

CYP2E1 0,50 0,066 0,05 0,863 0,01 0,976 0,27 0,357 

CYP3A4 0,68 0,007 0,85 0,0001 0,81 0,0004 0,78 0,001 

CYP4A11 0,81 0,0004 0,29 0,323 0,33 0,253 0,61 0,020 

FMO 0,12 0,689 -0,07 0,815 -0,04 0,886 0,06 0,839 

Os dados foram analisados utilizando o teste de Spearman (r). p < 0,05 foi considerado 
estatisticamente significativo. Quanto mais próximo de 1 o valor de r, mais significativo é a correlação. 
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Os resultados a partir das análises de correlação mostrou o envolvimento de 

muitas isoformas de CYPs no metabolismo oxidativo do montelucaste e não 

forneceu informações muito claras sobre as principais enzimas envolvidas que 

catalisam a formação dos hidroxi-metabólitos. Isto provavelmente é resultado do uso 

dos pools de HLMs, o que pode ter mascarado a variabilidade interindividual da 

atividade biológica das isoformas de CYPs. Assim, outras abordagens de estudos de 

fenotipagem foram realizadas para obter informações mais precisas. 

 

3.3.2.4. Metabolismo do montelucaste em isoformas de CYPs 

 

As velocidades de formação (pmol metabólito/min/pmol P450) do 

montelucaste 1,2 diol, 21(R)-OH montelucaste, 21(S)-OH montelucaste e 25-OH 

montelucaste a partir do metabolismo oxidativo do montelucaste (1,0 µmol/L) em um 

painel de 10 isoformas expressas de CYPs estão ilustradas na Figura 3.10. As 

isoformas que mostraram maior contribuição para a velocidade de formação dos 

metabólitos oxidativos do montelucaste foram as CYP2C8, CYP2C9, CYP3A4 e 

CYP3A5.  

As maiores velocidades de formação do montelucaste 1,2 diol foram 

catalisadas pela CYP2C8 e CYP2C9, com a velocidade de formação em CYP2C9 

mostrando-se 5,6 vezes maior do que em CYP2C8. Estes dados são parcialmente 

consistentes com as análises de correlação em HLMs, a qual não mostrou 

correlação significativa entre a velocidade de formação do montelucaste 1,2 diol e a 

atividade da CYP2C9, e correlação significativa com a atividade das isoformas 

CYP2C8, CYP2C19, CYP3A4 e CYP4A11. 

As isoformas CYP3A4 e CYP3A5 foram as enzimas que mostraram a maior 

velocidade de formação para os metabólitos 21(R)-OH montelucaste e 21(S)-OH 

montelucaste, com a velocidade de formação em CYP3A4 de 8,1 e 5,9 vezes maior 

que a velocidade de formação quando em CYP3A5, respectivamente. Estes dados 

estão parcialmente de acordo com as análises de correlação em HLMs, uma vez 

que a formação dos metabólitos 21(R)-OH montelucaste e 21(S)-OH montelucaste 

correlacionou-se significativamente com atividade da CYP3A4, mas a formação 

destes metabólitos não foi observada em CYP2A6, CYP2B6 e CYP2C19. 
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FIGURA 3.10 - Velocidade de formação do montelucaste 1,2 diol, 21(R)-OH montelucaste, 

21(S)-OH montelucaste e 25-OH montelucaste em um painel de 10 isoformas expressas de 

CYPs. Montelucaste (1,0 µmol/L) foi incubado com cada isoforma de CYP (20 pmol) na 

presença da solução tampão fosfato de sódio (0,2 moL/L; pH 7,4) e sistema regenerador de 

NADPH por 37 ̊C.  

 

A formação do 25-OH montelucaste foi observada em CYP2C8, CYP2C9, 

CYP2C19 e CYP3A4, mas com a maior contribuição das isoformas CYP2C8 e 

CYP2C9. A velocidade de formação do 25-OH montelucaste em CYP2C9 foi 4,4 

vezes maior que em CYP2C8. Como observado para o metabólito montelucaste 1,2 

diol, estes resultados não são totalmente consistentes com as análises de 

correlação em HLMs, as quais mostraram uma correlação não significante da 

velocidade de formação com a atividade da CYP2C9 e uma correlação significante 

com a atividade das CYP2A6, CYP2B6, CYP2C8, CYP2C19, CYP3A4 e CYP4A11.  

Apesar da contaminação com montelucaste sulfóxido do padrão do 

montelucaste, nas análises utilizando o painel de isoformas expressas de CYPs foi 
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possível identificar qualitativamente que a CYP3A4 foi claramente a principal enzima 

responsável pela formação do montelucaste sulfóxido (Figura 3.11), o que está de 

acordo com estudos prévios de metabolismo do montelucaste.171  

 

 

FIGURA 3.11 - Velocidade de formação do montelucaste sulfóxido em um painel de 10 

isoformas expressas de CYPs. Montelucaste (1,0 µmol/L) foi incubado com cada isoforma 

de CYP (20 pmol) na presença da solução tampão fosfato de sódio (0,2 moL/L; pH 7,4) e 

sistema regenerador de NADPH por 37 ̊C.  

 

As velocidades de formação (pmol metabólito/min/pmol P450) dos 

metabólitos oxidativos do montelucaste também foram avaliadas a partir do 

metabolismo do montelucaste (0,02 µmol/L) em um painel de 10 isoformas 

expressas de CYPs e estão ilustradas na Figura 3.12. Nesta concentração de 

montelucaste avaliada, somente as concentrações de montelucaste 1,2 diol e 21(R)-

OH montelucaste foram determinadas enquanto os outros metabólitos tiveram as 

suas concentrações abaixo do limite de quantificação do método.  

Consistentemente com as análises utilizando montelucaste 1,0 µmol/L, a 

velocidade de formação do montelucaste 1,2 diol foi catalisada pelas CYP2C8 e 

CYP2C9, com a velocidade de formação em CYP2C9 sendo 1,8 vezes maior que 

em CYP2C8. A formação do metabólito 21(R)-OH montelucaste foi catalisada 

somente pela CYP3A4, indicando o seu envolvimento majoritário na formação deste 

metabólito. 
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FIGURA 3.12 - Velocidade de formação do montelucaste 1,2 diol, 21(R)-OH montelucaste, 

21(S)-OH montelucaste e 25-OH montelucaste em um painel de 10 isoformas expressas de 

CYPs. Montelucaste (0,02 µmol/L) foi incubado com cada isoforma de CYP (20 pmol) na 

presença da solução tampão fosfato de sódio (0,2 moL/L; pH 7,4) e sistema regenerador de 

NADPH por 30 min a 37 ̊C. Os metabólitos 21(S)-OH montelucaste e 25-OH montelucaste 

ficaram abaixo do limite de quantificação nesta concentração de montelucaste avaliada. 

 

A fim de obter informações adicionais sobre as principais enzimas 

responsáveis pelo metabolismo oxidativo do montelucaste, análises cinéticas 

detalhadas foram realizadas com as isoformas de CYPs que mostraram maiores 

velocidades de formação dos metabólitos nos ensaios realizados anteriormente. De 

acordo com os painéis de HLMs e CYPs expressas, as isoformas CYP2C8 e 

CYP2C9 são as principais enzimas envolvidas na formação do montelucaste 1,2 diol 

e 25-OH montelucaste, enquanto que a CYP3A4 é a principal enzima envolvida na 

formação dos metabólitos 21(R)-OH montelucaste e 21(S)-OH montelucaste. Além 

das principais enzimas envolvidas no metabolismo oxidativo do montelucaste foi 

observado nas análises de correlação que a atividade da CYP2C19 mostrou uma 

boa correlação (r > 0,81 e p < 0,0004) com a formação dos quatro hidroxi-

metabólitos. Adicionalmente, CYP4A11, nunca mencionado na literatura com uma 

das CYP P450s envolvidas no metabolismo do montelucaste, mostrou uma boa 

correlação entre a sua atividade e a velocidade de formação do montelucaste 1,2 

diol (r = 0,814 e p = 0,0004) e 25-OH montelucaste (r = 0,613 e p = 0,0198). Assim, 

CYP4A11 e CYP2C19 foram também incluídos nas análises cinéticas. Embora as 

atividades de CYP2A6 e CYP2B6 tenha mostrado uma correlação significativa com 

a velocidade de formação dos metabólitos do montelucaste em HLMs, estas CYPs 
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não foram incluídas nas análises cinéticas, pois estas isoformas mostraram baixa ou 

nenhuma velocidade de formação dos metabólitos nas análises utilizando o painel 

de CYPs expressas. 

Consistentemente com os resultados obtidos em HLMs, as velocidades de 

formação dos hidroxi-metabólitos na curva de concentração-resposta em CYPs 

expressas foram caracterizadas por uma curva de saturação hiperbólica e a cinética 

foi bem descrita pela equação de Michaelis-Menten. Os perfis cinéticos do 

metabolismo do montelucaste para os metabólitos montelucaste 1,2 diol, 21(R)-OH 

montelucaste, 21(S)-OH montelucaste e 25-OH montelucaste em CYP2C8, 

CYP2C9, CYP2C19, CYP3A4 e CYP4A11 estão ilustrados na Figura 3.13.  

 

 

FIGURA 3.13 - Perfil cinético representativo da formação do montelucaste 1,2 diol, 21(R)-

OH montelucaste, 21(S)-OH montelucaste e 25-OH montelucaste a partir do metabolismo do 

montelucaste utilizando as isoformas expressas CYP2C8, CYP2C9, CYP2C19, CYP3A4 e 

CYP4A11. Concentrações crescentes de montelucaste (0-15 µmol/L) foram incubadas com 

cada isoforma (20 pmol) e sistema gerador de NADPH por 30 min a 37 ̊C. Cada ponto 

representa a média de duplicatas de incubações. 
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Os parâmetros cinéticos aparentes para os quatro metabólitos estão 

sumarizados na Tabela 3.5. De acordo com os parâmetros cinéticos as CYP2C8 e 

CYP2C9 são as principais enzimas responsáveis pela formação do montelucaste 1,2 

diol, pois apresentam os menores valores de Km (0,31 e 0,53 µmol/L, 

respectivamente), os quais são similares e próximos ao valor observado nos 

experimentos utilizando HLMs (média 0,32 µmol/L), indicando que estas mesmas 

enzimas possam ser as principais enzimas envolvidas na formação do montelucaste 

1,2 diol em ensaios utilizando HLMs. O Clint aparente para a formação do 

montelucaste 1,2 diol em CYP2C9 foi 1,8 vezes maior do que em CYP2C8. 

Adicionalmente, os gráficos de Eadie-Hofstee do montelucaste 1,2 diol sugerem uma 

cinética monofásica em HLMs. Estes resultados sugerem que CYP2C8 e CYP2C9 

estão comparavelmente envolvidas na formação do montelucaste 1,2 diol, ou seja, 

que estas enzimas metabolizam o montelucaste com a mesma afinidade para a 

formação do montelucaste 1,2 diol. As análises cinéticas em CYP2C9 e CYP4A11 

para formação do montelucaste 1,2 diol não foram possíveis, pois não foi observada 

a formação deste metabólito nas condições analíticas utilizadas. 

 

TABELA 3.5 – Parâmetros cinéticos para a formação do montelucaste 1,2 diol, 21(R)-OH 

montelucaste, 21(S)-OH montelucaste e 25-OH montelucaste a partir do metabolismo do 

montelucaste utilizando as isoformas expressas CYP2C8, CYP2C9 e CYP3A4 

 CYP2C8 CYP2C9 CYP3A4 

Metabólitos Vmax
 Km

 Clint
 Vmax

 Km
 Clint

 Vmax
 Km

 Clint
 

Montelucaste 1,2 diol 0,015 0,31 0,05 0,048 0,53 0,091 - - - 

21(R)-OH montelucaste - - - - - - 0,011 3,41 0,003

21(S)-OH montelucaste - - - - - - 0,002 3,25 0,0007

25-OH montelucaste 0,002 0,33 0,006 0,005 0,59 0,009 0,002 3,89 0,0006

Os parâmetros cinéticos para a formação dos metabólitos oxidativos do montelucaste foram 
estimados através da equação de Michaelis-Menten. 
 Vmax: pmol/mim/pmol proteína; Km: mol/L; Clint: µL/min/pmol proteína 

 

As análises cinéticas para a formação dos metabólitos 21(R)-OH 

montelucaste e 21(S)-OH montelucaste mostraram claramente que a CYP3A4 é a 

principal enzima que catalisa a formação destes metabólitos, com valores de Km de 

3,4 e 3,3 mol/L e Clint aparente de 0,0031 e 0,0007 µL/min/pmol proteína, 
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respectivamente. Estes metabólitos mostraram valores de Km muito similares, mas o 

21(R)-OH montelucaste mostrou Clint aparente 4,4 vezes maior que o 21(S)-OH 

montelucaste, o que sugere maior capacidade catalítica da CYP3A4 para a 

formação do 21(R)-OH montelucaste. Os valores de Km foram próximos aos 

observados a partir de análises em HLMs, sendo estes de ~2,0 e 3,0 mol/L, 

respectivamente para 21(R)-OH montelucaste e 21(S)-OH montelucaste, sugerindo 

que a CYP3A4 possa ser a principal enzima envolvida na formação destes 

metabólitos em ensaios utilizando HLMs. Como ocorreu para o montelucaste 1,2 

diol, as análises cinéticas destes metabólitos em CYP2C19, a qual mostrou uma boa 

correlação com a formação do 21(R)-OH montelucaste e 21(S)-OH montelucaste, 

não foram possíveis pois não foi observada a formação destes metabólitos nas 

condições analíticas utilizadas. 

A formação do metabólito 25-OH montelucaste mostrou ser catalisada pela 

CYP CYP2C8, CYP2C9, CYP2C19 e CYP3A4 com valores de Km de 0,33, 0,59, 3,5 

e 3,9 mol/L e Clint aparente de 0,006, 0,009, 0,0006 e 0,0005 µL/min/pmol proteína, 

respectivamente. Com base nestas análises cinéticas podemos sugerir que CYP2C8 

e CYP2C9 foram as principais enzimas responsáveis pela formação do 25-OH 

montelucaste com menor contribuição das CYP2C19 e CYP3A4. O valor de Km em 

análises utilizando HLMs (0,34 mol/L) foi similar ao obtido pelas CYP2C8 e 

CYP2C9, o que sugere que estas enzimas possam ser as principais enzimas 

envolvidas na formação do 25-OH montelucaste em ensaios utilizando HLMs. 

 

3.3.2.5. Inibição química do metabolismo oxidativo do montelucaste 

 

O efeito de inibidores químicos específicos para as isoformas de CYPs no 

metabolismo oxidativo do montelucaste foram testados a fim de obter dados 

adicionais e confirmatórios das principais enzimas responsáveis pelo metabolismo. 

Como mostrado na Figura 3.14 e na Tabela 3.6, cetoconazol e troleandomicina; 

inibidores específicos da CYP3A; inibiram mais que 90,0% da formação dos 

metabólitos 21(R)-OH montelucaste e 21(S)-OH montelucaste. Os efeitos destes 

inibidores na formação do 21(R)-OH montelucaste e 21(S)-OH montelucaste estão 

de acordo com as análises de correlação e ensaios utilizando isoformas expressas 

de CYPs e fortemente sugerem que a CYP3A4 é a principal enzima envolvida na 

formação destes metabólitos. Adicionalmente, pilocarpina, tiotepa e sulfafenazol, 
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inibidores específicos da CYP2A6, CYP2B6 e CY2C9, respectivamente,  também 

mostraram um efeito inibitório em menor extensão  na formação do 21(R)-OH 

montelucaste e 21(S)-OH montelucaste com uma inibição de cerca de 40,0-50,0% 

da velocidade de formação. 

 

 

FIGURA 3.14 - Inibição química da formação do montelucaste 1,2 diol, 21(R)-OH 

montelucaste, 21(S)-OH montelucaste e 25-OH montelucaste por inibidores seletivos das 

isoformas de CYPs em HLMs. Montelucaste (1,0 µmol/L) foi incubado na presença de 

inibidores químicos, HLMs (0,25 mg/mL), solução tampão fosfato de sódio (0,2 moL/L; pH 

7,4) e sistema regenerador de NADPH por 30 min a 37 ̊C. Os dados de inibição estão 

apresentados como a média ± S.D. (n= 2 experimentos independentes em duplicata). As 

velocidades de formação dos hidroxi-metabólitos do montelucaste durante a incubação com 

inibidores estão apresentadas como porcentagem em relação à atividade do controle (na 

ausência do inibidor em quadruplicata).  
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A quercetina e o sulfafenazol, inibidores específicos da CYP2C8 e CYP2C9, 

respectivamente, inibiu a velocidade de formação do montelucaste 1,2 diol em 

aproximadamente 51,6 e 42,5%, respectivamente. O que está de acordo com os 

ensaios em CYPs expressas, os quais indicam que ambas isoformas estão 

envolvidas na formação do montelucaste 1,2 diol. Adicionalmente, ticlopidina um 

inibidor dual da CYP2B6 e CYP2C19 não mostrou efeito inibitório relevante (~8,0%) 

na velocidade de formação do montelucaste 1,2 diol, o que indica que as isoformas 

CYP2C8 e CYP2C9 são as principais enzimas envolvidas na formação do 

montelucaste 1,2 diol. 

 

TABELA 3.6 – Inibição química do metabolismo do montelucaste por inibidores seletivos das 

isoformas de CYPs em HLMs 

Inibidores CYPs 1,2 diol 21(R)-OH 21(S)-OH 25-OH 

Ausência de inibidor Controle 100,0 100,0 100,0 100,0 

Pilocarpina CYP2A6 83,2 ± 15,0 64,5 ± 12,6 60,9 ± 9,6 86,5 ± 9,7 

Tiotepa CYP2B6 99,7 ± 10,4 56,0 ± 10,0 60,2 ± 9,7 96,9 ± 3,8 

Quercetina CYP2C8 48,4 ± 6,7 84,6 ± 7,7 96,7 ± 11,6 72,7 ± 5,2 

Sulfafenazol CYP2C9 58,4 ± 5,8 52,1 ± 8,5 52,7 ± 4,5 78,0 ± 9,4 

Ticlopidina CYP2C19 92,0 ± 12,6 103,3 ± 4,0 107,2 ± 8,1 97,9 ± 13,2 

Quinidina CYP2D6 98,2 ± 13,4 87,5 ± 14,7 105,0 ± 5,5 101,4 ± 10,1 

Troleandomicina CYP3A 99,7 ± 7,4 7,9 ± 2,4 8,1 ± 2,8 80,0 ± 12,1 

Cetoconazol CYP3A 94,3 ± 7,8 5,6 ± 0,6 5,0 ± 0,8 97,5 ± 3,1 

Os dados de inibição estão apresentados como a média ± S.D. (n= 2 experimentos independentes 
em duplicata). As velocidades de formação dos hidroxi-metabólitos do montelucaste durante a 
incubação com inibidores estão apresentadas como porcentagem em relação à atividade do controle 
(na ausência do inibidor em quadruplicata).  

 

A velocidade de formação do metabólito 25-OH montelucaste foi inibida 

principalmente por quercetina e sulfafenazol em cerca de 27,0 e 22,0%, 

respectivamente, sugerindo que as isoformas CYP2C8 e CYP2C9 são as principais 

enzimas envolvidas na formação deste metabólito. Além disso, efeitos inibitórios de 

outros inibidores específicos foram observados, indicando que múltiplas enzimas 

estão envolvidas na formação do 25-OH montelucaste. 

Na busca por dados confirmatórios da participação da CYP2C9 na formação 

do montelucaste 1,2 diol, montelucaste nas concentrações de 1,0 e 0,02 µmol/L foi 
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incubado com quercetina, sulfafenazol e com ambos inibidores simultaneamente. Os 

resultados estão ilustrados na Figura 3.15. Os resultados obtidos confirmam que a 

CYP2C9 bem como a CYP2C8 estão envolvidas na formação do montelucaste 1,2 

diol, pois a combinação dos inibidores quercetina e sulfafenazol inibiu a formação 

deste metabólito em cerca 80,3 e 88,9 % nas concentrações de 1,0 e 0,02 µmol/L de 

montelucaste, respectivamente, o é que consideravelmente maior que o efeito 

inibitório individual da quercetina. Entretanto, não foi possível definir qual das 

enzimas é majoritariamente responsável pela formação do montelucaste 1,2 diol, 

pois os ensaios de inibição mostraram um maior efeito sobre a CYP2C8 e os 

ensaios utilizando CYPs expressas mostraram uma maior velocidade de formação 

do montelucaste 1,2 diol em CYP2C9. 

 

     

FIGURA 3.15 - Inibição química da formação do montelucaste 1,2 diol a partir do 

metabolismo do montelucaste (a) 1,0 µmol/L e (b) 0,02 µmol/L. Utilizando como inidores 

específicos a quercetina (10 µmol/L), sulfafenazol (25 µmol/L) e ambos inibidores 

(quercetina (10 µmol/L) + Sulfafenazol (25 µmol/L)). Montelucaste (1,0 e 0,02 µmol/L) foi 

incubado na presença dos inibidores químicos, HLMs (0,25 mg/mL), solução tampão fosfato 

de sódio (0,2 moL/L; pH 7,4) e sistema regenerador de NADPH por 30min a 37 ̊C. As 

velocidades de formação dos hidroxi-metabólitos do montelucaste durante a incubação com 

inibidores estão apresentadas como porcentagem em relação a atividade do controle (na 

ausência do inibidor em quadruplicata). Os dados de inibição estão apresentados como a 

média de duplicatas. 
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No presente estudo, análises de correlação em HLMs, ensaios utilizando 

isoformas expressas de CYPs e ensaios de inibição química foram realizados em 

concentrações terapeuticamente relevantes de montelucaste (1,0 e 0,02 µmol/L) a 

fim de identificar as isoformas de CYP P450s envolvidas no metabolismo oxidativo 

deste fármaco. Consistentemente, os resultados indicaram que a formação do 

montelucaste 1,2 diol foi catalisada por CYP2C8 e CYP2C9 e que a formação dos 

metabólitos 21(R)-OH montelucaste e 21(S)-OH montelucaste foi catalisada pela 

CYP3A4, enquanto a formação do 25-OH montelucaste foi catalisada por múltiplas 

enzimas CYP2C8>2C9>3A4>2C19. Adicionalmente, qualitativamente e baseando-se 

nos resultados do painel das isoformas expressas de CYPs, nós sugerimos que a 

formação do montelucaste sulfóxido foi principalmente catalisada pela CYP3A4. 

De modo geral, o presente estudo concorda amplamente com os estudos in 

vitro e in vivo previamente reportados na literatura,167-170 que relatam a contribuição 

da CYP2C9 ou CYP2C8 no montelucaste. No entanto, este é o primeiro trabalho a 

demonstrar em concentrações terapeuticamente relevantes de montelucaste que 

ambas isoformas, CYP2C8 e CYP2C9, estão comparavelmente envolvidas na 

formação do montelucaste 1,2 diol e, portanto, que esta reação não é seletiva para 

ser utilizada com um marcador da CYP2C8. 

 

3.3.3. Metabolismo in vitro do montelucaste via UGTs 

 

Com o objetivo de avaliar a formação de glucuronídeos do montelucaste, as 

principais isoformas de UGTs envolvidas na formação destes metabólitos e a 

contribuição da via de glucuronidação na eliminação do montelucaste, foram 

realizadas incubações de montelucaste na presença de HLMs e do cofator UDPGA. 

A glucuronidação direta do montelucaste foi previamente reportada por BALANI et 

al. (1997),159 o qual detectou montelucaste acil-β-D-glucuronídeo in vivo como um 

metabólito minoritário, e também por CHIBA et al. (1997),171 o qual demonstrou in 

vitro que a velocidade de formação do montelucaste acil-β-D-glucuronídeo é 

substancialmente maior que a dos metabólitos provenientes do metabolismo 

oxidativo. No entanto, nenhum estudo adicional foi realizado nestes trabalhos. 

Nas análises exploratórias da glucuronidação do montelucaste foram 

utilizadas as condições de incubação otimizadas nos estudos de influência das 

condições de incubação no metabolismo via CYPs e UGTs (item 3.2.6), e as 
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condições cromatográficas descritas no item 3.2.2.  Após a incubação do 

montelucaste com HLMs na presença do cofator UDPGA, dois potenciais 

glucuronídeos eluindo em 3,3 e 3,8 min foram observados (Figura 3.16). O 

glucuronídeo eluindo em 3,8 min corresponde ao montelucaste acil-β-D-

glucuronídeo, o qual foi definido com base no padrão analítico, e o glucuronídeo 

eluindo em 3,3 min trata-se de um metabólito não reportado previamente e foi 

denominado M-glucuronídeo. O M-glucuronídeo apresentou sua forma protonada 

[M+H]+ m/z 762 e padrão de fragmentação (m/z 762 > 422) idêntico ao montelucaste 

acil-β-D-glucuronídeo. No entanto, estes metabólitos possuem diferentes 

polaridades e, consequentemente, diferentes tempos de retenção cromatográfica. 

De acordo com a estutura química do montelucaste dois grupos funcionais estão 

suscetíveis à glucuronidação direta, sendo um o ácido carboxílico levando a 

formação do montelucaste acil-β-D-glucuronídeo e o segundo o grupo hidroxila 

levando à formação de um éter-glucuronídeo. Portanto, apesar de serem 

necessárias análises por RMN para confirmação da estrutura química, nós 

sugerimos que o M-glucuronídeo seja o montelucaste éter-glucuronídeo. Nenhum 

destes metabólitos foi observado nos ensaios de controle negativo. A Figura 3.16 

ilustra o perfil cromatográfico obtido por LC-MS para o montelucaste e seus 

glucuronídeos.  
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FIGURA 3.16 – Cromatograma representativo do perfil de separação obtido por LC-MS/MS 

no modo SRM para montelucaste e seus glucuronídeos provenientes da incubação de 

montelucaste (1,0 µmol/L) em solução tampão tris-HCl (0,1 mol/L; pH 7,4) contendo MgCl2 

(5,0 mmol/L), HLMs (0,25 mg/mL) e cofator UDPGA (5,0 mmol/L) por 30 min à 37 ̊C. coluna 

Luna C18 (100 x 2,0 mm; 3 μm); fase móvel: acetonitrila/água acidificada (0,1% de ácido 

fórmico) 82:18 (v/v); vazão de 0,2 mL/min e volume de injeção de 10 μL. As transições 

monitoradas estão descritas na Tabela 3.1. 

 

3.3.3.1. Determinação da linearidade de formação dos glucuronídeos do 

montelucaste  

 

Os experimentos exploratórios demonstraram que a formação dos 

glucuronídeos do montelucaste foi dependente do tempo de incubação, 

concentração proteica, concentração do montelucaste e da presença do cofator 

UDPGA. As condições de linearidade para a formação dos glucuronídeos 

provenientes da incubação do montelucaste foram estabelecidas como 30 min e 

0,25 mg/mL em relação ao tempo de incubação e concentração proteica, 

respectivamente. Esses valores foram determinados na região linear das curvas de 

tempo de incubação e concentração proteica versus formação dos glucuronídeos, os 
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quais também resultaram em uma boa sensibilidade para os dois glucuronídeos nas 

condições de análise por LC-MS/MS adotadas. A Figura 3.17 ilustra os resultados 

obtidos para os ensaios de determinação de linearidade de formação dos 

glucuronídeos do montelucaste. 

 

 

FIGURA 3.17 – Gráficos representativos da linearidade de formação dos glucuronídeos do 

montelucaste. (a) Curva de tempo de incubação x formação do glucuronídeo. Montelucaste 

(1,0 µmol/L) foi incubado em solução tampão tris-HCl (0,1 mol/L; pH 7,4) contendo MgCl2 

(5,0 mmol/L), HLMs (0,25 mg/mL) e cofator UDPGA (5,0 mmol/L) à 37 ̊C. A reação foi 

terminada em 0, 5, 10, 15, 30, 45, 60 e 90 min de incubação. (b) Curva de concentração 

proteica x formação do glucuronídeo. Montelucaste (1,0 µmol/L) em solução tampão tris-HCl 

(0,1 mol/L; pH 7,4) contendo MgCl2 (5,0 mmol/L), HLMs (0,0 – 1,0 mg/mL) e cofator UDPGA 

(5,0 mmol/L) por 30 min à 37 ̊C. 

 

3.3.3.2. Determinação dos parâmetros cinéticos para glucuronidação do 

montelucaste 

 

As análises cinéticas da glucuronidação do montelucaste foram realizadas em 

duas diferentes preparações de HLMs. As velocidades de formação dos 

glucuronídeos na curva de concentração-resposta foram caracterizadas por uma 

curva de saturação hiperbólica e a cinética foi bem descrita pela equação de 

Michaelis-Menten. Os perfis cinéticos da glucuronidação do montelucaste para os 

metabólitos montelucaste acil-β-D-glucuronídeo e M-glucuronídeo em ambas as 

preparações de HLMs estão ilustrados na Figura 3.18. A Tabela 3.7 resume os 

parâmetros cinéticos obtidos para os dois glucuronídeos do montelucaste.  
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Baseando-se no Clint in vitro total para glucuronidação, calculado através da 

soma do Clint dos dois glucuronídeos e considerando os valores médios dos dois 

HLMs utilizados, o Clint referente à formação do montelucaste acil-β-D-glucuronídeo 

representa 88,2% e o M-glucuronídeo representa 11,8% do Clint in vitro total, o que 

sugere que o montelucaste acil-β-D-glucuronídeo é o glucuronídeo majoritário. 

  

 

FIGURA 3.18 – Perfil cinético representativo da glucuronidação montelucaste em dois 

HLMs. Concentrações crescentes de montelucaste (0-25 µmol/L) foram incubadas com 

HLMs (0,25 mg/mL) e cofator UDPGA (5,0 mmol/L) por 30 min a 37 ̊C. Cada ponto 

representa a média de duplicatas de incubações. 

 

TABELA 3.7- Parâmetros cinéticos para a formação do montelucaste acil-β-D- glucuronídeo 

e M-glucuronídeo a partir da glucuronidação do montelucaste utilizando duas preparações 

de HLMs e a isoforma expressa UGT1A3 

 
acil-β-D-glucuronídeo M-glucuronídeo 

Metabólitos Vmax
 Km

 Clint
 Vmax

 Km
 Clint

 

HLM (HH837) 207,4 1,72 120,2 14,7 0,71 20,6 

HLM (23418) 101,1 0,90 112,5 5,59 0,53 10,5 

UGT 1A3 145,1 1,97 73,5 2,86 0,37 7,78 

Os parâmetros cinéticos para a formação dos metabólitos oxidativos do montelucaste foram 
estimados através da equação de Michaelis-Menten. 
 Vmax: pmol/mim/pmol proteína; Km: µmol/L; Clint: µL/min/pmol proteína 

 

Os gráficos de Eadie-Hofstee para a formação do montelucaste acil-β-D-

glucuronídeo e M-glucuronídeo a partir da glucuronidação do montelucaste em dois 

HLMs estão ilustrados na Figura 3.19, a qual mostra uma relação linear entre a 
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velocidade de formação e a razão velocidade/concentração de montelucaste, 

indicando a ausência de cooperatividade e o envolvimento de apenas uma enzima 

na formação destes metabólitos ou mais de uma enzima com afinidade similar.  

 

 

FIGURA 3.19 – Gráficos de Eadie-Hofstee para a glucuronidação do montelucaste em duas 

preparações de HLMs. 

 

Os valores de Km obtidos para o montelucaste acil-β-D-glucuronídeo e M-

glucuronídeo foram similares (< 2 µmol/L) e o Vmax para o montelucaste acil-β-D- 

glucuronídeo foi muito maior que para o M-glucuronídeo, consequentemente, o Clint 

in vitro para a formação do montelucaste acil-β-D-glucuronídeo foi 7,5 maior que o 

Clint para o M-glucuronídeo. Considerando a estrutura química do montelucaste e a 

suposição de que M-glucuronídeo seja correspondente ao montelucaste éter 

glucuronídeo, está diferença no Clint pode ser, provavelmente, devido ao maior 

impedimento estérico na posição do grupo hidroxila do que no grupo carboxílico.  
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No estudo prévio de glucuronidação in vitro do montelucaste reportado na 

literatura, altos valores de Km para a formação do montelucaste acil-β-D-

glucuronídeo foram reportados; ~18 e 24 µmol/L em HLMs de adultos e crianças, 

respectivamente. Estes valores são mais de 9 vezes maiores que o reportado no 

presente estudo, no entanto, a comparação direta dos parâmetros cinéticos 

reportados no presente estudo com os reportados na literatura171 é limitada, 

considerando as diferentes faixas de concentrações de montelucaste utilizadas nos 

ensaios de concentração-resposta; 0-25 µmol/L no presente estudo versus 100-500 

µmol/L no estudo reportado na literatura. 

 

3.3.3.3. Metabolismo do montelucaste em isoformas de UGTs 

 

As velocidades de formação (pmol metabólito/min/mg proteína) do 

montelucaste acil-β-D-glucuronídeo e M-glucuronídeo partir da glucuronidação do 

montelucaste (1,0 µmol/L) em um painel de 13 isoformas expressas de UGTs estão 

ilustradas na Figura 3.20. Dentre as 13 isoformas de UGTs avaliadas, 

inequivocamente uma única isoforma mostrou maior contribuição para a velocidade 

de formação dos glucuronídeos do montelucaste, a UGT1A3. O que está de acordo 

com o observado no gráfico Eadie-Hofstee, o qual indicou o envolvimento de apenas 

uma enzima na formação destes metabólitos. Como observado nos experimentos 

utilizando HLMs, a velocidade de formação do montelucaste acil-β-D-glucuronídeo 

em UGT1A3 foi muito maior (~10 vezes) que a velocidade de formação do M-

glucuronídeo. 
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FIGURA 3.20 - Velocidade de formação do montelucaste acil-β-D-glucuronídeo e M-

glucuronídeo em um panel de 13 isoformas expressas de UGTs. Montelucaste (1,0 µmol/L) 

foi incubado com cada isoforma expressa de UGT (0,025 mg/mL) na presença de solução 

tampão tris-HCl (0,1 mol/L; pH 7,4) contendo MgCl2 (5,0 mmol/L) e cofator UDPGA (5,0 

mmol/L) por 30 min à 37 ̊C. 

 

Análises cinéticas detalhadas da glucuronidação do montelucaste foram 

realizadas utilizando a isoformas UGT1A3. As velocidades de formação dos 

glucuronídeos na curva de concentração-resposta em UGT1A3 foram caracterizadas 

por uma curva de saturação hiperbólica e a cinética descrita pela equação de 

Michaelis-Menten. Os perfis cinéticos da glucuronidação do montelucaste para os 

metabólitos montelucaste acil-β-D-glucuronídeo e M-glucuronídeo em UGT1A3 

estão ilustrados na Figura 3.21. A Tabela 3.7 resume os parâmetros cinéticos 

obtidos para os dois glucuronídeos do montelucaste em UGT1A3.  

Os valores de Km obtidos para montelucaste acil-β-D-glucuronídeo e M-

glucuronídeo foram ~2,0 e 0,37 µmol/L, respectivamente, os quais foram próximos 

aos valores obtidos a partir da glucuronidação em HLMs (média de 1,3 e 0,62 

µmol/L, respectivamente), sugerindo que está enzima catalisa a glucuronidação do 

montelucaste em HLMs. Os valores de Clint aparente para a formação do 

montelucaste acil-β-D-glucuronídeo em UGT1A3 foi 9,5 vezes maior que para a 
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formação do M-glucuronídeo, indicando uma maior capacidade catalítica da isoforma 

UGT1A3 para a formação do montelucaste acil-β-D-glucuronídeo. 

 

 

FIGURA 3.21 - Perfil cinético representativo da formação do montelucaste acil-β-D-

glucuronídeo e M-glucuronídeo a partir da glucuronidação do montelucaste utilizando a 

isoforma expressa UGT1A3. Concentrações crescentes de montelucaste (0-20 µmol/L) 

foram incubadas com isoforma expressa de UGT1A3 (0,025 mg/mL) na presença de 

solução tampão tris-HCl (0,1 mol/L; pH 7,4) contendo MgCl2 (5,0 mmol/L) e cofator UDPGA 

(5,0 mmol/L) por 30 min à 37 ̊C. Cada ponto representa a média de duplicatas de 

incubações. 

 

3.3.4. Contribuição do metabolismo via CYP P450s e UGTs no clearance in 

vitro do montelucaste 

 

Comparando os parâmetros cinéticos para a formação dos hidroxi-metabólitos 

do montelucaste com os parâmetros cinéticos para a formação dos glucuronídeos do 

montelucaste, a contribuição da via metabólica catalisada por CYPs parece ser 

minoritária. Embora os valores de Km para as reações de oxidação e glucuronidação 

sejam comparáveis, maiores valores de Vmax e, consequentemente, de Clint para a 

formação de glucuronídeos foram observados. A fim de avaliar a contribuição das 

vias metabólicas catalisadas por UGTs e CYPs no clearance total do montelucaste, 

todos os metabólitos observados neste estudo a partir do metabolismo de fase I e II 

do montelucaste foram considerados para calcular o Clint aparente total. Baseando-
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se no Clint total observou-se que a glucuronidação do montelucaste representa 

84,8% do Clint aparente total do montelucaste e que o metabolismo oxidativo 

representa 15,2 %. Este resultado sugere que a glucuronidação é a principal via 

responsável pela eliminação do montelucaste (Figura 3.22).  Estes dados estão de 

acordo com os relatados de CHIBA et al. (1997),171 embora seus dados não foram 

discutidos no contexto de contribuição do metabolismo oxidativo versus 

glucuronidação no metabolismo do montelucaste. Contrariamente, BALANI et al. 

(1997)159 quantificou montelucaste e seus metabólitos em bile humana e relatou o 

montelucaste acil-β-D-glucuronídeo como metabólito minoritário. O que pode ser 

proveniente da baixa estabilidade de glucuronídeos, particularmente em condições 

de pH neutro e levemente alcalino, o qual pode sofrer hidrólise tanto na bile (pH 8,0-

8,5) ou durante o preparo de amostras.188,189 Deste modo, o presente estudo indica 

que a glucuronidação é o principal mecanismo de eliminação do montelucaste e que 

oxidação é a rota metabólica minoritária. A Figura 3.23 apresenta uma proposta das 

rotas metabólicas do montelucaste via CYPs e UGTs e das enzimas específicas 

envolvidas, baseando-se nos dados do presente estudo e em dados da literatura. 

 

 

FIGURA 3.22 – Contribuição dos metabólitos do montelucaste; montelucaste 1,2 diol (M6), 

21(R)-OH montelucaste (M5a), 21(S)-OH montelucaste (M5b), 25-OH montelucaste (M3), 

montelucaste acil-β-D-glucuronídeo (M1) e M-glucuronídeo (M-gluc); no Clint in vitro 

aparente. Média: representa a média de duplicatas de incubações em duas preparações de 

HLMs (Clint: µL/min/mg protein). % Clint total: contribuição de cada metabólito (%) no Clint 

aparente total do monteculaste (via CYPs e UGTs). 
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FIGURA 3.23 – Representação esquemática das rotas metabólicas do montelucaste via 

CYPs e UGTs e das enzimas específicas envolvidas. Proposta baseada nos dados do 

presente estudo e em dados da literatura.168,170,171  

 

Os resultados obtidos no presente estudo estão parcialmente de acordo com 

os estudos de metabolismo de montelucaste previamente descritos na literatura. 

Inicialmente, CHIBA et al. (1997)171 relataram que a formação dos metabólitos 

21(R)-OH montelucaste, 21(S)-OH montelucaste e montelucaste sulfóxido é 

catalisada pela CYP3A4 e que a formação do metabólito montelucaste 1,2 diol é 

exclusivamente catalisada pela CYP2C9. Entretanto, este estudo foi realizado em 

concentrações relativamente elevadas de montelucaste (100 – 500 µmol/L), o que 

possivelmente mascarou o envolvimento da CYP2C8 na formação do montelucaste 

1,2 diol. Outros relatos na literatura evidenciam o envolvimento majoritário da 

CYPC8 no metabolismo in vitro do montelucaste, particularmente na catálise da 

formação do montelucaste 1,2 diol e do metabolismo secundário para a formação do 

ácido dicarboxílico montelucaste.168,169 No entanto, os dados apresentados nestas 
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publicações não excluem a possibilidade da participação de outras enzimas no 

metabolismo do montelucaste. Adicionalmente, ao contrário do presente estudo, os 

estudos já reportados por outros autores foram realizados utilizando isoformas de 

CYPs co-expressas com citocromo b5 para obtenção dos dados de decaimento e 

parâmetros cinéticos. Considerando o efeito do citocromo b5 na eficiência catalítica 

de muitas CYPs, a extrapolação dos dados obtidos neste sistema para HLMs e in 

vivo pode ser limitada. Isto ocorre, pois a presença do citocromo b5 pode inibir, 

estimular ou não afetar a atividade catalítica das CYPs, sendo este efeito 

dependente do substrato e das CYPs envolvidas nas reações metabólicas.190-193  

Além dos estudos in vitro, estudos in vivo sugerem que a CYP2C8 é uma 

enzima importante na eliminação do montelucaste in vivo devido ao aumento de 4,3 

vezes na exposição sistêmica ao montelucaste e diminuição na formação do 

montelucaste 1,2 diol ocasionada pela co-adiministração com gemfibrozil, o qual é 

um potente inibidor in vivo e in vitro da CYP2C8.167,170  Assim, os autores concluíram 

que a CYP2C8 é a enzima dominante no metabolismo do montelucaste em 

humanos, sendo responsável por 80% do clearance, o que levou os autores a 

recomendar o montelucaste como um marcador seletivo da atividade da CYP2C8 in 

vivo. No entanto, sabendo que gemfibrozil é um inibidor de varias outras enzimas 

metabólicas64,65,164,166,194 e considerando que o montelucaste é substrato para 

CYP2C8/CYP2C9/CY3A4, UGT1A3 (dado do presente trabalho) e para o 

transportador OATP2B1,195 é possível que o efeito inibitório do gemfibrozil no 

metabolismo in vivo do montelucaste possa ser mediado em parte por outras vias 

além da inibição da CYP2C8. Está hipótese é suportada por diversos estudos, por 

exemplo, gemfibrozil tem sido descrito como um inibidor da glucuronidação via 

UGT1A1/UGT1A3 da repaglidina (in vitro) e sinvastatina (in vivo/in vitro).64,65 Ainda, 

SHITARA et al. (2004)164 e NOE et al. (2007)166 relatam interações medicamentosas 

envolvendo gemfibrozil e estatinas, devido ao efeito inibitório do gemfibrozil sobre as 

proteínas transportadoras OATP1B1, OATP2B1 e OATP2B3. Deste modo, a 

suposição de que a interação gemfibrozil-montelucaste é mediada principalmente 

pela CYP2C8 requer uma adicional validação usando outras abordagens, como por 

exemplo, o uso de outros inibidores seletivos da CYP2C8. Os resultados do 

presente trabalho sugerem que o montelucaste não é um marcador seletivo para a 

CYP2C8, pois a formação do metabólito montelucaste 1,2 diol é catalisada 

comparavelmente pela CYP2C8 e CYPC9. Além disso, a formação do montelucaste 
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acil-β-D-glucuronídeo catalisada exclusivamente pela UGT1A3 foi observada como 

sendo a principal rota de eliminação do montelucaste, o que viabiliza o uso do 

montelucaste como um marcador seletivo da UGT1A3 in vivo e in vitro. 

 

3.4. Conclusões 

 

No presente estudo a caracterização detalhada e sistemática do metabolismo 

do montelucaste foi realizada, resultando em uma nova visão sobre as rotas 

metabólicas envolvidas na eliminação do montelucaste. Foi demonstrado que: 1) o 

metabolismo do montelucaste é influenciado pelo tipo de solução tampão e que o 

metabolismo oxidativo e a glucuronidação do montelucaste são favorecidos pelas 

soluções tampão fosfato de sódio e tris-HCl, respectivamente; 2) os ensaios 

utilizando cofatores combinados (P450s +UGTs) não são uma abordagem 

apropriada para avaliar a contribuição das vias metabólicas catalisadas por UGTs e 

CYPs no metabolismo do montelucaste; 3) montelucaste 1,2 foi o principal 

metabólito oxidativo e representa 83,5% do Clint in vitro oxidativo total; 4) 

apresentamos a primeira evidência de que embora a CYP28 esteja envolvida na 

formação do montelucaste 1,2 diol, a isoforma CYP2C9 está igualmente envolvida 

em concentrações terapeuticamente relevantes de montelucaste; 5) CYP3A4 foi 

responsável pela formação dos metábolitos 21(R)-OH montelucaste e 21(S)-OH 

montelucaste, enquanto múltiplas CYPs catalisam a formação do metábolito 25-OH 

montelucaste (CYP2C8>2C9>3A4>2C19); 6) a glucuronidação direta do 

montelucaste resulta na formação do montelucaste acil-β-D-glucuronídeo e de um 

novo metabólito (M-glucuronídeo) não reportado previamente, que parece ser 

consistente com o montelucaste éter glucuronídeo; 7) a isoforma UGT1A3 catalisa 

exclusivamente a glucuronidação do montelucaste; 8) a comparação do Clint in vitro 

em HLMs considerando o Clint in vitro aparente total (CYPs +UGTs) sugere que a 

glucuronidação é o principal mecanismo de eliminação do montelucaste, 

representando ~85% do Clint in vitro e que a oxidação via CYPs é o mecanismo 

minoritário representando somente ~15% do Clint in vitro, no entanto adicionais 

estudos clínicos para avaliar a contribuição da isoforma UGT1A3 no metabolismo in 

vivo do montelucaste são necessários; 9) considerando a falta de marcadores 

seletivos para a UGT1A3, montelucaste pode ser utilizado como um marcador 

seletivo da UGT1A3 in vivo e in vitro e 10) a suposição de que o principal 
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mecanismo de eliminação do montelucaste é a formação do montelucaste 1,2 diol e 

de que está reação é seletivamente catalisada pela CYP2C8 é questionável. 

Portanto, o uso do montelucaste como marcador seletivo da CYP2C8 pode ser 

severamente comprometido, devido ao papel majoritário da UGT1A3 e o 

envolvimento de múltiplas CYPs no metabolismo do montelucaste. 
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APÊNDICES 

 

APÊNDICE A1: Características dos HLMs utilizados nos ensaios para análises de correlação, onde o conteúdo total de P450s, oxidoredutases e 

a atividade de cada isoforma estão listadas de acordo com as informações fornecidas pelo fabricante (BD Gentest) 

 Atividade Enzimática (pmol/(mgxmin)) 

Lot No. 
Total 
P450a

Cyt c 
Redb Cyt b5 CYP1A2 CYP2A6 CYP2B6 CYP2C8 CYP2C9 CYP2C19 CYP2D6 CYP2E1 CYP3A4 CYP4A11 

HH623 120 180 320 350 290 16 97 3000 6,5 47 1000 3200 1700 

HH855 230 210 560 670 120 27 150 5800 95 190 3400 5200 3700 

HH524 120 390 560 840 660 79 60 3200 17 110 2400 6800 1700 

HH867 440 240 440 1000 400 79 400 3100 43 74 3100 4100 2500 

HH757 100 190 320 30 80 20 42 600 2,7 79 1700 1300 820 

HH189 300 250 420 230 1200 48 210 4100 270 37 2500 13600 1800 

HH837 400 290 260 880 1900 110 310 3900 100 91 1700 13700 2100 

HMC552 320 500 680 1100 370 7 430 5300 40 6 3800 4200 1400 

HH40-1 260 250 680 530 300 3 51 3400 4 9 1800 2800 1300 

6177 340 260 540 710 1200 52 71 3100 65 66 2700 6100 1200 

23418 330 200 420 700 1300 79 82 2000 41 110 1200 3200 1300 

65910 410 370 510 540 1100 77 180 2700 52 120 2200 6200 1500 

3043885 340 630 460 800 1100 47 44 3900 41 29 1400 4100 1300 

7407 480 240 520 530 1400 57 160 3300 75 71 2500 7600 1400 

Cyt b5: Cytochrome b5 (pmol/mg); a: pmol P450/mg de proteína total; b: pmol/(mgxmin). 


