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RESUMO 
 
A intolerância hereditária à frutose (IHF) é uma doença de herança 
autossômica recessiva caracterizada pelo acúmulo de frutose em tecidos 
e fluidos biológicos de pacientes. Esta doença resulta da deficiência de 
enzima aldolase B, enzima presente em fígado, rins e intestino delgado. 
Os principais sinais e sintomas incluem alterações hepáticas, renais, 
musculares e cerebrais. No presente trabalho, investigou-se o efeito de 
administração aguda de frutose sobre parâmetros bioquímicos em córtex 
cerebral, fígado, rim, músculo esquelético, soro e líquido 
cefalorraquidiano (LCR) de ratos Wistar machos com 30 dias de idade. 
Os animais foram divididos em dois grupos experimentais: grupo 
frutose, cujos animais receberam uma única administração subcutâneade 
frutose (5 µmol/g), e grupo controle, cujos animais receberam uma 
única administração de solução salina nas mesmas condições. Uma, 
doze ou vinte e quatro horas após as administrações, os animais foram 
anestesiados e foi coletado o LCR por punção na cisterna magna. 
Imediatamente após a punção, os animais sofreram eutanásia por 
decapitação e o córtex cerebral, o fígado, os rins e amostras de músculo 
esquelético foram dissecados, limpos e homogeneizados em tampão 
específico para cada técnica. Também foi coletado sangue periférico 
para obtenção do soro. Foi observado um aumento da atividade do 
complexo I-III em fígado de animais do grupo frutose 1 h após a 
administração deste carboidrato. Adicionalmente, observou-se um 
aumento da atividade da enzima malato desidrogenase (MDH) em rins 
dos mesmos animais, bem como uma inibição das atividades dos 
complexos II e II-III em músculo esquelético em comparação ao grupo 
controle. Também foram encontrados níveis aumentados de 
triacilgliceróis em soro dos animais do grupo frutose. Doze horas após a 
administração do mesmo carboidrato, os níveis de colesterol total em 
LCR encontraram-se aumentados, enquanto que os níveis de albumina 
foram diminuídos, sem ocorrer nenhuma alteração dos níveis de glicose. 
Também houve aumento dos níveis séricos de lactato nos animais que 
receberam administração de frutose. Vinte e quatro horas após a 
administração deste monossacarídeo houve um aumento da atividade da 
enzima MDH em córtex cerebral de animais do grupo frutose em 
comparação com o grupo controle. Tomados em conjunto, os resultados 
do presente estudo indicam que administração aguda de frutose induz  
  



 
 

  



 
 

 
alterações do metabolismo energético em diferentes tecidos, o que 
poderia contribuir para a patogênese da IHF. 
 
 
Palavras-chave: cadeia respiratória; ciclo de Krebs; frutose; frutosemia; 
intolerância hereditária à frutose; metabolismo energético. 
 
 
  



 
 

  



 
 

ABSTRACT 
 
Hereditary fructose intolerance (HFI) is an inherited autosomal recessive 
disease characterized by fructose accumulation in tissues and biological 
fluids of patients. The disease arises from a deficiency of aldolase B, an 
enzyme expressed in liver, kidney and small intestine. The main 
symptoms include liver, kidney, muscle and brain alterations. In the 
present work it was investigated the effect of acute fructose 
administration on biochemical parameters in cerebral cortex, liver, 
kidney, skeletal muscle, serum and cerebrospinal fluid (CSF) of 30 day-
old male Wistar rats. The animals were divided into two experimental 
groups: fructose group, which received a single subcutaneous injection 
of fructose (5 µmol/g), and control group, which received a single 
injection of saline solution in the same volume. One, twelve or twenty-
four hour after the administration, animals were anesthetized and CSF 
was collected by puncture of magna cistern. Immediately after the 
puncture, animals were euthanized by decapitation and cerebral cortex, 
liver, kidney and skeletal muscle samples were dissected and 
homogenized in specific buffer for each technique. Peripheral blood was 
collected to obtain the serum. It was observed an increase of complex I-
III activity in liver of animals from fructose group one hour after the 
administration of this sugar. Additionally, it was observed an increase of 
malate dehydrogenase (MDH) enzyme activity in kidney of these 
animals, as well as an inhibition of complex II and II-III in skeletal 
muscle, as compared to control group. It was also found increased 
triglyceride levels in serum of animals from fructose group. Twelve 
hours after the administration of this sugar, total cholesterol levels in 
CSF were found increased, whilst albumin levels were decreased, 
without any alteration in glucose levels. Serum lactate levels were also 
increased in the animals receiving fructose. Twenty-four hour after 
fructose administration, it was found an increased MDH activity in 
cerebral cortex from fructose group, as compared to control group. 
Taken together, the data of the present study indicate that acute fructose 
administration induces alterations in energy metabolism in different 
tissues, which may contribute to the pathogenesis of HFI. 
 
Keywords: energy metabolism; fructose; fructosemia; hereditary 
fructose intolerance; Krebs cycle; respiratory chain complexes. 
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1 INTRODUÇÃO 
 
1.1 FRUTOSE 

 
A frutose é um monossacarídeo com seis carbonos unidos em 

ligações covalentes simples apresentando um grupo hidroxila e um 
grupo carbonila (C6H12O6) (Figura 1) (Nelson e Cox, 2011). É isômero 
da glicose, apresentando grupo ceto na posição 2 da cadeia de carbonos 
(Tappy e Lê, 2010). A frutose está presente no mel, no xarope de milho 
rico em frutose, em adoçantes e néctares (Foster-Powell et al., 2002; 
Dutra-de-Oliveira e Marchini; 2008). Também está presente em frutas e 
vegetais, predominantemente em maçãs, laranjas, melões, soja, ervilha e 
feijões (Hallfrisch, 1990; Raitheletal., 2013). 

 

 
Figura 1. Estrutura molecular da frutose e da glicose. Fonte: Nelson e Cox 
(2011). 

 
O metabolismo da frutose ocorre principalmente no fígado, mas 

também no epitélio proximal dos túbulos renais e no intestino delgado 
(Barreiros et al., 2005). No intestino delgado, a frutose é obtida através 
da clivagem da sacarose pela ação da enzima sacarase (EC 3.2.1.26). A 
frutose é, então, absorvida na membrana apical do enterócito pelo 
transportador de glicose (GLUT) 5, que é um transportador 
independente de insulina e específico para esse monossacarídeo (Smith 
et al., 2007; Lozinsky et al., 2013). O GLUT5 transporta a frutose da 
região apical dos enterócitos do intestino delgado para a região 
basolateral e desta através da veia porta para o fígado ou através da 
artéria renal para o rim em humanos. A ação do GLUT5 em humanos 
começa a se notabilizar a partir dos 6 meses de idade, quando crianças 
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começam a se alimentar de frutas e vegetais (Ananth et al., 2003; 
Quintana et al., 2009). 

Outro transportador de frutose, embora de baixa afinidade, é o 
GLUT2, que também reconhece outros monossacarídeos como glicose e 
galactose (Lustig, 2010). A frutose é absorvida mais lentamente do que 
a glicose. Porém, é rapidamente captada e metabolizada pelo fígado (Cui 
et al., 2004). A absorção da frutose é aumentada na presença de glicose, 
de galactose e de alguns aminoácidos e diminuída pela presença de 
sorbitol (Hoekstra e Van den Aker, 1996; Cui et al., 2004). 

A primeira etapa do metabolismo de frutose, de forma semelhante 
ao da glicose, é a fosforilação e ocorre no fígado, onde esse carboidrato 
é fosforilado no carbono na posição 1, convertendo-se em frutose-1-
fosfato pela ação da enzima frutocinase (EC 2.7.1.4) (Barreiros et al., 
2005). A frutose-1-fosfato é convertida pela ação da aldolase B (frutose-
1,6-bisfosfato aldolase; EC 4.1.2.13) em duas trioses: di-hidroxiacetona-
fosfato (DHAP) e gliceraldeído, ambos intermediários glicolíticos 
(Figura 2) (Tappy et al., 2013). Essas duas trioses podem seguir três 
caminhos distintos, com finalidades diferentes: 1) participar da via 
glicolítica, fornecendo piruvato; 2) liberar energia para serem reduzidas 
até glicerol, necessário para a síntese de triacilgliceróis (TAG), 
fosfolipídeos e outros lipídeos, e 3) serem condensadas para formar 
frutose-1,6-bisfosfato e, a partir desta, formar glicose e/ou glicogênio 
(Lim et al., 2010; Nomura e Yamanouchi, 2012) (Figura 2). 

A hexocinase (EC 2.7.1.1), presente no músculo e no tecido 
adiposo, também pode converter frutose a frutose-6-fosfato, embora de 
forma lenta (Smith et al., 2007). A enzima frutose-1,6-bisfosfatase 
(FBfase; EC 3.1.3.11) é a única enzima na via da gliconeogênese que 
converte frutose-1,6-bisfosfato em frutose-6-fosfato e fosfato 
inorgânico. Essa enzima tem a sua atividade mais relevante no fígado, 
nos rins e no intestino delgado (Steinmann et al., 2001). 
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Figura 2. Vias metabólicas de frutose e inter-relação com metabolismos 
lipídico e glicídico. Formação de frutose a partir de glicose no organismo. 
Fonte: Barreiros et al. (2005). 
 
1.2 INTOLERÂNCIA HEREDITÁRIA À FRUTOSE 

 
Os EIM são doenças hereditárias resultantes de uma deficiência 

enzimática, levando à interrupção de uma via metabólica (El Husny e 
Fernandes Caldato, 2006), alterando os processos de síntese, 
degradação, armazenamento ou do transporte de moléculas no 
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organismo (Chiaratti de Oliveira et al., 2001). A frutosemia é uma 
característica comum aos EIM da frutose, todas devido à deficiência de 
uma das enzimas responsáveis pelo metabolismo hepático, renal e 
intestinal da frutose adquirida pela dieta (Figura 3). Todas as formas de 
frutosemia são doenças genéticas de herança autossômica recessiva 
(Bouteldja e Timson, 2010; Wilder-Smith et al., 2014). 

As mutações genéticas que resultam em alterações do 
metabolismo de frutose podem originar consequências clínicas 
importantes, como hipoglicemia, acidose metabólica e edema cerebral, 
além de alterações hepáticas, renais e musculares (Steinmann et al., 
2001). Os três tipos conhecidos de frutosemia incluem frutosúria 
essencial (FE; OMIM 229800; deficiência da enzima frutocinase), 
intolerância hereditária à frutose (IHF; OMIM 229600; deficiência da 
enzima aldolase B) e deficiência da FBfase (OMIM 229700) (Barreiros 
et al., 2005) (Figura 3). A IHF é a forma mais comum e mais grave 
(Mayatepek et al., 2010). 

Na IHF, a atividade da aldolase B hepática apresenta uma 
redução de 15% em relação aos valores normais, levando ao acúmulo de 
frutose e frutose-1-fosfato nos líquidos biológicos e tecidos de pacientes 
acometidos por essa doença (Hommes, 1993; Cox, 1994). Mais de 20 
mutações foram identificadas até o momento no gene da aldolase B, 
incluindo mutações de translocação, inversão, duplicação e deleção 
(Coffee e Tolan, 2010). A IHF apresenta uma incidência geral estimada 
de 1:40.000 recém-nascidos independentemente do gênero (Smith et al., 
2007; Coffee et al., 2010). Na Europa, a incidência dessa doença é de 
1:20.000,enquanto que na América do Norte é de aproximadamente 
1:40.000 (Tommaso, 2006). 
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Figura 3. Metabolismo da frutose nas frutosemias. Fonte: Adaptado de 
Bouteldja e Timson (2010). 

 
Pacientes afetados pela IHF são saudáveis e assintomáticos ao 

nascimento. O início dos sintomas se dá apenas quando alimentos 
contendo frutose, como frutas e vegetais, são introduzidos na dieta 
(Sánchez-Gutiérrez et al., 2002). O recém-nascido não apresenta 
nenhum distúrbio metabólico durante a lactação. Entretanto, ao se 
introduzir frutose à sua dieta, os primeiros sintomas aparecem de forma 
proporcional à ingestão desse monossacarídeo (Quintana et al., 2009). 
Crianças afetadas por IHF que sobrevivem até seis meses de idade 
apresentam melhor prognóstico, visto que, nessa idade, elas tendem a 
recusar alimentos contendo frutose (Froesch, 1976). 

Os principais sinais e sintomas da IHF incluem hipoglicemia, 
náuseas, vômitos, anorexia e distúrbios do desenvolvimento (Sánchez-
Gutiérrez et al., 2002). Outros achados clínicos são diarreia, dor 
abdominal, insuficiência renal e hepática, hepatoesplenomegalia, 
icterícia, edema, oligúria, anúria, ascite, recusa de alimentação, febre, 
convulsões e choque grave, podendo levar à morte durante as crises (Ali 
et al., 1998; Ananth et al., 2003; Coffee et al., 2010). Dentre as 
principais manifestações cerebrais estão letargia, irritabilidade, coma e 
edema cerebral (Steinmann et al., 2001). 

Com o aumento da idade, os sintomas clínicos adicionais podem 
incluir episódios de irritabilidade, sonolência, dispnéia, taquicardia, 
hipotonia muscular, hepatomegalia, doença febril com a recusa de 
alimentos e vômitos, podendo evoluir a coma e óbito (Steinmann et al., 



32 

2006). Os achados laboratoriais durante as crises metabólicas 
apresentam níveis de glicose sanguínea geralmente abaixo de 40 mg/dL 
e acúmulo de ácido láctico de até 20 mmol/L, com pH abaixo de 7,1 
(Barreiros et al., 2005; Coffee e Tolan, 2010). A IHF é diagnosticada 
pela quantificação de frutose na urina, dosagem de fosfato inorgânico 
sérico e de glicose sanguínea após a ingestão de frutose (Mayatepek et 
al., 2010). O diagnóstico confirmatório se dá pela determinação da 
atividade da enzima deficiente em biópsia hepática (Coffee e Tolan, 
2010; Mayatepek et al., 2010; Choi et al., 2012). 

O tratamento da IHF consiste basicamente na retirada de frutose, 
sorbitol e sacarose da dieta, com o intuito de evitar os sinais e sintomas 
de intoxicação (Tappy e Mittendorfer, 2012). A completa exclusão da 
frutose na alimentação é geralmente difícil e há risco constante para os 
indivíduos acometidos por IHF, devido ao uso generalizado de frutose 
como edulcorante comercial e como componente de alguns 
medicamentos e infusões parenterais (Coffee et al., 2010). O tratamento 
das crises é realizado por meio de infusão endovenosa ou administração 
oral de glicose e bicarbonato para controle de hipoglicemia e acidose 
metabólica, respectivamente, e a terapia de manutenção consiste em 
evitar o jejum prolongado e o fornecimento de dieta adequada nos 
episódios febris (Asberg et al., 2010). Em crianças com idades entre 6 
meses e 2 anos, a restrição de frutose, sacarose e sorbitol é 
especialmente recomendada (Mayatepek et al., 2010; Wirth et al., 2014). 

Apesar da IHF ser conhecida há mais de 58 anos, ainda existem 
questões que permanecem desconhecidas quanto à toxicidade da frutose 
e de seus metabólitos (Tappy e Mittendorfer, 2012). Os sintomas 
gastrointestinais como diarreia, dor abdominal e meteorismo decorrentes 
da má absorção da frutose são associados à permanência do açúcar no 
intestino, resultando no aumento da osmolaridade. Alia-se a isso o fato 
da frutose servir como substrato para fermentação bacteriana no cólon 
(Rana e Malik, 2014; Berg et al., 2015). Recém-nascidos e crianças na 
primeira infância são mais suscetíveis aos sintomas gastrointestinais em 
decorrência do atraso no desenvolvimento da capacidade do intestino de 
absorver a frutose (Nobigrot et al., 1997; Jones et al., 2011; Melchior et 
al., 2014). 

Estudos com animais e seres humanos têm demonstrado que tanto 
o consumo crônico como agudo de quantidades elevadas de frutose 
aumentam níveis de TAG, quando comparado às dietas com 
carboidratos complexos (Crescenzo et al., 2015). Isso sugere que ocorra 
aumento da síntese de lipídeos em detrimento da gliconeogênese (Song 
et al., 2012). O consumo de alto teor de frutose contribui para o 
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surgimento de doença hepática gordurosa não alcoólica, obesidade e 
resistência à insulina (Basaranoglu et al., 2015). 

Um dos principais efeitos tóxicos da frutose parece ser o acúmulo 
de frutose-1-fosfato e diminuição da disponibilidade de fosfato 
inorgânico (Elliott et al., 1967; Wang e Van, 1981), inibindo a ação da 
enzima glicogênio fosforilase hepática (Oberhaensli et al., 1987). Tal 
fato daria origem aos sintomas como hipoglicemia e acidose metabólica 
(Mayatepek et al., 2010; Lima et al., 2015), além da inibição da 
atividade da enzima frutocinase pela frutose-1-fosfato, resultando na 
diminuição da captação de frutose pelo fígado e levando ao aumento de 
frutose no plasma de pacientes com IHF. Outros efeitos tóxicos da 
frutose incluem indução de estresse oxidativo em córtex cerebral (Lopes 
et al., 2014). 

O aumento do consumo de frutose em pacientes está associado ao 
aumento de ácido úrico no plasma e a depleção intracelular detrifosfato 
de adenosina (ATP) (Abdelmalek et al., 2012; Vieira et al., 2014). 
Estudos anteriores estabeleceram que a elevação de níveis plasmáticos e 
urinários de ácido úrico em humanos era devido à rápida degradação do 
ATP hepático usada na reação da frutocinase (Perheentupa et al., 1967; 
Bjornstad et al., 2015). O excesso desse composto nitrogenado no 
organismo pode desencadear a doença conhecida por gota, além de 
cálculos renais, nas vesículas e vias biliares (Rho et al., 2011). Estudos 
recentes demonstraram que o consumo de dieta rica em frutose induz 
disfunção mitocondrial e desencadeia apoptose em músculo esquelético, 
prejudicando o metabolismo energético muscular (Jaiswal et al., 2015). 
Assim, sabe-se que inúmeros processos celulares necessitam de energia 
na forma de ATP (Nelson e Cox, 2011). Existem diferentes moléculas 
como glicose, ácidos graxos livres e aminoácidos que podem servir 
como substratos energéticos (Nelson e Cox, 2014). Havendo a disfunção 
mitocondrial pela administração aguda de frutose, ocorrerá o bloqueio 
do transporte de elétrons ou alterações do bombeamento de prótons da 
matriz para o espaço intermembranas na cadeia transportadora de 
elétrons (CTE) e, consequentemente, alterará a formação do potencial 
eletroquímico, prejudicando a fosforilação do difosfato de adenosina 
(ADP) a ATP no complexo V da CTE (Cushion et al., 2000). 

 
1.3 METABOLISMO ENERGÉTICO 

 
A frutose, à semelhança de outros monossacarídeos, pode ser um 

substrato energético em células animais (Nelson et al., 2011). Estudos 
mostram que o excesso de frutose induz disfunção mitocondrial e 
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desencadeia alterações em células do músculo esquelético, induzindo 
estresse oxidativo (Jaiswal et al.,2015). Apesar das complicações 
causadas pela frutose, este monossacarídeo é indispensável para a 
realização de várias funções, tais como transporte ativo de íons e 
moléculas e síntese de macromoléculas, incluindo biomoléculas 
envolvidas na contração muscular (Nelson e Cox, 2011). 

A energia necessária para realizar essas funções é obtida a partir 
da degradação de glicogênio ou pela oxidação de nutrientes como 
glicose ou ácidos graxos livres (Voet et al., 2008). A glicose pode ser 
obtida a partir de precursores não glicídicos como lactato, albumina, 
piruvato ou glicerol (Huidekoper et al., 2010; Nielsen et al., 2015). O 
ATP é a principal moeda energética utilizada nos processos celulares 
que exigem energia. A energia química liberada pela hidrólise desse 
nucleotídeo serve para impulsionar uma série de reações como a 
catalisada pela Na+,K+-ATPase, principal consumidora de ATP nas 
células (Lehninger et al., 2007; Voet et al., 2008). A glicose é a principal 
fonte de energia usada pela maioria das células e ocupa uma posição 
central no metabolismo energético (Benarroch, 2014). O acetil-
Coenzima A (acetil-CoA) formado pela oxidação de diversos nutrientes, 
incluindo a glicose pela descarboxilação oxidativa do piruvato catalisada 
pela enzima piruvato desidrogenase (PDH; EC 1.2.4.1), será 
completamente oxidado a CO2 no ciclo de Krebs. 

 
1.3.1 Ciclo de Krebs 

 
O ciclo de Krebs ocorre na matriz mitocondrial (Osellame et al., 

2012; Lee, 2014) e consiste em uma sequência de reações em que, em 
cada volta do ciclo, são formadas três moléculas de dinucleotídeo de 
nicotinamida e adenina reduzido (NADH), uma molécula de 
dinucleotídeo de flavina e adenina reduzido (FADH2) e uma molécula 
de trifosfato de guanosina (GTP) (Nelson e Cox, 2014). O acetil-CoA 
dará início ao ciclo ao ser condensado com o oxalacetato pela ação da 
enzima citrato sintase (CS; EC 2.3.3.1), formando o primeiro 
intermediário do ciclo de Krebs, o citrato (Kim et al., 2012). O citrato é 
convertido a isocitrato pela ação da enzima aconitase (EC 4.2.1.3) 
(Eprintsev et al., 2015), formando um intermediário instável (cis-
aconitato). Na próxima etapa, a enzima isocitrato desidrogenase (IDH; 
EC 1.1.1.42) catalisa a descarboxilação oxidativa do isocitrato para 
formar α-cetoglutarato (Leonardi et al., 2012) que, por descarboxilação 
oxidativa catalisada pelo complexo α-cetoglutarato desidrogenase (α-
KGDH; EC 1.4.1.13), resultando na formação de succinil-CoA (Gibson 



35 

et al., 2015). A enzima succinil-CoA sintetase (EC 6.2.1.4), por sua vez, 
catalisa a reação reversível entre succinil-CoA e sucinato (Li et al,. 
2013; Nolte et al., 2014), que é então oxidado pela ação da enzima 
succinato desidrogenase (SDH; EC 1.3.5.1), formando fumarato 
(Sierotzki e Scalliet, 2013). O fumarato é convertido a malato pela ação 
da enzima fumarase (EC 4.2.1.2) (Mescam et al., 2011). Finalmente, o 
malato pode ser oxidado formando oxaloacetato, através de uma reação 
catalisada pela enzima malato desidrogenase (MDH; EC 1.1.1.37) 
(Taillefer et al., 2015). 

A conservação de energia proveniente da oxidação do acetil-CoA 
se dá pela formação de equivalentes reduzidos através da transferência 
de elétrons para as coenzimas oxidadas dinucleotídeo de nicotinamida e 
adenina (NAD+) (nas reações catalisadas pelas enzimas IDH, α-KGDH e 
MDH) e dinucleotídeo de flavina e adenina (FAD) (na reação catalisada 
pela enzima SDH), bem como pela formação de uma molécula de GTP 
na reação catalisada pela succinil-CoA sintetase (Yang et al., 2014) 
(Figura 4). Estas moléculas de equivalentes reduzidas formadas no ciclo 
de Krebs podem ser oxidadas na cadeia respiratória, sendo utilizadas 
para síntese de ATP em um processo conhecido como fosforilação 
oxidativa (Masoudi-Motlagh et al., 2015). 

 

 
Figura 4 – Esquema de reações do ciclo de Krebs. Fonte: Adaptado de 
Lehninger et al. (2007). 
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1.3.2 Fosforilação oxidativa 
 
A fosforilação oxidativa é o processo pelo qual a energia 

proveniente da oxidação dos compostos da dieta é utilizada para a 
formação de ATP nas mitocôndrias, através da transferência sequencial 
de elétrons pela CTE, tendo o oxigênio como aceptor final de elétrons 
(Lee e Huttemann, 2014) (Figura 5). A cadeia respiratória é composta 
por 5 complexos proteicos, denominados: i) complexo I ou NADH 
desidrogenase (EC1.6.5.3); ii) complexo II ou SDH (EC 1.3.5.4); iii) 

complexo III ou coenzima Q-citocromo c redutase (EC 1.10.2.2); iv) 

complexo IV  ou citocromo c oxidase (EC 1.9.3.1); e v) complexo V ou 
ATP-sintase (EC 3.6.3.14) (Voet et al., 2008; Beutner et al., 2014). A 
CTE possui também elementos móveis para a transferência de elétrons 
entre os complexos: a coenzima Q ou ubiquinona, que transfere os 
elétrons dos complexos I e II para o complexo III, e o citocromo c, que 
transfere os elétrons do complexo III para o complexo IV (Voet et al., 
2008; Xu et al., 2014). Quando os elétrons são transportados através dos 
complexos I, III e IV da CTE, ocorre o bombeamento dos prótons da 
matriz mitocondrial para o espaço intermembranas, resultando na 
formação de um gradiente eletroquímico chamado de potencial de 
membrana mitocondrial (Voet et al., 2008; Beutner et al., 2014). A 
dissipação deste potencial através do complexo V fornece a força 
próton-motriz que impulsiona a fosforilação de ADP na fração F1 da 
ATP-sintase, fosforilando o ADP e, consequentemente, formando ATP 
(Juel et al., 2015). 
 

 
Figura 5. Esquema do fluxo de elétrons através dos complexos da cadeia 
transportadora de elétrons. Fonte: Nelson e Cox, 2007. 
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1.4 JUSTIFICATIVA 
 
Considerando que os mecanismos fisiopatológicos dos danos 

teciduais encontrados em pacientes acometidos por frutosemia ainda são 
pouco conhecidos, e que a frutose pode ser um agente tóxico, torna-se 
importante investigar o efeito de frutose sobre parâmetros do 
metabolismo energético, na tentativa de esclarecer a fisiopatologia da 
doença e, assim, colaborar para o estabelecimento de novas estratégias 
terapêuticas para os pacientes. 
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2. OBJETIVOS 
 
2.1 OBJETIVO GERAL 

 
Investigar o efeito da administração aguda de frutose sobre 

parâmetros bioquímicos em cérebro e tecidos periféricos de ratos jovens. 
 

2.2 OBJETIVOS ESPECÍFICOS 
 
� Investigar o efeito da administração aguda subcutânea de frutose 

sobre as atividades dos complexos da cadeia respiratória 
mitocondrial (I-IV) em córtex cerebral, fígado, rim e músculo 
esquelético de ratos jovens; 

� Investigar o efeito da administração aguda subcutânea de frutose 
sobre as atividades de enzimas do ciclo de Krebs (CS, IDH, SDH, 
fumarase e MDH) em córtex cerebral, fígado, rim e músculo 
esquelético de ratos jovens; 

� Investigar o efeito da administração aguda subcutânea de frutose 
sobre os níveis de glicose e TAG em soro de ratos jovens; 

� Investigar o efeito da administração aguda subcutânea de frutose 
sobre os níveis de glicose triacilgliceróis, colesterol e albumina em 
líquido cefalorraquidiano (LCR) de ratos jovens; 

� Investigar o efeito da administração aguda subcutânea de frutose 
sobre os níveis de lactato desidrogenase (LDH) e de lactato em soro 
de ratos jovens; 

� Investigar o efeito da administração aguda subcutânea de frutose 
sobre o conteúdo de glicogênio em músculo esquelético e fígado de 
ratos jovens. 
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3 MATERIAL E MÉTODOS 
 
3.1 ANIMAIS 

 
Neste estudo foram usados ratos Wistar machos jovens de 30 dias 

de vida, obtidos do Biotério da Universidade do Extremo Sul 
Catarinense (UNESC). Os ratos foram mantidos nas suas gaiolas até a 
data do desmame (21 dias de idade). Os animais tiveram livre acesso à 
água eao alimento. Os ratos foram mantidos em ciclos de claro-escuro 
de ±12 horas a uma temperatura de 22±1°C. A utilização dos animais 
seguiu o protocolo experimental aprovado previamente pela Comissão 
de Ética no Uso de Animais da UNESC (Protocolo n° 076/2013-2) 
(ANEXO A). Foram feitos esforços para minimizar o número de 
animais utilizados e seu sofrimento. 

 
3.2 PREPARO DA SOLUÇÃO DE FRUTOSE 

 
Para este estudo, a frutose foi dissolvida em veículo (0,9% de 

cloreto de sódio). A solução de frutose sempre foi preparada no dia dos 
experimentos e o seu pH foi ajustado para 7,4. 

 
3.3EXPERIMENTOS 
 
3.3.1 Modelo animal de frutosemia 

 
Este modelo animal de frutosemia baseia-se em um trabalho 

previamente descrito por Monteiro e colaboradores (2012). No primeiro 
experimento para o desenvolvimento do modelo animal de frutosemia, 
os ratos jovens de 30 dias de idade foram divididos em dois grupos: os 
animais do grupo 1 (controle) que receberam uma única injeção 
subcutânea (s.c) de solução salina. No grupo 2 (frutose), os animais 
receberam uma dose única de injeção s.c de frutose de 5 µmol/g de peso 
corporal (Figura 6). 

Uma hora após as administrações de solução salina e de frutose, 
os animais foram anestesiados com cloridrato de cetamina 6,6 mg/kg, e 
xilasina 0,3 mg/kg, com uma agulha fina número 23 fez-se a punção na 
cisterna magna para a obtenção do LCR para pesquisar o nível da 
glicose em córtex cerebral após uma hora da administração aguda de 
frutose; seguiu-se a eutanásia de ratos com guilhotina; foi colhido 
amostra do sangue periférico a fim de se obter o soro para pesquisa do 
nível de TAG sérico; o córtex cerebral, rins, fígado e músculo 
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esquelético foram rapidamente dissecados em placa de Petri e 
posteriormente foram armazenados a -70°C (Figura 6). 

Doze horas ou vinte e quatro horas após as administrações de 
solução salina e de frutose, os ratos foram anestesiados com cloridrato 
de cetamina 6,6 mg/kg, e xilasina 0,3 mg/kg, com uma agulha número 
23 fez-se a punção na cisterna magna para a obtenção do LCR para 
pesquisar o nível da glicose, colesterol total e de albumina em córtex 
cerebral após 12 h e 24 h da administração aguda de frutose; seguiu-se a 
eutanásia de ratos com guilhotina; foi colhido amostra do sangue 
periférico a fim de se obter o soro para pesquisa do nível de glicose, 
lactato e LDH sérico; o córtex cerebral, fígado e músculo esquelético 
foram rapidamente dissecados em placa de Petri e posteriormente foram 
armazenados a -70 °C (Figura 6). 

As estruturas foram pesadas e homogeneizadas com tampão 
SETH (sacarose 250 mM, ácido etilenodiamino tetra-acético – EDTA - 
2 mM, Trizma base 10 mM e heparina 50 UI/mL, pH, 7,4) e o 
homogeneizado obtido foi levado à centrifugação a 800x g por 10 
minutos a 4oC. O sobrenadante obtido foi separado e armazenado a -70 
oC para a dosagem das atividades das enzimas do ciclo de Krebs, os 
complexos da cadeia respiratória mitocondrial. O período máximo entre 
a preparação de homogeneizados e análises de enzimas sempre foi 
menor do que 5 dias. 
 

 
Figura 6. Delineamento experimental e linha do tempo das administrações de 
frutose. Elaborado pelo autor. 
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3.4 DETERMINAÇÃO DE PARÂMETROS BIOENERGÉTICOS 
 
3.4.1 Atividade da enzima CS: Foi avaliada de acordo com Srere (1969) 
em um meio contendo 0,1 mM 5’,5’’-ditiobis-(2-nitrobenzoato) 
(DTNB), 0,2 mM de ácido oxaloacético, 0,1 % de triton X-100, 0,1 mM 
de acetil-CoA e 100 mM de Tris-HCl, pH 8,0, e aproximadamente 3 µg 
de proteína (homogeneizado). A atividade enzimática acompanhada 
espectrofotometricamente pela redução de DTNB a 5-tio-2-
nitrobenzoato (TNB) em comprimento de onda de 412 nm. Os 
resultados são expressos em nmol TNB. min-1. mg proteina-1. 
 
3.4.2 Atividade da enzima IDH: Foi determinada em um meio contendo 
tampão Tris-HCl 33 mM, pH 7,4, 10 µM de rotenona, 1,2 nM de MnCl2, 
0,67 nM de ADP, 0,1 % de Triton X-100, 0,3 mM de NAD+, 5 mM de 
isocitrato e aproximadamente 75 µg proteína (homogeneizado) (Plaut, 
1969). A redução do NAD+ a NADH foi acompanhada 
espectrofotometricamente em comprimento de onda de 340 nm e os 
resultados estão expressos em nmol NADH. min-1. mg proteina-1. 
 
3.4.3 Atividade da enzima SDH: Esta atividade enzimática foi 
determinada de acordo com o método de Fischer e colaboradores (1985) 
acompanhando espectrofotometricamente a diminuição da absorvância 
devido à redução de 2,6-dicloroindofenol (DCIP) a 600 nm. Os 
resultados estão expressos em nmol. min-1. mg proteina-1. 
 
3.4.4 Atividade da enzima MDH: Esta atividade foi medida segundo o 
método descrito por Kitto (1969) em um meio contendo tampão fosfato 
de potássio 50 mM, pH 7,4, contendo 10 µM de rotenona, 0,3 % de 
Tween 20, 0,14 mM de NADH, 0,30 mM de oxalacetato e 25 µg de 
proteína. A atividade da MDH foi determinada seguindo 
espectrofotometricamente a oxidação de NADH em comprimento de 
onda de 340 nm. Os resultados são expressos em nmol NADH. min-1. 
mg proteina-1. 
 
3.4.5 Atividade de fumarase: Foi medida em 1 mL de tampão de fosfato 
de sódio 100 mM, pH 7,3, e 50 mM de malato. A atividade foi 
determinada pelo acompanhamento do aumento da absorvância em 
comprimento de onda de 250 nm (O’Hare e Doonan, 1985). Os 
resultados estão expressos em nmol de fumarato . min-1. mg proteina-1. 
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3.4.6. Atividade das enzimas da cadeia respiratória mitocondrial 

 
3.4.6.1 Determinação da atividade do complexo I+CoQ+III: A reação 
foi realizada em um meio contendo tampão fosfato de potássio 20 mM, 
pH 8,0, 2 mM de KCN, 10 µM de EDTA, 50 µM de citocromo c e 
alíquotas de homogeneizado contendo aproximadamente 40-80µg de 
proteínas. O meio de incubação foi mantido a 30 oC por 1 minuto. A 
reação se iniciou pela adição de 25 µM de NADH. As absorvâncias 
foram registradas por 3 minutos, após os quais foram adicionados 10 
µM de rotenona. A atividade do complexo I+CoQ+III foi medida pelo 
aumento na absorvância causada pela redução do citocromo c a 550 nm 
(Schapira et al., 1990). Os resultados estão expressos em nmol . min-1 . 
mg de proteína-1. 
 
3.4.6.2 Determinação da atividade do complexo II: O meio de 
incubação constituiu-se de tampão fosfato de potássio 40 mM, pH 7,4, 
16 mM de succinato de sódio (16 mM) e 8 µM de DCIP. Inicialmente 
pré-incubou-se com 40-80 µg de proteínas do homogeneizado a 30 oC 
por 20 minutos. Logo após, foram adicionados ao meio 4 mM de azida 
sódica e 7 µM de rotenona e iniciou-se a reação com a adição de 40 µM 
de DCIP. As absorbâncias foram registradas por 5 minutos a 600 nm. A 
atividade do complexo II foi determinada pela diminuição da 
absorvância devida à redução do DCIP (Fischer et al., 1985). Os 
resultados estão expressos em nmol . min-1 . mg de proteína-1. 
 
3.4.6.3 Determinação da atividade do complexo II+CoQ+III: O meio 
de reação, constituído de tampão fosfato de potássio 40 mM, pH 7,4, 
contendo 16 mM de succinato de sódio, foi pré-incubado com 40-80 µg 
de proteínas do homogeneizado a 30 oC por 30 minutos. Em seguida, 
foram adicionados 4 mM de azida sódica e 7 µM de rotenona e a reação 
se iniciou pela adição de 0,6 µg/mL de citocromo c. As absorbâncias 
foram registradas por 5 minutos a 550 nm. A atividade do complexo 
II+CoQ+III foi determinada pelo aumento da absorvância causado pela 
redução do citocromo c (Fischer et al., 1985). Os resultados estão 
expressos em nmol . min-1 . mg de proteína-1. 
 
3.4.6.4 Determinação da atividade do complexo IV: O meio de 
incubação continha tampão fosfato de potássio 10 mM, pH 7,0, N-
dodecil-D-maltosídeo 0,6 mM e 10-20 µg de proteínas 
(homogeneizado). A reação foi iniciada com a adição de 0,7 µg de 
citocromo c reduzido. A atividade enzimática foi medida a 25 oC por 10 
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minutos e foi determinada pelo decréscimo na absorvância a 550 nm 
devido à oxidação de citocromo c previamente reduzido (Rustin et al., 
1994). Os resultados estão expressos em nmol . min-1 . mg de proteína-1. 
 
3.5 DETERMINAÇÃO DE PARÂMETROS BIOQUÍMICOS 
 
3.5.1 Determinação dos níveis de glicose, albumina, TAG, colesterol, 
LDH e lactato: os níveis destes marcadores foram avaliados em soro e 
LCR por kits comerciais de acordo com o fabricante (Labtest® e 
Analisa®). 
 
3.5.2 Determinação do conteúdo de glicogênio: foi medido no 
músculo esquelético e no fígado de acordo com Krisman (1962), com 
algumas modificações. Os tecidos foram homogeneizados em KOH 33 
% e fervidos a 100 °C durante 20 min, com agitação. Após resfriamento, 
às amostras foi acrescentado etanol 96% e essas foram aquecidas outra 
vez à ebulição e depois resfriadas em banho de gelo para precipitar o 
conteúdo de glicogênio. Os homogeneizados foram centrifugados a 
1300 x g durante 15 min. O sobrenadante foi descartado e os sedimentos 
foram neutralizados com solução saturada de NH4Cl. O sedimento foi 
aquecido a 100 °C durante 5 min e solubilizado em água. O conteúdo de 
glicogênio foi determinado por tratamento com reagente de iodo e a 
absorvância foi medida a 460 nm. Os resultados estão expressos em mg 
de glicogênio/g de tecido. 
 
3.6 QUANTIFICAÇÃO DE PROTEÍNAS TOTAIS 
 

A determinação de proteínas foi realizada através do método de 
Lowry e colaboradores (1951), usando-se albumina sérica bovina como 
padrão. 

 
3.7 ANÁLISE ESTATÍSTICA 

 
Para a comparação entre duas médias, foi utilizado o teste t de 

Student para amostras independentes. As análises estatísticas foram 
feitas pelo programa Pacote Estatístico para Ciências Sociais (SPSS) 
versão 16.0. Foram consideradas diferenças significativas quando o 
valor de p<0,05. 
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4 RESULTADOS 
 

Após uma hora da administração de frutose, avaliou-se a 
influência deste carboidrato sobre as atividades dos complexos da CTE, 
observando-se um aumento da atividade do complexo I-III no fígado 
(p<0,01) (Figura 7A), quando comparados aos animais do grupo 
controle. Não foi observada nenhuma alteração na atividade do 
complexo I-III em córtex cerebral, rim e músculo esquelético. 
Observou-se também uma redução das atividades dos complexos II e II-
III no músculo esquelético de animais que receberam frutose, quando 
comparados aos animais do grupo controle (p<0,05 e p<0,001, 
respectivamente) (Figuras 7B e 7C). Por outro lado, não se observaram 
alterações nas atividades destes complexos nos demais tecidos 
estudados. A administração aguda de frutose não alterou a atividade do 
complexo IV da CTE em nenhum dos tecidos investigados quando 
avaliados 1 h após as administrações (Figura 7D). 
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Figura 7. Efeitos da frutose 1 h após a sua administração aguda sobre as 
atividades dos complexos da cadeia respiratória mitocondrial em córtex 
cerebral, fígado, rins e músculo esquelético de ratos jovens. (A) Atividade do 
complexo I-III; (B) Atividade do complexo II; (C) Atividade do complexo II-
III; (D) Atividade do complexo IV. Os dados representam médias ± erro padrão 
para 6 animais por grupo e estão expressos em nmol . min-1 . mg proteína-1 . 
*p<0,05; **p<0,01; ***p<0,001 comparados ao grupo controle (Teste t de 
Student para amostras independentes). 
 

As atividades das enzimas SDH e MDH também foram 
analisadas em animais que receberam frutose agudamente uma hora 
antes da eutanásia. Observou-se que a atividade da SDH não foi afetada 
com a administração de frutose agudamente (Figura 8A). Por outro lado, 
a atividade de MDH aumentou no rim dos animais que receberam 
frutose, em comparação com o grupo controle (p<0,05) (Figura 8B). 
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Figura 8. Efeitos da frutose 1 h após a sua administração aguda sobre as 
atividades dos complexos da cadeia respiratória mitocondrial em córtex cerebral, 
fígado, rins e músculo esquelético de ratos jovens. (A) Atividade da enzima 
succinato desidrogenase (SDH); (B) Atividade da enzima malato desidrogenase 
(MDH). Os dados representam médias ± erro padrão para 6 animais por grupo e 
estão expressos em nmol. min-1 . mg . proteína-1. *p<0,05 em comparação com o 
grupo controle (Teste t de Student para amostras independentes). 
 

A seguir, avaliou-se o efeito da administração aguda de frutose 1 
h antes da eutanásia sobre os níveis de glicose e TAG em líquidos 
biológicos de ratos; observou-se que os níveis de glicose foram 
semelhantes entre os grupos estudados. Por outro lado, os níveis de 
TAG sérico foram aumentados nos animais que receberam 
administração de frutose agudamente, em comparação ao grupo controle 
(p<0,05) (Tabela 1). Avaliou-se também a influência da administração 
aguda de frutose sobre parâmetros bioquímicos em LCR de ratos 12 h e 
24 h após a administração do carboidrato. Observou-se que os níveis de 
colesterol total aumentaram 12 h após a administração aguda de frutose. 
Em contraste, os níveis de albumina diminuíram 12 h após a 
administração deste carboidrato (Tabela 1). Observou-se também que, 
24 h após a administração de frutose, os níveis de colesterol total e de 
albumina no LCR não foram diferentes em comparação ao grupo 
controle. Os níveis de glicose no LCR não foram alterados em nenhum 
dos tempos avaliados no presente estudo (Tabela 1). 
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Tabela 1. Níveis glicose, triacilgliceróis (TAG), colesterol total e 
albumina em líquidos biológicos 1, 12 e 24 h após a administração 
aguda de frutose em animais submetidos a um modelo experimental de 
frutosemia. 

 Controle Frutose 
 1 h  

Glicose (LCR) 70,6 ± 9,1 75,4 ± 8,7 
TAG (sérico) 125,8 ± 16,9 252,6 ± 15,4* 

 12 h  
Glicose 69,5 ± 4,96 59,42 ± 6,84 
Colesterol total 6,88 ± 0,98 13,5 ± 1,00*** 
Albumina 0,31 ± 0,06 0,18 ± 0,01* 

 24 h  
Glicose 34,9 ± 7,05 36,3 ± 4,32 
Colesterol total  26,4 ± 0,92 26,88 ± 1,09 
Albumina 0,07 ± 0,006 0,09 ± 0,03 
Os dados representam médias ± erro padrão para 6 animais por grupo e estão 
expressos em mg/dL. *p <0,05; ***p<0,001 comparados ao grupo controle 
(Teste t de Student para amostras independentes). 
 
Também foi avaliado o efeito da administração aguda de frutose sobre 
os níveis séricos de LDH e de lactato em ratos 12 h após a 
administração deste monossacarídeo. Observou-se que os níveis de 
lactato sérico aumentaram 12 h após a administração de frutose em 
comparação ao grupo controle, e tais níveis retornaram aos valores 
normais 24 h após a administração. Por outro lado, a atividade da LDH 
não foi alterada 12 h e 24 h após a administraçãode frutose (Tabela 2). 
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Tabela 2. Níveis séricos de lactato desidrogenase (LDH) e de lactato em 
animais submetidos a um modelo experimental de frutosemia 12 h e 24 h 
após a administração de frutose. 

 
Adicionalmente, determinou-se o conteúdo de glicogênio em músculo 
esquelético e fígado de ratos que sofreram eutanásia 24 h após a 
administração de frutose. Não foi observada diferença significativa entre 
os grupos em nenhum dos tecidos (Tabela 3). 
 
Tabela 3. Conteúdo de glicogênio em músculo esquelético e fígado de 
ratos 24 h após a administração de frutose. 

 
Por fim, investigou-se o efeito da administração aguda de frutose 

sobre as atividades das enzimas do ciclo de Krebs 24 h após a 
administração desse carboidrato em córtex cerebral de ratos. Os 
resultados demonstram um aumento da atividade da MDH em córtex 
cerebral dos animais submetidos ao modelo de frutosemia em 
comparação com grupo controle. Por outro lado, as atividades das 
enzimas CS, IDH, SDH e fumarase não foram alteradas pela 
administração de frutose (Figura 8). 
 
 

 Controle Frutose 
 12 h  
LDH         494 ± 40,1 448 ± 73,2 
Lactato 12,1 ± 0,97 21,7 ± 4,00* 
 24 h  
LDH 113 ± 2,86 119 ± 2,94 
Lactato 18,8 ± 2,78 12,3 ± 0,44 
Os dados representam médias ± erro padrão da média para 6 animais por grupo 
e estão expressos em UI/dL para os níveis de LDH e mg/dL para os níveis de 
lactato. *p < 0,05 em comparação com grupo controle (Teste t de Student para 
amostras independentes). 

 Controle Frutose 
Músculo esquelético 0,39 ± 0,05 0,41 ± 0,6 
Fígado 0,35 ± 0,04 0,33 ± 0,06 
Os dados representam médias ± erro padrão da média para 6 animais por grupo 
e estão expressos em mg de glicogênio/g de tecido. Não foram observadas 
diferenças significativas entre os grupos (Teste t de Student para amostras 
independentes). 
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Figura 9. Efeitos da administração aguda de frutose sobre as atividades das 
enzimas (A) citrato sintase (CS), (B) isocitrato desidrogenase (IDH), (C) 
succinato desidrogenase (SDH), (D) fumarase e (E) malato desidrogenase em 
córtex cerebral de ratos após 24 h após a administração de frutose. Os dados 
representam médias ± erro padrão para n igual 6 animais por grupo e estão 
expressos em nmol . min-1 . mg proteína-1. *p<0,05 comparados ao grupo 
controle (Teste t de Student para amostras independentes).
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5 DISCUSSÃO 
 
A IHF é caracterizada por um aumento importante das 

concentrações de frutose em tecidos e fluidos biológicos de pacientes 
(Steinmann et al., 2001). No presente estudo, demonstrou-se um 
aumento da atividade do complexo I-III da CTE em fígado e uma 
inibição das atividades dos complexos II e II-III em músculo esquelético 
de ratos 1 h após a administração de frutose agudamente. Sabe-se que os 
complexos I e III da cadeia respiratória são os principais geradores de 
espécies reativas de oxigênio (ERO) (Dröse e Brandt, 2012). 
Previamente, foi descrito que a administração aguda de frutose provoca 
estresse oxidativo em córtex cerebral de ratos jovens, aumentando os 
níveis de substâncias reativas ao ácido tiobarbitúrico (TBA-RS) e o 
conteúdo de grupos carbonila, ambos marcadores de dano oxidativo, 
aliados à diminuição da atividade da enzima antioxidante catalase 
(Lopes et al., 2014). Outros estudos indicaram que a administração 
aguda de frutose induziu estresse oxidativo em coração e fígado de ratos 
(Busserolles et al., 2002; Mellor et al., 2010) e que a dieta rica em 
frutose induz disfunção mitocondrial e apoptose em músculo esquelético 
(Jaiswal et al., 2015). Neste contexto, ERO geradas em excesso podem 
causar danos a componentes mitocondriais (Schapira, 1998), inclusive 
em nível do complexo II (Myers et al., 2010; de Oliveira et al., 2013; 
Garnol et al., 2014). Assim, não se pode excluir que o estresse oxidativo 
possa ser um fator que contribua para a inibição relativa dos complexos 
mitocondriais II e II-III em músculo esquelético de ratos que receberam 
a frutose agudamente. A administração de frutose também aumentou a 
atividade de MDH em rim, uma enzima mitocondrial importante 
envolvida na bioenergética celular. As alterações do metabolismo 
mitocondrial têm efeitos deletérios sobre a função da célula e sua 
sobrevivência, especialmente em tecidos altamente dependentes do 
consumo energético, tais como tecido cerebral e muscular (Cadenas 
e Davies, 2000). No presente estudo, o músculo esquelético mostrou 
maior vulnerabilidade durante a administração de frutose em relação a 
parâmetros bioenergéticos, em comparação com os outros tecidos. 

O GLUT5 é expresso principalmente no fígado (Douard e 
Ferraris, 2008), que possui uma taxa elevada de extração de frutose 
(Kim et al., 1988), rendendo a acessibilidade de grande parte de frutose 
ingerida na dieta. Tal fato pode induzir o acúmulo de diacilgliceróis e 
proteína cinase ativada por mitógeno 8 (MAPK8), o que favorece a 
inflamação no fígado através da ativação da lipogênese, diminuindo a 
transdução do sinal da insulina, o que resulta na diminuição da 
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tolerância à glicose (Chan et al., 2013). Por outro lado, favorece a 
dislipidemia e a esteatose hepática (Johnson et al., 2007; Yokozawa et 
al., 2008). 

Adicionalmente, avaliou-se o perfil bioquímico do LCR de 
animais submetidos a um modelo experimental de frutosemia 12 h e 24 
h após a administração aguda de frutose. Observou-se que o nível de 
glicose no LCR não alterou em animais do grupo frutose 12 h e 24 h 
após a administração de frutose em comparação com o grupo controle. 
Por outro lado, os níveis de albumina no LCR diminuíram 12 h após a 
administração de frutose em comparação com o grupo controle. Além 
disso, 24 h após a administração de frutose, os níveis de albumina, e 
glicose do grupo frutose em LCR se restabeleceram aos do grupo 
controle. A diminuição dos níveis dessa proteína observadas em 12 h 
após a administração de frutose não se pode atribuir à má nutrição já que 
os níveis de albumina no LCR, diferente de albumina no soro, não estão 
relacionadas com o estado nutricional do organismo (Wade et al., 1988). 
Ainda segundo Wade e colaboradores (1988) observaram que ratos em 
jejum possuíam os níveis de albumina inalterados no LCR, enquanto no 
soro, os níveis de albumina diminuíram. Monteiro e colaboradores 
(2012) mostraram que os níveis de albumina no soro não alteraram em 
12 h e 24 h após a administração de frutose agudamente. 

Outros estudos mostraram que houve a diminuição de albumina 
no LCR em pacientes afetados por esclerose múltipla e doença de 
Alzheimer (Hybelova et al., 2009; Ribeiro et al., 2012). Neste estudo os 
níveis de albumina também diminuíram em córtex cerebral após 12 h 
após a administração de frutose sendo que essa diminuição poderia ser 
atribuída à proteólise, o que implicaria na falta de substrato glicose 
obtido a partir da gliconeogênese. No entanto, esse aspecto pode ser 
eliminado já que os níveis de glicose no LCR não alteraram neste 
modelo animal em estudo. Em paciente com frutosemia sempre se 
observa a hipoglicemia após o consumo de frutose por causa de inibição 
de enzimas da gliconeogenese, glicolítica e glicogênio fosforilase, mas 
no modelo animal a glicose no LCR e no soro não alterou por isso 
sugere-se mais estudos para melhor entender a descrepância da 
frutosemia em pacientes e em modelo animal. 

O colesterol total em LCR é de cerca de 6-7 mg/dL. Tem sido 
amplamente relatado que a frutose estimula a síntese de lipídios 
incluindo o colesterol no fígado (Hwang et al., 1987; Hulman e Falkner, 
1994; Laville e Nazare, 2009; Tran et al., 2009; Chou et al., 2011), mas 
ainda existem poucos estudos avaliando esses parâmetros no cérebro. 
Sugeriu-se que os níveis elevados de colesterol no LCR servem como 
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marcador de disfunção cognitiva (Leoni et al., 2013; Trushina et al., 
2013). Embora pouco conhecido os efeitos de frutose no sistema 
nervoso central, alguns estudos demonstraram a associação entre o 
consumo elevado de frutose e um fator de risco significativo para o 
desenvolvimentode demência (Johnson et al., 2007; Marriott et al., 
2009; Stephan et al., 2010). Ainda, estudos pré-clinicos mostraram que 
uma dieta rica em frutose (60 % de frutose na dieta durante 6 semanas) 
produziu os efeitos prejudiciais no cérebro de hamsters (Mielke et al., 
2005) e  prejudicou a memória espacial em ratos (Ross et al., 2009). O 
aumento dos níveis de colesterol no LCR foi observado também em 
pacientes afetados por xantomatose cerebrotendínea (Salen et al., 1987; 
Torres et al., 2010) e em esclerose múltipla (van de Kraats et al., 2014). 
Os níveis de colesterol no LCR aumentaram em ratos que receberam 
frutose 12 h após a sua administração em ratos. É possível que o 
aumento dos níveis do colesterol provocado pela administração de 
frutose esteja relacionado com a função cognitiva prejudicada que foi 
encontrada em ratos que se alimentaram com alto teor de frutose (Cao et 
al., 2007; Stranahan et al., 2008; Ross et al., 2009; Hsu et al., 2014). 

Avaliou-se também o efeito da administração aguda de frutose 
sobre o estado energético no soro de animais e foi observado que a 
atividade de LDH em soro de animais que receberam frutose não teve 
diferença significativa quando comparada ao grupo controle. Por outro 
lado, a administração aguda de frutose aumentou os níveis de lactato em 
soro de ratos do grupo frutose 12 h após a sua injeção em comparação 
com o grupo controle. O estudo feito por Monteiro e colaboradores 
(2012), mostrou que o nível de glicose sérico não alterou em ratos do 
grupo de frutose. O aumento dos níveis de lactato no soro sem afetar a 
glicólise sugere a possível disfunção mitocondrial. Tendo em vista que a 
disfunção mitocondrial aponta o aumento dos níveis de lactato no soro, 
neste estudo avaliou o efeito da administração aguda de frutose nas 
atividades de enzimas do ciclo de Krebs em homogeneizados de córtex 
cerebral, em 24 h após administração de frutose. Observou-se que a 
atividade de MDH aumentou em córtex cerebral enquanto as atividades 
de CS, IDH, SDH e fumarase não foram alteradas em animais que 
receberam frutose em comparação com o grupo controle. O aumento da 
atividade de MDH mostrou-se também aumentada em cérebro de 
pacientes afetados pela esquizofrenia e pela doença de Alzhemeir, 
avaliação realizada post mortem em regiões afetadas pelo estresse 
oxidativo (Op den Velde e Stam, 1976; Bubber et al., 2005). Shi e 
Gibson (2011) demonstram que H2O2 aumentou a atividade de MDH nas 
células hipocampais pelo aumento do nível de mRNA do gene que 
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expressa a enzima. Neste contexto, Lopes e colaboradores (2014) 
demonstraram que a administração aguda de frutose induziu danos 
oxidativos a lipídeos e a proteínas e alterou as enzimas de defesa 
antioxidante em córtex cerebral. O aumento de atividade da MDH ainda 
não é bem conhecido no cérebro. Contudo, especula-se que o aumento 
dos níveis das atividades da MDH causado pela administração aguda de 
frutose em córtex cerebral seja induzido pelo estresse oxidativo. 

Sabe-se que a MDH é a última enzima do ciclo de Krebs que 
restaura os níveis de oxaloacetato para permitir a oxidação contínua de 
acetil-CoA na mitocôndria. Durante esta reação, os equivalentes 
reduzidos de NADH produzidos no ciclo de Krebs são oxidados no 
complexo I da cadeia respiratória (Dupourque e Kun, 1969). O MDH 
participa também na lançadeira de malato-aspartato, no transporte de 
elétrons de NADH citosólico para matriz mitocondrial para ser oxidado 
na cadeia respiratória, já que as membranas mitocondriais são 
impermeáveis a esta coenzima. O aumento da atividade da enzima MDH 
sem aumento paralelo de outras atividades enzimáticas do ciclo de 
Krebs pode conduzir ao aumento da relação NADH/NAD+, o que 
poderá levar finalmente ao bloqueio do ciclo de Krebs, já que NAD+ 

também é necessário nas atividades das enzimas IDH e α-KGDH. Esse 
efeito bioenergético pode influenciar no dano da função cognitiva, na 
plasticidade sináptica e na neurogênese hipocampal, bem como na perda 
neuronal causada pela frutose (Cao et al., 2007; Stranahan et al., 2008; 
Ross et al., 2009; Stephan et al., 2010; Van der Borght et al., 2011; 
Rafati et al., 2013). Neste estudo, os níveis de lactato encontraram-se 
aumentados em soro de animais 12 h após a administração de frutose. 
Por outro lado, os níveis de glicose em soro não foram alterados 12 h e 
24 h após a administração de frutose (Monteiro et al., 2012). Tal 
resultado é contraditório em relação à hipoglicemia encontrada em 
pacientes acometidos por IHF. Portanto, são necessários mais estudos 
para elucidar este efeito. 

No presente trabalho, observou-se que a frutose administrada 
agudamente ocasiona alterações bioenergéticas e bioquímicas em córtex 
cerebral e tecidos periféricos de animais e que tais efeitos podem ocorrer 
até 24 h após essa administração. Caso tais achados possam ser 
extrapolados para a condição humana, poderiam colaborar para o melhor 
entendimento dos mecanismos fisiopatológicos dos danos teciduais 
apresentados por pacientes afetados pela IHF. 
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6 CONCLUSÃO 
 
Esse estudo demonstrou que a frutose exerce efeitos neurotóxicos 

em córtex cerebral de ratos submetidos a um modelo animal de 
frutosemia. Dados deste estudo indicam que a administração aguda de 
frutose induz disfunção do metabolismo energético mitocondrial, o que 
pode contribuir para a patogênese de pacientes com frutosemia. Os 
dados também sugerem que a toxicidade de frutose pode desempenhar 
um papel relevante nos sintomas neurológicos observados em pacientes 
afetados por frutosemia. 
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ANEXO A- CARTA DE APROVAÇÃO DA COMISSÃO DE 
ÉTICA NO USO DE ANIMAIS 
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