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1. antioxidante. 2. ecofisiologia. 3. espécies 
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“Climate plays an important part in determining the average numbers of a species, and periodical 
seasons of extreme cold or drought, I believe to be the most effective of all checks.” 

 
Charles Darwin – On the Origin of Species by Means of Natural Selection (1859)  

 
 
 

“Living creatures press up against all barriers; they fill every possible niche all the world over. [...] 
We see life persistent and intrusive – spreading everywhere, insinuating itself, adapting itself, 

resisting everything, defying everything, surviving everything!” 
 

John Arthur Thomson – The Outline of Science (1922) 
 
 
 

“How have living systems, which are based on a common set of biochemical structures and 
processes and subject to a common set of physical-chemical laws, been able to adapt to the 

enormously wide spectrum of environmental conditions found in the biosphere?” 
 

Peter Hochachka and George Somero – Biochemical Adaptation (2002) 
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RESUMO 

 

A evolução selecionou um conjunto de adaptações fisiológicas e bioquímicas comuns em 
animais que toleram amplas variações de parâmetros ambientais em suas histórias de vida. 
Devido à dependência para produção de energia e a relação com a produção de espécies 
reativas de oxigênio (ROS), situações de flutuação dos níveis de O2 são condições 
potencialmente deletérias para animais. Ambientes extremos que afetam a disponibilidade e 
consumo de O2 incluem eventos de anóxia, hipóxia, congelamento, desidratação severa, 
exposição aérea de organismo de respiração aquática e estivação. Uma estratégia comum 
de animais submetidos a tais situações é a elevação dos níveis de antioxidantes endógenos. 
Esta estratégia foi batizada de “Preparo para o Estresse Oxidativo” (POS). Os objetivos 
deste trabalho foram: (i) propor um mecanismo molecular detalhado de ativação do POS em 
condições de baixa de oxigênio; (ii) desenvolver critérios de classificação e classificar 
espécies, determinando a prevalência do POS no reino animal; e (iii) verificar a ocorrência 
do POS em duas espécies de anuros da Caatinga durante a estivação na natureza. A 
compilação de dados fragmentados na literatura indica um acionamento do POS via 
aumento da produção de ROS durante a hipóxia. Segundo este modelo, durante a hipóxia 
haveria um aumento da produção mitocondrial de ROS, ativando fatores de transcrição 
sensíveis a alterações redox (Nrf2, FoxO, HIF-1 e NF-κB), que, por sua vez, promoveriam a 
expressão de antioxidantes endógenos. A classificação de animais usando diferentes 
critérios revelou que o POS é, de fato, uma estratégia amplamente utilizada por animais de 
8 filos diferentes. A proporção de animais que apresentam o POS (POS-positivas) durante a 
privação de O2 depende do estresse ao qual o animal é submetido. O percentual de 
espécies POS-positivas foi de 54-77%, 64-77% e 75-86% nos casos de exposição aérea, 
anoxia e congelamento respectivamente. Dentre animais expostos à estivação e a 
desidratação a prevalência foi maior, atingindo valores de 91-100%. No caso da hipóxia, a 
prevalência de animais POS-positivos foi de 37,5-53%, dependendo do critério usado. A alta 
prevalência do POS no reino animal reforça a importância da modulação de antioxidantes 
em situações de privação de O2. Considerando que resultados de animais do campo podem 
ser mais ecologicamente relevantes que aqueles de animais em condições artificiais de 
laboratório, investigamos a modulação de antioxidantes no músculo de duas espécies de 
anuros da Caatinga, Pleurodema diplolistris e Proceratophrys cristiceps, durante a estivação 
sem intervenção experimental. Para tanto, foram analisadas as atividades de enzimas 
antioxidantes, enzimas metabólicas e a concentração de glutationa (nas formas reduzida e 
dissulfeto). Em ambas espécies, houve queda de 36% da atividade de citrato sintase 
muscular em animais estivando coletados durante a estação seca comparados com animais 
ativos. As atividades de catalase, glutationa peroxidase (total) e glutationa peroxidase (H2O2) 
aumentaram em ambas as espécies durante a estivação. Em P. diplolistris os aumentos 
foram de 74%, 74% e 73% respectivamente. Já em P. cristiceps os aumentos foram de 
48%, 57% e 78% respectivamente. O aumento da capacidade antioxidante de ambas as 
espécies é o primeiro registro da ocorrência do POS em animais estivando livremente na 
natureza. 

 

Palavras-chave: Antioxidante; Ecofisiologia; Espécies Reativas de Oxigênio; Estivação; 

Hipóxia.  
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ABSTRACT 

 

Evolution has selected a set of biochemical and physiological adaptations in animals that 
tolerate wide variations of environmental parameters. Due to its roles in energy metabolism 
and in reactive oxygen species (ROS) generation, fluctuations in O2 availability are 
potentially deleterious to animals. Extreme environments in which oxygen availability and 
consumption are strongly affected include events of hypoxia, anoxia, freezing, severe 
dehydration, aerial exposure of aquatic organisms, and estivation. The increase in 
endogenous antioxidants levels is a common strategy of animals submitted to such 
situations. This strategy was coined “Preparation for Oxidative Stress” (POS). The aim of this 
study was: (i) to propose a detailed molecular mechanism for the activation of POS under 
low oxygen stresses; (ii) to design classification criteria and classify species, determining the 
prevalence of POS in animals; and (iii) to verify the occurrence of POS in two anurans from 
the Caatinga during estivation in their natural environment. Published data indicates that 
POS could be activated by a surge in ROS production during hypoxia. According to this 
model, the rise in ROS generation would activate redox-sensitive transcription factors (Nrf2, 
FoxO, HIF-1 e NF-κB), leading to enhanced antioxidant defenses. The proportion of POS-
positive species in the animal kingdom depends on the nature of the low oxygen stress. The 
prevalence of POS-positive species was 54-77%, 64-77% and 75-86% for aerial exposure, 
anoxia and freezing respectively. In the case of estivation and dehydration the prevalence 
was higher, reaching 91-100%. For hypoxia, the prevalence of POS-positive animals was 
37.5-53%, depending on the criteria. The high prevalence of POS-positive species highlights 
the important role of antioxidant modulation during low oxygen stresses. Considering that 
results from field-collected animals might be more ecologically relevant than those from 
laboratory experiments, we investigated the modulation of antioxidants in the muscle of two 
anuran species from the Caatinga, Pleurodema diplolistris and Proceratophrys cristiceps, 
during estivation without experimental intervention. To do so, we measured the activities of 
metabolic and antioxidant enzymes, as well as the concentration of reduced and disulfide 
glutathione. In both species, the activity of citrate synthase decreased by 36% in the muscle 
of estivating animals collected in the dry season compared to active animals collected in the 
rainy season. The activities of catalase, glutathione peroxidase (total) and glutathione 
peroxidase (H2O2) increased in both species during estivation. In P. diploslistris, they 
increased by 74%, 74% and 73% respectively. While they increased by 48%, 57% and 78% 
respectively in P. cristiceps. Such enhanced antioxidant capacity in both species is the first 
report of POS occurrence in animals estivating under natural conditions. 

 

Keywords: Antioxidant; Ecophysiology; Reactive Oxygen Species; Estivation; Hypoxia. 
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1 CAPÍTULO 1 – INTRODUÇÃO GERAL 

Mesmo ocupando ambientes muito distintos, os seres vivos apresentam um 

arcabouço bioquímico característico comum. Grupos de biomoléculas, vias 

metabólicas básicas, estrutura de membranas biológicas, além das maquinarias de 

transcrição e tradução, são compartilhados entre as diferentes formas de vida. Não 

obstante, a vida prospera em habitats, aparentemente, inóspitos, incluindo lagos 

hipersalinos, zonas com temperaturas abaixo de zero, regiões sem qualquer oxigênio 

e desertos extremamente secos. Por exemplo, formas de vida são registradas em um 

amplo intervalor de condições ambientais, desde -70°C, no caso de insetos do ártico 

durante o inverno, até 130°C, no caso de archeas que habitam fontes hidrotermais, 

ou em extremos de salinidade, desde 0 mOsmol L-1, no caso de invertebrados de 

água doce, até 3.500 mOsmol L-1 no caso de artêmia (Somero, Lockwood, e 

Tomanek 2016). As estruturas químicas básicas à vida (e.g. proteínas, ácidos 

nucleicos e membranas lipoproteicas) e os processos em que participam são 

sensíveis ao ambiente em que estão e, na natureza, podem ser expostos a extremos 

de temperatura, baixa disponibilidade de água, incidência de radiação e excesso de 

espécies químicas reativas (e.g. radicais livres). A manutenção da homeostase (i.e. 

um ambiente interno constante), diante de um ambiente em frequente mudança, 

depende de mecanismos cooperativos agindo simultaneamente ou sucessivamente, 

resistindo a alterações das condições de estado estacionário de maneira organizada 

e autocontrolada (Cannon 1932).  

Adaptações bioquímicas (i.e. alterações de estrutura, função, regulação e 

níveis de biomoléculas e reações metabólicas) permitem que organismos respondam 

aos desafios ambientais e mantenham condições adequadas no ambiente interno 

(Storey 2004). De maneira geral, a adaptação pode ser definida como uma 

caraterística que favorece a aptidão (fitness) de um organismo em seu habitat de 

maneira que seus efeitos positivos atuais são consequência da vantagem evolutiva 

que tal característica propiciou no momento evolutivo em que surgiu (Hochachka e 

Somero 2002). Diferentes mecanismos moleculares viabilizam as adaptações 

bioquímicas, que podem ser observadas ao nível transcricional, traducional ou 

proteico (Tabela 1, Figura 1). No curto prazo, a resposta a um estímulo externo é 

geralmente a modulação de processos já operantes na célula (e.g. modificações pós-

traducionais), se o estímulo persistir, a resposta envolve a expressão de genes para 
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mediadores ainda não operantes ou para mediadores já operantes a fim de se 

aumentar sua quantidade (Hochachka e Somero 2002). 

 

Tabela 1. Mecanismos comuns de adaptação bioquímica e manutenção da homeostase.  

Mecanismo Exemplo Modelo animal Referência 

1
Surgimento de novas proteínas ou 

recrutamento para novas funções 

Proteínas anticongelamento derivadas de 
lectinas tipo-C (cálcio dependente) 
originalmente com função de 
reconhecimento de carboidratos 
associados a patógenos 

Peixes residentes 
em regiões polares 

(Storey 2004) 

2
Controle sobre a estrutura da 

cromatina 

Redução dos níveis relativos de histona 
H3 acetilada e fosforiladas no tecido 
muscular promovendo a compactação da 
cromatina 

Esquilos durante a 
hibernação 

(Morin e Storey 2006) 

3
Alterações em elementos de 

resposta e fatores transcrição 

Maior translocação para o núcleo e maior 
atividade de ligação ao DNA do fator de 
transcrição FoxO1, resultando em maiores 
níveis de transcritos regulados por FoxO1 
no fígado 

Rãs expostas à 
desidratação 

(Malik e Storey 2011) 

4
Alterações nos níveis de 

transcritos 

Aumento dos níveis de transcritos para a 
enzima glutationa peroxidase nas 
brânquias 

Gastrópodes 
marinhos privados 
de oxigênio 

(De Zoysa et al. 2009) 

5
Controle sobre a maquinaria de 

tradução 

Aumento dos níveis relativos do fator de 
iniciação eucariótico 2α fosforilado levando 

a inibição global da tradução hepática 

Rãs durante a 
estivação 

(Pakay et al. 2003) 

6
Supressão transcritos por 

microRNAs 

Aumento dos níveis dos microRNAs 
miRNA-16-1 e miRNA-15a associado à 
inibição da tradução da proteína ciclina D1 
no fígado 

Tartarugas expostas 
à anóxia 

(Biggar e Storey 2012) 

7
Alterações na distribuição de 

isoformas 

Mudanças na contribuição relativa de 
diferentes isoformas de superóxido 
dismutase para a atividade total 

Mexilhões expostos 
ao ar 

(Letendre et al. 2008) 

7
Alterações na quantidade total de 

proteína 

Aumento na concentração da proteína 
superóxido dismutase dependente de 
manganês no cérebro 

Peixes pulmonados 
durante a estivação 

(Page et al. 2010) 

8
Modificações pós-traducionais e 

alterações nas propriedades 
cinéticas 

Maior nível de fosforilação da enzima 
catalase no músculo resultando em maior 
afinidade pelo substrato H2O2 e maior 
velocidade máxima de atividade 

Rãs expostas ao 
congelamento 

(Dawson e Storey 2016) 

9
Alterações na concentração de 

substratos e cofatores 
Aumento da concentração hepática do 
peptídeo glutationa  

Peixes expostos à 
hipóxia 

(Wilhelm Filho et al. 2005) 

10
Alterações na atividade 

enzimática máxima 
Maior atividade de glutationa peroxidase 
no músculo 

Caracóis expostos à 
anóxia 

(Welker, Moreira, e 
Hermes-Lima 2016) 

Os mecanismos citados na tabela estão interconectados e raramente ocorrem de modo isolado. Por exemplo, a redução dos níveis 

relativos de fosforilação e acetilação de histona H3 está associada a maior atividade de histonas deacetilases (HDAC), que, por 

sua vez, está associada a uma maior concentração de proteínas HDAC1 e HDAC4 (Morin and Storey 2006).  
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Figura 1. Do genoma à função. Esquema simplificado das etapas entre informação 
genômica e função. A adaptação bioquímica pode ocorrer por alterações em cada uma 
dessas etapas. Os números sobrescritos referem-se aos mecanismos e exemplos 
descritos na tabela 1.1. O processo de degradação ilustrado em vermelho determina a 
meia-vida de transcritos de proteínas. As diferenças de meia-vida entre transcrito e 
proteína para um gene explicam a baixa correlação entre mRNA e proteína 
(Schwanhäusser et al. 2011). A degradação de proteínas ainda tem importante papel de 
vias de fatores de transcrição e no controle dos níveis de proteínas danificadas. Figura 
elaborada com ilustrações adaptadas de Servier Medical Art. 

 

Animais dependem de elementos básicos (água e nutrientes), além de fatores 

abióticos favoráveis, para a geração de energia e síntese de biomoléculas, 

processos fundamentais para a manutenção da vida. Entretanto, muitas espécies 

animais são expostas durante sua história de vida a períodos de severa escassez de 

tais recursos. A duração da exposição a condições ambientais desfavoráveis (e.g. 

extremos de temperatura, falta de oxigênio, hiposalinidade, hipersalinidade, 

indisponibilidade de alimento, restrição hídrica) pode durar horas, dias, meses, ou até 

anos (Figura 2). Eventos sazonais de extrema restrição de recursos são 

reconhecidamente determinantes para a sobrevivência e o sucesso reprodutivo de 

espécies animais, exercendo importante papel na seleção natural (Darwin 1859).  

A ocorrência de condições ambientais desfavoráveis, de forma sazonal ou 

não, restringe os períodos em que o crescimento, o desenvolvimento e a reprodução 

são viáveis. Em regiões de clima temperado ou polar, a variação da incidência de 

radiação solar resulta em quatro estações do ano bem definidas com alterações 

marcantes de temperatura e fotoperíodo ao longo do ano. Já regiões tropicais não 

estão sujeitas a alterações amplas de fotoperíodo, sofrendo alterações menos 

marcantes entre as estações do ano. Entretanto, áreas tropicais e subtropicais 

expõem animais a temporadas de privação de recursos, geralmente associadas a 
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períodos de baixa umidade intercalados por períodos de chuva/alta umidade (e.g. 

Figura 2D), representando importantes desafios para a adaptação de seus 

habitantes.  

 

 

Figura 2. Variações naturais de parâmetros ambientais essenciais à viabilidade de 
animais ocorrem em diferentes escalas de tempo. (A) Variação da concentração de 
oxigênio no interior do tentáculo de Anemonia viridis contendo simbiontes Stylophora 
pistillata em resposta a exposição à luz (símbolos vazios) e ao escuro (símbolos pretos) 
(Richier et al. 2003). A linha pontilhada demarca o nível de normoxia. (B) Variação 
circadiana da concentração de oxigênio em uma lagoa na região amazônica contendo 
peixes dos gêneros Apistogramma e Aequidens (Kramer et al. 1978). A linha pontilhada 
demarca o nível de saturação de oxigênio nas condições mensuradas. (C) Variação da 
concentração de oxigênio ao longo dos meses em local de coleta de peixes Colossoma 
macropomum no Rio Solimões (Almeida-Val et al. 1990). (D) Variação da umidade relativa 
do ar em Brasília com destaque para as estações secas (sombreadas) ao longo de dois 
anos (INMET, estação Brasília). Nesta região, em resposta a baixa umidade e 
indisponibilidade de recursos, lagartas Chlosyne lacinia interrompem seu desenvolvimento 
e adotam um estado de depressão metabólica até o retorno de condições ambientais 
favoráveis (Moreira 2014). 

 

Nestas situações, muitos animais dependem de adaptações comportamentais, 

morfológicas, fisiológicas e bioquímicas para combater perturbações da homeostase 

causadas por um ambiente desfavorável e sobreviver. Os parâmetros ambientais 

para os quais as adaptações animais foram mais estudadas são a temperatura, a 
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concentração de oxigênio, a disponibilidade de água e mudanças de osmolaridade   

(Somero, Lockwood, e Tomanek 2016). A adoção de um estado de intensa 

depressão metabólica é uma resposta típica de animais desafiados por ambientes 

inviáveis para sobrevivência e reprodução (Storey e Storey 2007, 2012; Storey 

2015). Tal condição de hipometabolismo é mantida até que a disponibilidade de 

recursos seja reestabelecida, quando desenvolvimento, crescimento e reprodução 

são retomados. As espécies animais desafiadas aos limites da capacidade fisiológica 

discutidas nas próximas seções representam modelos singulares de adaptação 

bioquímica.  

 

1.1 Oxigênio – Disponibilidade, Distribuição, Obtenção e Metabolismo 

1.1.1 Oxigênio e Metabolismo 

O oxigênio (O) é estimado como o terceiro elemento mais comum do universo, 

atrás de hidrogênio e hélio (Dole 1965). Na crosta terrestre, o oxigênio é o elemento 

mais abundante, correspondendo a 46,6% (por massa) da crosta continental 

(Lutgens e Tarbuck 2015). Na atmosfera atual, 20,95% do ar seco é constituído de 

oxigênio molecular (O2), o alótropo mais estável de oxigênio. Outros alótropos mais 

reativos são, por exemplo, o ozônio e o oxigênio singleto. O oxigênio molecular 

exerce papel central para organismos vivos, participando de duas reações críticas: a 

fotossíntese (1) e a respiração (2): 

 

2H2O → O2 +  4H+ +  4e−                                       (1) 

O2 + 4H+ + 4e−  → 2H2O                                         (2) 

 

 A atmosfera terrestre, entretanto, durante os primeiros bilhões de anos do 

planeta continha virtualmente nenhum O2. A história da terra pode ser dividida em 

três principais períodos em relação à distribuição de O2 no ambiente: (i) 4,6 a 2,4 

bilhões de anos atrás (Ga), não havia quantidade significativa de O2 na atmosfera; (ii) 

2,4 a 0,54 Ga, quando a concentração de O2 começou a subir gradualmente na 

atmosfera e na superfície dos oceanos, mas o fundo do oceano ainda era anóxico; e 

(iii) 0,54 a 0 Ga, quando a atmosfera e os oceanos tornaram-se ambientes 

oxigenados (Dietrich, Tice, e Newman 2006). O aumento ainda dos níveis de O2 
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atmosférico, a aproximadamente 2,4 Ga, é conhecido como o Grande Evento de 

Oxidação (GOE) (Holland 2002). A inserção de O2 na atmosfera é atribuída ao 

surgimento da fotossíntese, realizada por cianobactérias basais. A sincronia entre o 

surgimento da fotossíntese e o GOE permanece incerta (Lyons, Reinhard, e 

Planavsky 2014). Apenas mais recentemente, a 0,5 Ga os níveis de O2 atmosféricos 

atingiram valores próximos aos atuais de 21% (Canfield e Teske 1996), período que 

coincide com o aparecimento explosivo de animais e plantas terrestres no registro 

geológico (Hsia et al. 2013). Contudo, a relação entre este evento e os níveis de 

oxigênio ainda não foi inequivocamente demonstrada (Fox 2016). Desde então o 

conteúdo de O2 atmosférico flutuou dentro da faixa de 10 a 35% estando associado a 

diferentes eventos evolutivos, como, por exemplo, grandes extinções e a ocorrência 

de gigantismo (Hsia et al. 2013). 

A disponibilidade de O2 no ambiente propiciou o desenvolvimento de vias 

eficientes de produção de energia, nas quais cadeias transportadoras levam elétrons 

ao O2. Em células animais, esta via ocorre nas mitocôndrias. O oxigênio molecular 

também é substrato para diversas reações biológicas (e.g. reações catalisadas por 

oxidases, oxigenases e hidroxilases). Além de seu efeito na produção energética por 

seres vivos, a inserção de O2 na atmosfera teve outros efeitos críticos para a vida na 

terra: a produção de ozônio (O3), formando uma camada na estratosfera, e a 

indisponibilização de íons ferrosos (Fe2+), potencialmente danoso por gerar espécies 

altamente reativas, no ambiente aquático (Halliwell e Gutteridge 2015). O uso de 

oxigênio permite uma maior extração de energia de nutrientes quando comparado a 

vias independentes de O2. O maior rendimento energético possibilitou o surgimento 

de seres multicelulares complexos, que evoluíram em um ambiente relativamente 

rico em oxigênio. Consequentemente, muitos organismos são extremamente 

sensíveis a situações de privação de O2.  

Para manterem-se vivas, as células precisam sustentar taxas adequadas de 

produção e consumo (turnover) de energia. Nas células, a energia necessária para 

favorecer reações em sistemas biológicos está na forma de ATP e potencial redutor. 

O ATP é utilizado como fonte de energia livre em um grande número de reações 

biológicas, incluindo síntese de macromoléculas a partir de precursores, transporte 

de substâncias e contração muscular. O potencial redutor, na forma de NADPH, é 

necessário para etapas redutoras de vias de biossíntese (e.g. síntese de ácidos 

graxos) e para abastecer sistemas antioxidantes. Em células de mamíferos, os 
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processos biológicos que correspondem ao maior consumo de ATP são a síntese de 

proteínas (25-30% do consumo) e o funcionamento de bombas iônicas (19-28% por 

Na+-K+-ATPase e 4-8% por Ca2+-ATPase) (Rolfe e Brown 1997). Outras vias com 

contribuição significativa são a síntese de mRNA e a gliconeogênese (Rolfe e Brown 

1997). Cabe ressaltar que a contribuição de cada processo ao consumo de O2 

associado à produção de ATP depende do tipo celular. Por exemplo, no tecido 

cardíaco o maior consumo (50%) corresponde à contração muscular, enquanto no 

tecido renal o maior consumo (40-70%) corresponde à atividade de Na+-K+-ATPase 

(Rolfe e Brown 1997). Em cultura, o consumo global de O2 de células de mamíferos 

varia de < 1 a > 350 amol célula-1 s-1 de acordo com o tipo celular (Wagner, 

Venkataraman, e Buettner 2011).  

Os processos biológicos dependem, direta ou indiretamente, do fluxo de 

elétrons em reações de redução-oxidação (redox). Os principais grupos de moléculas 

que realizam o transporte de elétrons em reações metabólicas são nucleotídeos (e.g. 

NAD, NADP, FMN e FAD), quinonas (e.g. ubiquinona), centros ferro-enxofre (e.g. 

aconitase e complexo III) e citocromos (e.g. complexo III) (Halliwell e Gutteridge 

2015). Em organismos heterotróficos, os elétrons provenientes da oxidação de 

macronutrientes reduzidos são transferidos para transportadores de elétrons, as 

coenzimas NAD e FAD, conservando a energia livre resultante do catabolismo de 

substratos. Tais coenzimas exercem sua função de transporte de elétrons passando 

pelos estados oxidados (NAD+ e FAD) e reduzidos (NADH e FADH2) reversivelmente 

em diversas reações redox. Os transportadores reduzidos pelos elétrons da 

degradação de nutrientes são oxidados na mitocôndria ao entregar elétrons para 

complexos multiproteicos. Os pontos de entrada de elétrons são os complexos I e II, 

de onde os elétrons seguem o trajeto ubiquinona, complexo III, citocromo c, 

complexo IV, onde os elétrons são entregues ao O2, formando água (Figura 3). Uma 

molécula de O2 é reduzida a duas moléculas de H2O ao receber 4 elétrons. A energia 

resultante do fluxo de elétrons pelos complexos movimenta prótons da matriz para o 

espaço intermembranas. O acúmulo de prótons no espaço intermembranas gera um 

gradiente eletroquímico que favorece o retorno de prótons para a matriz. Este retorno 

ocorre através da ATP sintase (ou complexo V) e fornece energia para a fosforilação 

de ADP, produzindo ATP (Mitchell 1961). O fluxo de elétrons pela cadeia 

transportadora de elétrons mitocondrial (ETC) é mantido por seu aceptor final O2. 
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Figura 3. Esquema simplificado da cadeia transportadora de elétrons na membrana 
interna mitocondrial. A cadeia transportadora de elétrons consiste de quatro complexos 
multiproteicos que transferem elétrons, na forma de NADH ou FADH2, oriundos da oxidação 
de nutrientes no ciclo do ácido cítrico para o aceptor final O2. Elétrons provenientes dos 
complexos I e II são transferidos ao complexo III através da ubiquinona (Q). A ubiquinona 
recebe dois elétrons nos complexos I e II e os entrega ao sitio QO do complexo III. O 
complexo III transfere elétrons ao citocromo C (C). O complexo IV transfere elétrons do 
citocromo c ao O2 formando H2O. O fluxo de elétrons pelos complexos movimenta prótons 
através da membrana interna para o espaço intermembranas contra seu gradiente. O 
resultado é um acúmulo de prótons no espaço intermembranas gerando um gradiente 
eletroquímico. A produção de ATP ocorre pelo retorno de prótons à matriz mitocondrial 
através da F1/F0 ATP-sintase (complexo V). A força próton-motriz (Δp) que favorece o 
retorno de prótons para a matriz é a combinação do potencial de membrana (Δψm, gradiente 
elétrico de cargas) e o gradiente de pH (ΔpHm, gradiente de concentração de H+) (Perry et 
al. 2011). Figura elaborada com ilustrações adaptadas de Servier Medical Art.  

 

A taxa metabólica de um organismo é comumente estimada por métodos de 

respirometria (ou calorimetria indireta), nos quais são realizadas aferições da taxa de 

consumo de oxigênio (Lighton 2008). O consumo global de O2 de um organismo 

reflete a soma das taxas de consumo de O2 mitocondrial de todos os seus tecidos 

(Suarez e Moyes 2012). Por conseguinte, pode-se estimar, ainda que de forma 

limitada, as taxas de turnover de ATP. A limitação deve-se a existência de outros 

processos celulares consumidores de O2 (e.g. vazamento de prótons na ETC) e de 

vias de produção de ATP independentes de O2 (Rolfe e Brown 1997). Ainda assim, a 

taxa de consumo de O2 é amplamente utilizada como indicador da taxa metabólica 

de um organismo, que pode ser vista como o custo de manutenção da homeostase. 

Em outros termos, este é o custo de manter o alto grau de organização peculiar aos 

organismos vivos e resistir à segunda lei da termodinâmica (Hochachka e Somero 

2002). 
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Portanto, a presença de O2 na atmosfera terrestre propiciou o surgimento de 

vias metabólicas capazes de produzir grandes quantidades de ATP, ao ser utilizado 

como aceptor final de elétrons. Tal evento está associado ao aparecimento de 

formas de vidas complexas, que em sua maioria tornaram-se dependentes de um 

suprimento adequado de O2 dentro de uma faixa estreita de concentração. A 

disponibilidade de O2 ambiental pode flutuar para valores além dos limites dessa 

faixa, disparando respostas biológicas para reverter a privação ou o excesso de O2. 

Em última análise, o oxigênio molecular é consumido majoritariamente na 

mitocôndria recebendo 4 elétrons no complexo IV. Como será discutido na seção 1.2, 

entretanto, o O2 pode ser parcialmente reduzido em outros locais da ETC dando 

origem a espécies reativas de oxigênio potencialmente deletérias.  

 

1.1.2 Disponibilidade de Oxigênio em Ambientes Terrestres e Aquáticos 

Na atmosfera terrestre atual o O2 ocupa aproximadamente (20,95%) do 

volume de ar seco, sendo o volume restante ocupado por gases como N2 (78,09%), 

Ar (0,93%) e CO2 (0,04%) (Williams 2016). A concentração percentual desses gases 

mantém-se constante na atmosfera, devido à contínua mistura causada por correntes 

de convecção, ocorrendo oscilações significativas apenas nos limites da atmosfera 

(Schmidt-Nielsen 2013).  Entretanto, a pressão parcial dos gases pode ser muito 

reduzida em grandes altitudes. Por exemplo, mesmo o conteúdo volume a volume de 

O2 permanecendo constante, sua pressão parcial cai pela metade a 5800 m em 

relação ao nível do mar (Peacock 1998). A pressão parcial de um determinado gás 

em uma mistura corresponde à pressão hipotética que tal gás exerceria se estivesse 

sozinho, enquanto a pressão total é a soma da pressão parcial de cada um de seus 

constituintes. Variações da pressão parcial têm particular importância, pois é a 

pressão parcial de oxigênio que governa seu transporte por difusão através de 

barreiras fisiológicas, não, necessariamente, sua concentração. Isso se deve à Lei de 

Henry, que afirma que a quantidade de determinado gás dissolvido em uma fase 

líquida é proporcional à pressão parcial do gás na fase gasosa adjacente. Desta 

forma, a difusão de gases ocorre de regiões de alta pressão parcial para regiões de 

baixa pressão parcial, tendendo ao equilíbrio entre as duas fases.  

A queda da pressão de oxigênio em altitudes elevadas afeta diretamente a 

tensão de O2 na circulação de animais (Figura 4A) (Banchero, Grover, e Will 1971). 
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Nos ambientes terrestres, a altitude é o principal fator que afeta a pressão parcial de 

oxigênio, mas, em alguns microhabitats, atividades de consumo (respiração) e 

produção O2 (fotossíntese) por organismos, além de reações abióticas de oxidação e 

barreiras físicas para o movimento de gases, podem alterar a disponibilidade de O2. 

Em microhabitats terrestres específicos, tais como um formigueiro (145 mmHg) ou 

um tronco em decomposição (133 mmHg), a pressão de O2 pode ser ligeiramente 

menor que no ambiente em que se encontram (153 mmHg) (Krogh 1959). Em alguns 

casos, o encharcamento do solo por chuvas pode tampar os poros na superfície 

impedindo a comunicação com a atmosfera (Figura 4B). No caso de mamíferos com 

hábitos fossoriais, a concentração de O2 no interior de tocas subterrâneas naturais 

pode ser reduzida pela limitação de troca gasosa com o exterior e pelo consumo de 

seus residentes, atingindo, por exemplo, 6% em abrigos naturais do roedor Geomys 

bursarius (Arieli 1979). Os principais fatores que determinam a disponibilidade de O2 

no interior de tais ambientes são: o consumo de seus residentes; a locomoção dos 

animais (promovem a movimentação do ar no interior da toca); o conteúdo de água 

do solo; a profundidade e a arquitetura da toca; e a temperatura (Arieli 1979). 
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Figura 4. Alterações da disponibilidade de oxigênio e seus efeitos em ambientes 
terrestres. (A) Pressão parcial de O2 na atmosfera e tensão de O2 circulante em 
lhamas (Lama glama) próximas ao nível do mar (260 m) e após aclimatação de 10 
semanas a 3420 m de altitude (Banchero et al. 1971). (B) Pressão parcial de O2 na 
fase gasosa do solo de uma floresta a 30 cm de profundidade, antes da ocorrência de 
uma chuva (tempo 0) e horas após a chuva (Ege 1916 apud Krogh 1959). A inundação 
do solo bloqueia a difusão entre o subsolo e atmosfera. À medida que a água escoa e 
o solo desidrata a difusão é reestabelecida e a pressão parcial de O2 aumenta. 

 

Os ambientes terrestres e aquáticos diferem em relação à disponibilidade de 

O2. Quando comparada ao ar, a água tem um conteúdo muito menor de O2. A 15°C 

um corpo d’água em equilíbrio com a atmosfera contém 7 mL de O2 por litro de água, 

enquanto 1 L de ar contém 209 mL (Schmidt-Nielsen 2013). Outro fator que 



19 
 

 

 

diferencia os meios aéreo e aquático é a constante de difusão (K) do O2, definida 

como o volume de gás que se difunde por área em determinado intervalo de tempo. 

A temperatura de 20°C, o valor de K do O2 no ar é de 1,1 × 10 cm2 atm-1 min-1, já na 

água o valor de K é de 3,4 × 10-5 cm2 atm-1 min-1 (Schmidt-Nielsen 2013). Portanto, a 

difusão de O2 na água ocorre lentamente, de maneira que perturbações nos níveis 

de O2 no ambiente aquático levam mais tempo para serem equilibradas. Além da 

pressão parcial na fase gasosa, a temperatura, a solubilidade do gás e a presença 

de solutos são fatores abióticos que afetam quantidade de O2 dissolvido na água  

(Figura 5) (Weiss 1970). Além dos fatores abióticos, a atividade de organismos 

aquáticos é capaz de alterar drasticamente os níveis de oxigênio. Devido a tais 

diferenças e pelos aspectos discutidos a seguir, espécies aquáticas são 

consideradas mais propensas à exposição à privação de oxigênio que espécies 

terrestres (Bickler e Buck 2007). De fato, a hipóxia em ambiente aquáticos é um 

fenômeno comum (Welker et al. 2013). 

 

 

Figura 5. Variação da concentração de oxigênio em função 
da temperatura e salinidade. Concentração de oxigênio 
dissolvido (mg L-1) na água em equilíbrio com atmosfera de 
20,94% de O2 ao nível do mar (760 mmHg) com 100% e 
umidade relativa em diferentes temperaturas e graus de 
salinidade. A concentração de O2 cai com o aumento de 
temperatura e/ou com o aumento da força iônica. Por exemplo, 
a solubilidade do O2 a 10°C é de 9,09 mg L-1 e de 11,36 mg L-1 
na água do mar e em água destilada respectivamente. Já a 
25°C as solubilidades caem para 6,78 mg L-1 e 8,26 mg L-1 
respectivamente. Figura elaborada com dados de Wagner et al. 
(2011). 
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O oxigênio presente em ambientes aquáticos é majoritariamente proveniente 

da atmosfera por difusão ou da atividade biológica de organismos (fotossíntese de 

vegetais e cianobactérias). Como a fotossíntese depende da luz, que tem penetração 

limitada, ambos os processos ocorrem na camada mais superficial da água (zona 

eufótica), resultando na formação de gradientes verticais de O2 (Figura 6). Tais 

gradientes são diretamente afetados pelo conteúdo de matéria orgânica e 

temperatura, fatores que influenciam diretamente a atividade de organismos. Além 

da simples difusão, movimentos de correntes de ar e água auxiliam a dispersão do 

O2 nos ambientes aquáticos, de maneira que rios tendem a ter maior concentração 

de oxigênio que lagos. Em altas latitudes, o congelamento sazonal da superfície de 

lagos aprisiona seus residentes em um ambiente isolado da atmosfera, no qual o 

consumo de O2 ao longo do tempo pode levar a severa privação da disponibilidade 

de O2 (Hermes-Lima e Zenteno-Savín 2002).  

 

 
 
 
 
 

Figura 6. Gradientes verticais de O2 
dissolvido em ambientes aquáticos. 
Em ambientes aquáticos a 
concentração de O2 dissolvido tende a 
cair à medida que se distancia da 
superfície, onde ocorre a difusão e a 
irradiação solar, formando um 
gradiente. A presença de organismos 
no ambiente e fatores abióticos afetam 
o perfil de distribuição do oxigênio. (A) 
Lago oligotrófico (i.e. baixo conteúdo de 
matéria orgânica). (B) Lago eutrófico 
(i.e. alto conteúdo de matéria orgânica). 
(C) Lago eutrófico protegido de 
correntes de ar. Dados obtidos de 
Lampert e Sommer (Lampert e Sommer 
2007). 

 

 

 

 

  



21 
 

 

 

Em determinados ecossistemas, há um gradiente horizontal da concentração 

de O2. Por exemplo, em um sistema de riacho (rico em O2) desembocando em uma 

região pantanosa (pobre em O2), ocorre a redução gradual dos níveis de O2 (Figura 

7) (Joyner-Matos et al. 2007). Em outro tipo de habitat, a água armazenada no solo 

forma ecossistemas aquáticos subterrâneos com características próprias, habitado 

por muitos invertebrados. A disponibilidade de O2 nestes ambientes aquáticos 

subterrâneos está sujeita aos mesmos entraves citados acima (Malard e Hervant 

1999). 

 

 

 
 
 
Figura 7. Gradiente horizontal de O2 
dissolvido em ambiente aquático. A 
concentração de O2 dissolvido cai à 
medida que a água de um riacho 
adentra um pântano (rico em matéria 
orgânica). Dados de Joyner-Matos et 
al. (2007). 

 

 

 

 

Em oceanos, abaixo da zona superficial eufótica (onde a produção e difusão 

de O2 superam a demanda), o conteúdo de oxigênio é reduzido pela respiração de 

organismos e pela decomposição de matéria orgânica (Ulloa et al. 2012). Mais 

abaixo, a concentração de O2 volta a subir pela introdução de águas relativamente 

densas ricas em oxigênio provenientes de regiões polares e subpolares (Wyrtki 

1962). Desta forma, dentro de faixas de profundidade intermediárias, de algumas 

centenas de metros, a disponibilidade de O2 é muito reduzida (Figura 8). Este perfil 

de distribuição de oxigênio é observado nos principais oceanos (Rabalais, Turner, e 

Wiseman 2002). As zonas de mínimo de oxigênio (OMZ) são áreas marinhas de 

profundidade intermediária que não sofrem mistura significativa de água oxigenada, 

que podem variar em faixa de profundidade, extensão e concentração de O2 (Sen 

Gupta e Machain-Castillo 1993). Uma das maiores OMZs, localizada no golfo do 

México, também chamada de “Zona Morta”, apresentou extensão de 20.700 m2 em 

2001 apresentando sítios sem qualquer O2 dissolvido detectável (Rabalais, Turner, e 
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Wiseman 2002). Ainda assim as OMZs abrigam animais. Por exemplo, peixes-

lanterna (Actinopterygii: Myctophydae) permanecem em profundidades típicas de 

OMZ (com pO2 ≤1 kPa) durante o dia e migram para profundidades menores (21 

kPa) durante a noite para obtenção de alimento (Lopes et al. 2013).  

Além da ocorrência de hipóxia, também são observadas situações de 

hiperóxia em ambientes aquáticos. A hiperóxia ocorre quando a concentração de O2 

dissolvido supera o nível de saturação da água. Tal fenômeno é causado pela 

atividade de organismos fotossintetizantes expostos à luz solar. Desta forma, a 

hiperóxia ocorre comumente na superfície de ambientes aquáticos (Figura 2B) e em 

microhabitats específicos (Figura 2A). Por exemplo, a presença de simbiontes expõe 

os organismos hospedeiros a ciclos diários de hipóxia-hiperóxia associados a 

incidência solar (Richier et al. 2003). Em tanques de aquicultura, a adição artificial de 

O2 também gera hiperóxia (Kristensen et al. 2010). 

 

Figura 8. Gradiente vertical de O2 dissolvido em oceanos. Na 
zona fótica superficial o conteúdo de O2 é relativamente alto 
devido à fotossíntese e a difusão. Abaixo da zona fótica, o 
consumo de O2 supera as capacidades fotossintéticas e de 
difusão (da atmosfera ou de camadas inferiores). 
Consequentemente, ocorre a formação de zonas de oxigênio 
mínimo (OMZ) em profundidades intermediárias. Abaixo dessas 
zonas os níveis de O2 voltam a subir devido ao suprimento de 
águas mais profundas e a baixa concentração de matéria 
orgânica. Dados de um sítio do oceano pacífico (Paulmier e Ruiz-
Pino 2009). 
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As condições ambientais sob as quais animais estão naturalmente submetidos 

podem ser permanentemente desfavoráveis, ou apresentar extremos sazonalmente 

ou em intervalos de tempo mais curtos. Dado o exposto, percebe-se que variações 

na disponibilidade de O2 são comuns na natureza e podem ocorrer em diferentes 

escalas de tempo e espaço. Para manter suprimento adequado de O2 para produção 

de ATP, os animais migram para regiões mais favoráveis (quando possível) ou 

contam com ajustes fisiológicos e bioquímicos para compensar o déficit. 

 

1.1.3 Cascata de Transporte de Oxigênio – da Atmosfera à Mitocôndria 

Para exercer seu papel fundamental como aceptor final de elétrons na cadeia 

transportadora de elétrons, o oxigênio molecular precisa ser obtido da atmosfera e 

transportado até a mitocôndria. A chamada cascata de transporte de O2 consiste de 

4 etapas fundamentadas nos processos de convecção e difusão. As quatro 

etapas/resistências são: a ventilação de ar atmosférico (ou água no caso de 

respiração aquática) sobre a superfície respiratória (e.g. pulmões e brânquias), a 

difusão através da superfície respiratória até a circulação, a distribuição pela 

circulação (etapa na qual o oxigênio é geralmente transportado ligado a pigmentos 

respiratórios) e a difusão da circulação para os tecidos (nesta etapa também pode 

ocorrer a participação de proteínas que se ligam ao O2, por exemplo, mioglobina e 

neuroglobina, Figura 9). Em muitas espécies de invertebrados, a etapa de 

“circulação” ocorre por difusão simples. Um quinto fator importante em relação à 

disponibilidade de oxigênio para as células é o consumo de O2 pelas mitocôndrias. 

Em condições de estado estacionário, estes processos são regulados de maneira a 

manter o suprimento de O2 equivalente à sua demanda, assim como manter a 

eliminação CO2 equivalente à sua produção. Devido à natureza especializada de 

diferentes tecidos, cada órgão/tecido tem uma tensão de oxigênio ótima para seu 

adequado funcionamento (Tabela 2) (Carreau et al. 2011), assim como diferentes 

células têm demandas distintas de O2, consumindo oxigênio em velocidades 

variáveis de acordo com o tipo celular, função e estado metabólico (Wagner, 

Venkataraman, e Buettner 2011). 
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Figura 9. Cascata de transporte O2. O transporte do 
O2 no ambiente até as mitocôndrias de animais 
dependem de 4 etapas por dois mecanismos de 
transferência de massa, convecção e difusão. (1) 
Ventilação de ar (ou água no caso de respiração 
aquática) pela superfície respiratória (convecção). (2) 
Difusão do oxigênio através da superfície respiratória 
(e.g. epitélio respiratório de pulmões ou brânquias). (3) 
Transporte do oxigênio pela circulação até os tecidos 
(convecção). (4) Difusão entre circulação e o interior 
celular. A quinta etapa (5) é o consumo de O2 pela 
mitocôndria que determina o gradiente de O2 entre 
célula e circulação. Figura elaborada com contornos 
de formas adaptadas de Servier Medical Art. 

 

 
 
 
 
 
 
 

Tabela 2. Níveis basais de pressão parcial (mmHg) e 
concentração (%) de O2 da atmosfera até a mitocôndria. 
A quantidade de O2 decresce gradualmente desde o ar 
inspirado até diferentes porções do sangue, diferentes 
órgãos e regiões e em células de humanos (Carreau et 
al. 2011).  

Local pO2 (mmHg) O2 (%) 

Ambiente     

  Ar 160 21.0 

  Ar inspirado (Traqueia) 150 19.7 

  Ar inspirado (Alvéolo) 110 14.5 

Sangue     

  Sangue arterial 100 13.2 

  Sangue venoso 40 5.3 

Tecido     

  Rim 72.0 9.5 

  Intestino 57.6 7.6 

  Pulmão 42.8 5.6 

  Fígado 40.6 5.4 

  Cérebro 33.8 4.4 

  Músculo 29.2 3.8 

  Pele (5-10 µm) 8.0 1.1 

  Pele (45-65 µm) 24.0 3.2 

  Pele (100-120 µm) 35.2 4.6 

Célula     

  Célula 9,9 - 19,0 1,3 - 2,5 

  Mitocôndria < 9,9 <1,3 
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Ao longo das etapas da cascata de transporte a disponibilidade de O2 é 

gradualmente reduzida até atingir os tecidos, suas células e mitocôndrias, onde a 

tensão de O2 é muito menor que na atmosfera (Figura 10). Como será discutido na 

seção 1.2, o O2 pode dar origem a espécies químicas altamente reativas, capazes de 

reagir com virtualmente todos os tipos de biomoléculas afetando suas estruturas e 

funções.  Por este motivo, alguns autores interpretam as barreiras de transporte de 

O2, e a consequente redução da pressão parcial, da atmosfera até as células como 

uma estratégia evolutiva para reduzir a exposição a altos níveis de O2, reduzindo 

potenciais danos oxidativos (Hsia et al. 2013). Nesta mesma linha de raciocínio, a 

compartimentalização da respiração, protegendo o citosol de espécies reativas, pode 

ser vista como uma das funções da mitocôndria (Abele 2002). 

 

 

Figura 10. Efeito das barreiras da cascata de transporte na 
tensão de O2 em vertebrados. A tensão de O2 decai 
gradualmente à medida que o oxigênio é movido da atmosfera 
até as células, passando pela superfície respiratória e 
circulação. 1 ventilação, 2 difusão pela superfície respiratória, 3 
transporte até os tecidos, 4 difusão dos capilares às células. 
Figura baseada em dados de Carreau et al. (2011) e Hsia et al. 
(2013). 

 

Evidentemente, a quantidade de oxigênio disponível no ambiente afeta 

diretamente a capacidade de oferta de O2 para os tecidos. Mas, em algumas 

situações, mesmo havendo disponibilidade de O2 no ambiente, a oferta de oxigênio 

para os tecidos e células é severamente restringida pela limitação de uma ou mais 

etapas da cascata de transporte de oxigênio. Uma dessas situações é o mergulho de 

aves e mamíferos. Durante o mergulho, a ventilação dos pulmões é completamente 

interrompida abolindo a captação de O2 da atmosfera, ocorre bradicardia e ocorre 

vasoconstrição, expondo os animais a quadros de isquemia e hipoxemia (Meir et al. 
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2009). O resultado, por exemplo, é uma concentração de lactato no sangue 15 vezes 

maior (~13,5 mM) ao final do mergulho comparado ao momento pré-mergulho (~0,9 

mM) (Hochachka e Somero 2002). O acúmulo de produtos de vias anaeróbicas (e.g. 

lactato) é comumente utilizado como indicador de privação de oxigênio.  

Um outro exemplo é a atividade muscular intensa, que pode aumentar 

significativamente a demanda por oxigênio e superar a capacidade de distribuição 

pela circulação. Consequentemente, células musculares podem ficar em um estado 

de privação de oxigênio, quando vias independentes de O2 são ativadas e um 

acúmulo de produtos de via anaeróbicas é observado (Diamant, Karlsson, e Saltin 

1968). Outra circunstância é a tolerância ao congelamento de animais durante o 

inverno em altas latitudes, cujos líquidos corporais são congelados e a perfusão 

cessa completamente. A privação de oxigênio é indicada pelo aumento nos níveis de 

lactato em diversos tecidos de tartarugas após congelamento (Storey et al. 1988). 

Quando as células animais são expostas à privação de oxigênio ajustes fisiológicos 

coordenados são acionados afetando as diferentes etapas da cascata de O2, e 

também na taxa de consumo de O2 (i.e. taxa metabólica), minimizando o déficit de O2 

na tentativa de equilibrar oferta e demanda (Powell, Milsom, e Mitchell 1998; Porteus 

et al. 2011). Dentre as respostas à privação de oxigênio, a depressão do 

metabolismo destaca-se por ser amplamente distribuída dentre as espécies animais 

e condições ambientais (seção 1.5).  

Portanto, percebe-se que não só a disponibilidade de O2 ambiental, mas 

também situações específicas (e.g. ausência de ventilação durante o mergulho, 

interrupção da perfusão sanguínea durante o congelamento, elevado consumo de O2 

durante atividade intensa) interferem na cascata de transporte de O2, podendo 

resultar em oferta insuficiente de O2 às células. Por outro lado, a privação de O2 

ambiental dispara adaptações fisiológicas que podem compensar o déficit ambiental, 

de maneira que reduções discretas na disponibilidade de O2 no ambiente não 

necessariamente privam as células de oxigênio. 

 

1.2 Espécies Reativas de Oxigênio 

Apesar de seu importante papel como aceptor final de elétrons, o O2 é tóxico 

(Fridovich 1995). Ele participa direta ou indiretamente de reações de oxidação de 

biomoléculas. Tal toxicidade deriva de sua capacidade de originar radicais livres e 
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outras espécies reativas. Um radical livre é definido como uma espécie de existência 

independente contendo um ou mais elétrons desemparelhados em seu orbital 

molecular ou atômico. A existência de um ou mais elétrons desemparelhados confere 

característica paramagnética e alta reatividade aos radicais (Halliwell e Gutteridge 

2015). Uma vez que o O2 apresenta dois elétrons desemparelhados, ele próprio é 

classificado como um radical livre (Hermes-Lima 2004b). Em sistemas biológicos, o 

O2 dá origem a espécies reativas de oxigênio (ROS) ao ser parcialmente reduzido 

(Figura 11). Tais espécies são capazes de oxidar carboidratos, proteínas, lipídeos e 

ácidos nucleicos, podendo resultar em perda de função. 

 

 

Figura 11. Reações de redução univalente do O2. Devido a sua estrutura o 
oxigênio molecular tende a ser reduzido um elétron por vez. No final da cadeia 
transportadora de elétrons (complexo IV) o O2 recebe 4 elétrons, formando água. 
Entretanto, elétrons podem reagir prematuramente em outros sítios da cadeia 
dando origem às espécies reativas O2

●− e H2O2. Figura elaborada com contornos 
de formas adaptadas de Servier Medical Art. 

 

O termo ROS abrange compostos com reatividades distintas, incluindo 

radicais (e.g. O2
●−, ●OH, RO●, ROO●) e moléculas não-radicalares (H2O2 e LOOH).  

Fontes biológicas de ROS incluem: (i) reações de autoxidação de biomoléculas (e.g. 

cisteína, adrenalina, noradrenalina e L-DOPA), (ii) enzimas citocromo c P450, (iii) 

xantina oxidase, (iv) lipoxigenases, (v) mieloperoxidases, (vi) peroxissomos, (vii) 

cicloxigenases, (viii) metabolismo peroxisomal, (ix) NADPH oxidases e (x) cadeia 

transportadora de elétrons mitocondrial (CTE) (Holmström e Finkel 2014; Halliwell e 

Gutteridge 2015). A tabela 3 mostra as principais características de espécies 

reativas com maior relevância em sistemas biológicos. O óxido nítrico (●NO) é um 

radical livre classificado como espécie reativa de nitrogênio (RNS) com diferentes 

funções fisiológicas, interagindo com vias celulares associadas às ROS. Sua 

produção in vivo é resultado da atividade de enzimas da família óxido nítrico sintase 

(NOS) (Förstermann e Sessa 2012). 
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Tabela 3. Reatividade e algumas características de espécies reativas radicalares e não-
radicalares. 

Espécie Reativa Par redox 
Potencial de 

redução, E°' (V) 
Características 

Óxido nítrico 
●
NO/

3
NO

−
 −0,80 

- Produzido pela atividade de enzimas da família 
óxido nítrico sintase (NOS) 
- Capaz de atravessar membranas biológicas 
- Baixa reatividade frente a biomoléculas 
- Alta reatividade contra outros radicais 
- Dá origem a outras espécies reativas de 
nitrogênio (e.g. ONOO

−
) 

Peróxido de hidrogênio H2O2, H
+
/H2O, 

●
OH 0,32 

- Produzido pela redução dielétrica do O2 
- Produzido na mitocôndria direta (CTE) ou 
indiretamente (pela dismutação espontânea ou 
catalisada do O2

●−
) 

- Produzido também pela atividade de oxidases 
(e.g. urato oxidase, glicose oxidase) 
- Capaz de atravessar membranas biológicas 
- Reage com metais de transição em solução 
aquosa produzindo o radical hidroxil (reação de 
Fenton) 
- Mensageiro celular ao oxidar resíduos de 
cisteína de proteínas 

Radical superóxido O2
●−

, 2H
+
/H2O2 0,94 

- Produzido pela redução monoelétrica do O2 
- Radical primário formado na CTE e pela ação 
de enzimas (e.g. XO e NOX) 
- Pode agir como redutor ou oxidante 
- Baixa reatividade com moléculas não 
radicalares 
- Alta reatividade contra grupos ferro-enxofre e 
radicais 

Radicais peroxil e alcoxil 

ROO
●
, H

+
/ROOH 1,00 

- Agentes oxidantes moderadamente fortes 
- Produzidos pela reação do O2 com radicais 
centrados em carbono 
- Produzidos a partir da degradação de 
hidroperóxidos lipídicos causada por calor, 
radiação ou metais de transição 
- Participam das reações em cadeia de 
peroxidação lipídica 
- Produtos de oxidação de lipídeos, proteínas e 
ácidos nucleicos 

RO
●
, H

+
/ROH 1,60 

Radical hidroxil 
●
OH, H

+
/H2O 2,31 

- Produzido pela reação de Fenton e fissão 
homolítica da água causada por radiação 
- Apresenta a maior reatividade dentre os 
radicais de oxigênio 
- Reage indiscriminadamente com biomoléculas 

O potencial redutor monoeletrônico (E°’) indica a força oxidante de uma espécie reativa, quanto 

maior o valor maior a força. Informações compiladas de (Buettner 1993; Bartberger et al. 2002; 

Halliwell e Gutteridge 2015). 

 

Nas células eucarióticas, a mitocôndria é considerada a principal fonte de 

ROS (Turrens 2003), onde, além da CTE, reações do ciclo do ácido cítrico 

catalisadas por 2-oxoglutarato desidrogenase e piruvato desidrogenase, também são 

fontes de ROS (Quinlan et al. 2014). A produção de ROS na mitocôndria ocorre pela 

fuga prematura de elétrons da cadeia antes deles atingirem o complexo IV. Quando 

um único elétron escapa e reage com O2, é formado o radical superóxido e, quando 

um par de elétrons escapa e reage com O2, é formado peróxido de hidrogênio 
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(Figura 11) (Brand 2016). Na mitocôndria, o H2O2 também é formado pela ação da 

enzima superóxido dismutase mitocondrial (MnSOD), que catalisa a dismutação de 

duas moléculas de O2
●− em H2O2 (Halliwell e Gutteridge 2015). Durante a fosforilação 

oxidativa, os elétrons podem escapar prematuramente de diferentes carreadores: 

complexos ferro-enxofre, flavoproteínas ou quinonas (Waypa, Smith, e Schumacker 

2016).  A produção de ROS pela CTE (Figura 12) ocorre nos complexos I (Turrens e 

Boveris 1980), II (Quinlan et al. 2012) e III (Turrens, Alexandre, e Lehninger 1985) 

em 11 sítios diferentes (Brand 2016). 

 

 

Figura 12. Principais sítios de produção de ROS na CTE. Na mitocôndria, ROS são 
formados pela reação prematura de elétrons com o O2. Os complexos I e III são os 
principais locais de redução parcial do O2. O complexo II e reações do ciclo do ácido cítrico 
também produzem ROS. O superóxido produzido é dismutado pelas enzimas superóxido 
dismutases na matriz (MnSOD) ou no espaço intermembranas (CuZnSOD). A dismutação 
do O2

●− produz o peróxido de hidrogênio, que é consumido por catalases ou peroxidases 
(e.g. glutationa peroxidase e peroxiredoxinas). Figura elaborada com ilustrações adaptadas 
de Servier Medical Art. 

 

Estima-se que 0,1% do O2 consumido é continuamente reduzido por um único 

elétron na mitocôndria formando superóxido (Fridovich 2004). Em mitocôndrias 

isoladas de músculo esquelético de ratos com oferta de substratos que simula as 

condições citosólicas em repouso, a produção de O2
●− e H2O2 equivale a 0,1–0,5% 

do O2 consumido (Goncalves et al. 2015). A formação de ROS na mitocôndria é 



30 
 

 

 

afetada pelo potencial de membrana mitocondrial (Δψm), a relação NADH/NAD+, a 

proporção ubiquinona reduzida/oxidada e pela disponibilidade de O2 (Murphy 2009). 

Em mitocôndrias com a síntese de ATP suprimida (e.g. falta de ADP) há um acúmulo 

de componentes da CTE nas formas reduzidas e um aumento do Δψm, favorecendo 

a produção de ROS (Murphy 2009). A produção de H2O2 na presença de succinato 

por mitocôndrias isoladas de cérebro de ratos é de 3,15% do O2 consumido na 

ausência de ADP, quando o ADP é adicionado ao meio, a produção cai para 0,04% 

(Starkov 2008). Agentes desacopladores (e.g. proteínas desacopladoras, UCPs) são 

capazes de reduzir a formação de ROS ao fornecer um caminho alternativo para o 

retorno de prótons para a matriz (ao invés da ATP sintase), reduzindo o Δψm, 

diminuindo a disponibilidade de elétrons na CTE e aumentando a taxa respiratória 

(Kowaltowski et al. 2009). A adição de 5 nM do agente desacoplador FCCP reduz o 

Δψm  de 170 mV para 118 mV e a produção de H2O2 de 0,88 nmol min–1 mg 

proteína–1 para 0,28 nmol min–1 mg proteína–1 em mitocôndrias isoladas de coração 

de ratos (Hansford, Hogue, e Mildaziene 1997).  

A geração de ROS é minimizada, quando há um equilíbrio entre a oferta e o 

consumo de elétrons por seus aceptores (Lehninger, Nelson, e Cox 2013). De fato, o 

percentual de ROS produzido por unidade de O2 consumido cai de 0,1–0,5% para 

0,01–0,03% em mitocôndrias isoladas de músculo esquelético de ratos quando as 

condições experimentais mimetizam um estado atividade muscular (i.e. maior oferta 

de substrato e maior demanda por ATP) (Goncalves et al. 2015). O grau de produção 

de ROS também depende da identidade e da concentração dos substratos ofertados 

a mitocôndria. Por exemplo, a produção basal de H2O2 por mitocôndrias isoladas de 

cérebro de ratos é de 3,15, 1,07 ou 0,76% do O2 consumido na oferta de 5 mM dos 

substratos succinato, alfa-cetoglutarato ou malato respectivamente (Starkov 2008). A 

produção de H2O2 por mitocôndria isoladas de coração de ratos aumenta de acordo 

com a concentração de succinato, variando de 0,03 nmol min–1 mg proteína–1 com 

0,25 mM (nível fisiológico) até 0,53 nmol min–1 min–1 mg proteína–1 com 5 mM de 

succinato (Hansford, Hogue, e Mildaziene 1997). Além dos fatores supracitados, a 

taxa de produção mitocondrial de ROS tem especificidade em nível do tipo celular e 

da espécie estudada (Kowaltowski et al. 2009). Como a mitocôndria contém um 

robusto sistema de antioxidantes que neutralizam ROS (Rabilloud et al. 2001), ela 

pode regular os níveis de estado estacionário de  ROS, produzindo e consumindo-as 

(Munro e Treberg 2017). 
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Historicamente os radicais livres e outras espécies reativas foram vistos como 

uma ameaça frequente e deletéria aos componentes celulares em sistemas 

biológicos, sendo produtos de um processo acidental de escape de elétrons ou 

produtos indesejados de outras reações sem papel fisiológico. Esta visão é 

parcialmente fundamentada pela associação do acúmulo de moléculas oxidadas em 

diversos quadros patológicos (Hermes-Lima 2004a). Atualmente, espécies reativas 

são consideradas importantes sinais celulares (Di Meo et al. 2016). O papel 

fisiológico de espécies reativas em processos de transdução de sinais inclui: a 

participação em vias de expressão gênica (Kaltschmidt, Sparna, e Kaltschmidt 1999),  

ciclo celular (Shackelford, Kaufmann, e Paules 2000), citocinas (T. Finkel 1998), 

sinalização da insulina (Mahadev et al. 2001), transporte de íons (Kourie 1998) e 

fatores de crescimento (Colavitti et al. 2002), dentre muitas outras (Dröge 2002). Um 

exemplo clássico do papel de ROS em vias de sinalização é o caso da insulina. 

Células estimuladas com insulina apresentam um aumento rápido da produção de 

H2O2, que inativa tirosina fosfatases, aumentando o estado de fosforilação de 

proteínas envolvidas na cascata de sinais da insulina (Mahadev et al. 2001). Outros 

processos de relevância biológica, como diferenciação celular, resposta imune e 

autofagia têm a participação de ROS de origem mitocondrial (Sena e Chandel 2012).  

De maneira geral, a sinalização por ROS se dá por duas formas, alterações no 

estado redox do ambiente intracelular e modificações oxidativas de proteínas 

(Thannickal e Fanburg 2000). Adicionalmente, eletrófilos reativos produzidos pela 

oxidação de biomoléculas também disparam sinais celulares (Kansanen, Jyrkkänen, 

e Levonen 2012). Um mecanismo de sinalização redox bem descrito é o de oxidação 

de resíduos de cisteína mediado por H2O2 (sulfenilação) ou ●NO (nitrosotiolação) 

(Cooper et al. 2002). A oxidação de resíduos de cisteína (Cis-SH) por H2O2 dá 

origem ao ácido sulfênico (Cis-SOH) que pode: (i) ser mais oxidado às formas ácido 

sulfínico (Cys-SO2H) ou sulfônico (Cys-SO3H) geralmente de forma irreversível ou (ii) 

ser revertido pela condensação com outro resíduo de cisteína dentro da mesma 

molécula, de outra proteína vizinha ou do peptídeo glutationa (Figura 13) (Toren 

Finkel 2012). Tais modificações causam alterações estruturais em proteínas que 

podem alterar suas atividade e interação com outras proteínas (van der Vliet e 

Janssen-Heininger 2014). Proteínas alvo desse mecanismo de sinalização incluem 

fosfatases e quinases (Rhee et al. 2000; Corcoran e Cotter 2013), que afetam 

diversas outras vias, incluindo a regulação da atividade de enzimas antioxidantes 
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(seção 1.3.6). Adicionalmente, a oxidação reversível de resíduos de metionina (outro 

aminoácido que contém enxofre) faz parte de vias de sinalização celular por ROS (G. 

Kim, Weiss, e Levine 2014). 

 

 

Figura 13. Mecanismos de sinalização redox via H2O2. O H2O2 oxida grupos 
tiol (SH) de resíduos de cisteína formando ácido sulfênico. O ácido sulfênico 
(SOH) pode ser mais oxidado por ROS, formando ácido sulfínico (SO2H) e 
sulfônico (SO3H). A forma sulfínica, em raros casos, pode ser revertida para 
sulfênica pela ação da enzima sulfiredoxina (Srx). O grupo SOH pode ainda 
reagir com um grupo SH da mesma molécula, de outra proteína ou do peptídeo 
glutationa, reações que podem ser revertidas por tioredoxina (Trx) e 
glutaredoxina (Grx). Figura elaborada com ilustrações adaptadas de Servier 
Medical Art e fundamentada em Vliet et al. 2014. 

 

Neste contexto, o H2O2 é considerado a principal espécie reativa na 

transdução de sinais celulares (Sies 2017).  As características que tornam o H2O2 um 

mensageiro adequado são: pequeno tamanho, difusibilidade, meia vida relativamente 

alta (103–104 M-1 cm-1), capacidade de atravessar membranas biológicas e, 

principalmente, capacidade de oxidar tióis de resíduos de cisteína (Halliwell e 

Gutteridge 2015; Bogdanova et al. 2016). Além disso, o fato do H2O2 ser produzido e 

degradado enzimaticamente permite o controle de seus níveis no tempo e espaço 
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(Forman, Maiorino, e Ursini 2010). O O2
●−, por outro lado, tem uma meia vida mais 

curta (105 M-1 s-1) e seu efeito em tióis proteicos é limitado à habilidade de reagir com 

centros de ferro-enxofre (Fridovich 1995). A função sinalizadora do radical 

superóxido deriva de sua capacidade de formar H2O2 (Forman et al. 2010).  Já o 

radical hidroxil reage de forma inespecífica com moléculas orgânicas, com 

constantes de reação na faixa de 108–1010 M-1 s-1, de forma que a reação depende 

apenas da proximidade com outra molécula (Halliwell e Gutteridge 2015). Em outras 

palavras, uma vez formado, e.g. pela redução univalente do H2O2 catalisada pela 

oxidação de Fe2+ a Fe3+ (reação de Fenton), o ●OH reage com a primeira molécula 

que encontrar. Ainda assim, os produtos oxidativos da reação do ●OH com 

biomoléculas pode ter papel sinalizador (Kansanen, Jyrkkänen, e Levonen 2012).  

O óxido nítrico (●NO), formado por enzimas óxido nítrico sintases, é um radical 

livre gasoso com alta capacidade de difusão em sistemas biológicos e age em vias 

intra e intercelulares de comunicação. Seu principal mecanismo de ação depende de 

sua ligação a enzimas guanilato ciclase, que induz a formação de cGMP disparando 

cascatas de sinalização envolvidas na regulação da pressão arterial, agregação 

plaquetária e neurotransmissão (Cary et al. 2006). Na mitocôndria, o ●NO reage com 

os complexos I e IV (Brown 1999). No caso do complexo IV, o ●NO liga-se ao sítio de 

ligação com o oxigênio inibindo reversivelmente a atividade do complexo (Cleeter et 

al. 1994), mesmo em baixíssimas concentrações (Brown e Cooper 1994). 

 

1.2.1 Privação de Oxigênio e Geração de Espécies Reativas 

De maneira geral, condições que favorecem o acúmulo de elétrons na CTE 

(i.e. um estado mais reduzido dos componentes da cadeia) induzem uma maior 

produção de ROS. Uma destas condições é a privação de O2. Entretanto, a 

comunidade científica mostrou-se resistente em aceitar a ideia de maior produção de 

ROS na falta de O2 (Clanton 2005). De fato, o aumento da produção de espécies 

reativas de oxigênio na falta de oxigênio é contra intuitivo a primeira vista. Além 

disso, relatos iniciais de menor produção de ROS durante a hipóxia (Archer, Nelson, 

e Weir 1989; Paky et al. 1993) contribuíram para a tal resistência.  

Uma das primeiras observações de aumento de ROS na hipóxia foi publicada 

em 1996, quando Marshall e colaboradores (1996) demonstraram que células de 

artérias pulmonares produzem mais ROS quando expostos à hipóxia. Tal efeito foi 
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atribuído inicialmente a atividade de NADPH oxidases (Marshall et al. 1996), hipótese 

descartada por estudo subsequente (Archer et al. 1999). Outro estudo pioneiro 

mostrou o papel da mitocôndria no aumento da produção de ROS durante a 

exposição de hepatócitos à hipóxia. Hepatócitos da linhagem Hep3B em cultura à 

21% de O2, mantém a produção de ROS quando expostos à atmosfera de 8%, 

entretanto, a geração de ROS aumenta em 2, 7 e 12 vezes quando expostos por 2 h 

a atmosferas de 5, 3 e 1% respectivamente (Figura 14) (Chandel et al. 1998). 

Quando o mesmo tipo celular, porém sem mitocôndrias funcionais, ρ0-Hep3B foi 

exposto ao mesmo tratamento a 1% de O2, a produção de ROS manteve-se 

constante (Chandel et al. 1998).  

 
Figura 14. Produção de ROS em células expostas a hipóxia. (A) Produção de ROS 
acumulada aferida pela sonda fluorescente DCF em células hepatócitos mantidos a 21% 
expostos a diferentes concentrações de O2 por duas horas (Chandel et al. 1998). A partir de 
5% de O2 ocorre um aumento linear da quantidade de ROS acumulada em relação à 
concentração de O2. O quadrado verde mostra a resposta de hepatócitos sem mitocôndrias 
funcionais (ρ0) expostos a 1% de O2. (B) Produção de superóxido em intervalos de 10 min 
aferida pela sonda fluorescente DHE em células endoteliais aórticas bovinas mantidas a 7% 
de O2 expostas a 1% de O2 (Hernansanz-Agustin et al. 2014). Os intervalos analisados 
foram 0-10, 15-25, 30-40, 45-55 e 60-70 minutos.   

 

Em um estudo seguinte, também foi demonstrado que a produção de ROS, 

agora em mitocôndrias isoladas de fígado de rato, aumenta em atmosferas entre 5 e 

1%, quando comparadas com 21% de O2 (Chandel et al. 2000). Tal efeito é abolido 

quando o complexo III é inibido farmacologicamente (Chandel et al. 2000). Devido ao 

criticismo à especificidade de sondas fluorescentes de uso amplo e utilizadas nos 

estudos citados anteriormente (Forman et al. 2015), Guzy e colaboradores (2005) 

desenvolveram uma sonda redox expressa pela própria célula e com alta 

especificidade para H2O2, denominada HSP-FRET. Novamente, os resultados 
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mostraram que a hipóxia aumenta a produção de ROS em células de osteosarcoma 

143B, mas não no mesmo tipo celular sem mitocôndrias funcionais, ρ0-143B (Guzy et 

al. 2005). Além disso, foi demonstrado que a ausência de um complexo III 

mitocondrial funcional inibe a produção de ROS em células 143B expostas à hipóxia 

(Guzy et al. 2005). Desde então, o fenômeno da maior produção de ROS, aferida por 

diversos métodos, em resposta a hipóxia foi registrado usando diferentes tipos 

celulares por vários grupos de pesquisa (Waypa, Smith, e Schumacker 2016), em 

sua maioria utilizando células em cultura. 

Por outro lado, registros de quedas na produção de ROS durante a hipóxia 

também têm sido publicados (Bogdanova et al. 2016). A controvérsia pode ser 

causada pela variabilidade de protocolos de exposição (tempo e nível de O2), uso de 

tipos celulares distintos e método de detecção (Bogdanova et al. 2016). Uma variável 

nem sempre apreciada por estudos com células em cultura é que a concentração 

fisiológica de O2 depende do tipo celular (ver Tabela 2) e é muito menor que a 

concentração atmosférica (Figura 10). Desta forma, a maioria dos estudos, que 

mantém as células a 21% de O2 estão na verdade expondo-as à hiperóxia (Ivanovic 

2009). Neste cenário, foi mostrado recentemente que a produção de ROS em células 

expostas a hipóxia ocorre quando células mantidas a 7% de O2 são transferidas para 

1 % de O2 (Figura 14) (Hernansanz-Agustín et al. 2014). O estudo mostrou que a 

hipóxia dispara a produção de ROS apenas nos primeiros minutos de exposição 

(Hernansanz-Agustín et al. 2014). A medida que a hipóxia progride a produção de 

ROS cai e retorna para os níveis de normoxia (Hernansanz-Agustín et al. 2014). O 

mesmo perfil cinético da produção de ROS foi observado usando-se diferentes 

linhagens celulares, diferentes sondas para ROS e diferentes valores de normoxia 

pré-hipóxia (Hernansanz-Agustín et al. 2014). Repetindo a estratégia de outros 

estudos, foi mostrado que a ausência de mitocôndrias funcionais inibe a 

superprodução de ROS na hipóxia (Hernansanz-Agustín et al. 2014). A 

superprodução aguda de ROS em células expostas a hipóxia restrita aos primeiros 

minutos de exposição pode explicar as observações contrastantes de aumentos e 

quedas.  

Os resultados citados acima indicam a indução de superprodução de ROS de 

origem mitocondrial em células expostas à privação de O2. O principal mecanismo 

que explica tal fenômeno é a limitação de O2 para a reação catalisada pelo complexo 

IV, que resulta em acúmulo de elétrons na CTE e o transporte reverso de elétrons 
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(RET) (Scialò, Fernández-Ayala, e Sanz 2017), resultando em maior produção de 

ROS nos complexos I (Hernansanz-Agustín et al. 2017) e III (Chandel et al. 2000; 

Guzy et al. 2005). O fenômeno de RET consiste no movimento contrário de elétrons 

pela CTE. A primeira evidência do fenômeno foi descrita em 1961, quando Chandel e 

Hollunger observaram que mitocôndrias isoladas eram capazes de produzir NADH a 

partir de NAD+ na presença de succinato (substrato do complexo II) (Chance e 

Hollunger 1961). Inicialmente o RET foi considerado como um artefato experimental 

de mitocôndrias isoladas, entretanto, há diversas evidências de sua ocorrência in 

vivo (Scialò, Fernández-Ayala, e Sanz 2017). O movimento reverso de elétrons 

ocorre quando o conteúdo de ubiquinona da cadeia está majoritariamente reduzido 

por elétrons provenientes do complexo II (Chouchani et al. 2014). Tal movimento 

está associado a alta produção de ROS pelo complexo I (Chouchani et al. 2014). 

Outros mecanismos com menor contribuição foram propostos, incluindo a 

possível ocorrência de alterações conformacionais do complexo III que favoreceriam 

a produção de superóxido (Guzy et al. 2005) e a redução do conteúdo de citocromo c 

oxidado (Hsia et al. 2013), que é capaz de reagir com radicais superóxido (Skulachev 

1998). Adicionalmente, mesmo em hipóxia a produção de ●NO, ainda que reduzida, 

contribui para o favorecimento de um estado reduzido dos componentes anteriores 

ao complexo IV CTE ao inibir a atividade do complexo IV (Turrens 2003). Outro fator 

que favorece a produção de ROS na hipóxia é a distribuição do O2 em meios 

hidrofílicos e hidrofóbicos. A solubilidade do O2 é maior em solvente apolares 

(Snedden, LeDez, e Manson 1996), apresentando concentrações de 6,5 µM e 1,3 µM 

em solvente aquosos e lipídicos, respectivamente, ambos expostos a pressão parcial 

de o O2 a 1 mmHg (Clanton 2007). 

Portanto, ROS de origem mitocondrial (e de outras fontes) devem ser 

consideradas elementos fundamentais de comunicação celular e não apenas um 

efeito colateral da respiração aeróbia (Fuhrmann e Brüne 2017). Diversas 

observações apontam para um aumento da produção de radicais livres durante a 

restrição de O2, que funcionam como sinais celulares disparando respostas 

compensatórias. O estado estacionário de ROS disponível para transduzir sinais 

depende de vias de produção e consumo, esta última realizada por sistemas 

antioxidantes.  
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1.3 Sistemas Antioxidantes 

A elevação dos níveis de O2 na atmosfera primitiva representou um importante 

desafio evolutivo para o surgimento de mecanismos de controle das espécies 

reativas derivadas de O2. Este controle é feito por uma rede de sistemas 

antioxidantes que agem minimizando os níveis de ROS, mas não os eliminando 

completamente. Tal regulação permite que espécies reativas desempenhem suas 

funções fisiológicas. Os mecanismos de controle incluem componentes enzimáticos 

e não enzimáticos (Figura 15) que atuam em conjunto para manutenção da 

homeostase redox, que é caracterizada por condições constitutivamente redutoras 

(Jones 2006). Além dos sistemas antioxidantes, os tióis proteicos representam uma 

importante fonte de grupos –SH capaz de resistir a perturbações do ambiente redox. 

Os estados de oxidação de tais proteínas, assim como o ambiente redox celular, são 

mantidos por dois sistemas principais, um dependente de glutationa e outro 

dependente de tioredoxina (Bachi, Dalle-Donne, e Scaloni 2013).   

 

Figura 15. Panorama geral dos principais sistemas antioxidantes. O radical superóxido 
gerado pelas mitocôndrias é dismutado a H2O2 pela ação de superóxido dismutases (SOD). 
O H2O2 é decomposto pela ação da catalase (CAT), de glutationa peroxidases (GPX) e de 
peroxiredoxinas (Prx). Os dois últimos grupos de enzimas reduzem o peróxido ao oxidar 
outro substrato, glutationa (GSH) e tioredoxina (Trx(red)). Os substratos oxidados, glutationa 
(GSSG) e tioredoxina (Trx(ox)), são reciclados por enzimas específicas, glutationa redutase 
(GR) e tioredoxina redutase (TrxR), que utilizam potencial redutor na forma de NADPH para 
tal. O superóxido ainda é capaz de perturbar centros ferro-enxofre ([Fe-S]) de proteínas (e.g. 
aconitase) liberando íons ferrosos (Fe2+). Na presença de metais de transição (e.g. Fe2+) o 
H2O2 é reduzido dando origem ao radical hidroxil altamente reativo (Reação de Fenton). 
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1.3.1 Superóxido Dismutases 

O radical superóxido é a espécie reativa parental produzida em sistemas 

biológicos. Ele forma o peróxido de hidrogênio ao sofrer dismutação espontânea ou 

catalisada pelas enzimas superóxido dismutase (SODs). Por isso, as SODs são 

consideradas a linha de frente do sistema antioxidante. Dismutação é um tipo de 

reação redox em que o reagente sofre tanto redução quanto oxidação originando 

dois produtos diferentes (Halliwell e Gutteridge 2015). Neste caso, duas moléculas 

reagem e uma delas é oxidada a O2, enquanto a outra é reduzida a H2O2: 

 

𝑂2
●− + 𝑂2

●− +  2𝐻+  →  𝐻2𝑂2 +  𝑂2  

 

O mecanismo de ação das SODs envolve a redução inicial e posterior 

oxidação de metais de transição presentes no sítio ativo da enzima (Hermes-Lima 

2004b). Em mamíferos, são encontradas três tipos de SODs em diferentes 

compartimentos (Fukai e Ushio-Fukai 2011). A SOD1 (CuZnSOD) é um homodímero 

contendo íons cobre e zinco em sua estrutura encontrada no citosol e no espaço 

intermembranas mitocondrial (Hermes-Lima 2004b). A SOD2 (MnSOD) é um 

homotetrâmero contendo íon manganês em sua estrutura encontrada na matriz 

mitocondrial para onde é direcionada após sua síntese no citosol (Fukai e Ushio-

Fukai 2011). Em mamíferos, a atividade de MnSOD corresponde a 1–10% da 

atividade total de SOD (Hermes-Lima 2004b). A SOD3 (ecSOD) é uma glicoproteína 

tetramérica contendo íons cobre e zinco encontrada no ambiente extracelular, 

especialmente na matriz extracelular e na superfície celular (Fukai e Ushio-Fukai 

2011). O H2O2 resultante da dismutação do radical superóxido é removido por dois 

tipos de enzimas catalases e peroxidases.  

 

1.3.2 Catalase 

 A catalase age na decomposição de duas moléculas de peróxido de 

hidrogênio, formando duas moléculas de água e uma de oxigênio molecular: 

 

2𝐻2𝑂2  → 2𝐻2𝑂 +  𝑂2 
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 Em mamíferos a catalase é uma proteína homotetramérica contendo um 

grupo heme e uma molécula de NADPH por subunidade (Hermes-Lima 2004b). O 

mecanismo de ação da catalase envolve a reação entre o Fe3+ (ligado ao grupo 

heme da enzima) e uma molécula de H2O2, formando um intermediário contendo íon 

ferro de alta valência, denominado composto I (Alfonso-Prieto et al. 2009). Uma vez 

formado, o composto I reage com outra molécula de H2O2, produzindo água e O2 

(Alfonso-Prieto et al. 2009).  

 

𝐶𝑎𝑡𝑎𝑙𝑎𝑠𝑒(𝐹𝑒3+) +  𝐻2𝑂2  → 𝐶𝑜𝑚𝑝𝑜𝑠𝑡𝑜 𝐼(𝐹𝑒4+) +  𝐻2𝑂 

𝐶𝑜𝑚𝑝𝑜𝑠𝑡𝑜 𝐼(𝐹𝑒4+) +  𝐻2𝑂2  → 𝐶𝑎𝑡𝑎𝑙𝑎𝑠𝑒(𝐹𝑒3+) +  𝐻2𝑂 + 𝑂2 

 

A catalase é encontrada principalmente nos peroxissomos (Hermes-Lima 

2004b), além de estar presente em mitocôndrias cardíacas (Radi et al. 1991) e 

hepáticas (Salvi et al. 2007). 

 

1.3.3 Glutationa 

A glutationa é um tripeptídeo (γ-L-glutamil-L-cisteinil-glicina) presente em 

concentrações na faixa milimolar em eucariotos (1–10 mM), onde é o tiol de baixo 

peso molecular mais abundante (Bachhawat et al. 2013). A maior parte do conteúdo 

celular de GSH está no compartimento citosólico (80-85%), seguido da matriz 

mitocondrial (10-15%) e em menor abundância no núcleo e no retículo 

endoplasmático (Meredith e Reed 1982; Hwang, Sinskey, e Lodish 1992; García-

Giménez et al. 2013). A GSH tem papel fundamental no controle dos níveis de ROS 

e metabolismo de moléculas eletrófilas (e.g. xenobióticos e seus metabólitos), 

funções que dependem de reações redox do grupo tiol (-SH) de seu resíduo de 

cisteína (Ribas, Garcia-Ruiz, e Fernandez-Checa 2014). A glutationa é capaz de 

reagir diretamente com ROS, entretanto, sua principal caraterística é neutralizar ROS 

e moléculas eletrófilas (e.g. tióis oxidados) indiretamente via reações enzimáticas. 

Duas reações dependentes de ATP produzem GSH a partir dos aminoácidos 

precursores (ácido glutâmico, cisteína e glicina) no citosol de células animais 

(García-Giménez et al. 2013). A primeira reação, ligação entre ácido glutâmico e 

cisteína, é a etapa limitante da síntese de GSH catalisada pela γ-glutamil-cisteína 

ligase (GCL), enzima composta por uma subunidade catalítica (GCLc) e outra 
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reguladora (GCLm) (Yan e Meister 1990; Huang et al. 1993). O dipeptídeo produzido 

pela GCL, γ-glutamil-cisteína, é o substrato da segunda etapa da síntese de GSH 

catalisada pela enzima glutationa sintase (GS), responsável pela ligação covalente 

da glicina ao dipeptídeo (Lu 2013). 

A glutationa é encontrada em sua forma reduzida (GSH) e em formas 

oxidadas, por exemplo, dissulfeto (GSSG), formada por duas moléculas de 

glutationa, e dissulfeto misto ligada a outros tióis celulares (RS-SG). A formação de 

dissulfetos mistos com proteínas (Pr-S-SG) configura uma mudança pós-traducional 

chamada de glutationilação que alteração estrutura e função de diversas proteínas 

(Dalle-Donne et al. 2009). Outro produto de oxidação da GSH é a nitrosoglutationa 

(GSNO) formada pela reação com espécies reativas de nitrogênio derivadas do ●NO 

(Broniowska, Diers, e Hogg 2013). Os níveis de GSH e outros estados de oxidação 

da glutationa têm papel fundamental em vias de sinalização redox ao modular o 

estado de oxidação de resíduos de cisteína em proteínas, regulando processos 

críticos, tais como proliferação (Shaw e Chou 1986), ciclo celular (Messina e 

Lawrence 1989; Poot et al. 1995) e morte celular (Garcia-Ruiz e Fernandez-Checa 

2006). Devido às elevadas concentrações em sistemas biológicos, o par redox da 

glutationa age como um tampão redox. A razão entre as formas dissulfeto e reduzida 

(GSSG/GSH) indica o estado redox celular (Schafer e Buettner 2001). Entretanto, a 

capacidade de tamponamento da glutationa depende essencialmente da atividade 

das enzimas que catalisam a transferência de elétrons entre glutationa e outras 

moléculas (Berndt, Lillig, e Flohé 2014).  

As enzimas que catalisam as reações de troca de elétrons entre glutationa e 

diferentes alvos são glutaredoxinas (Grx), glutationa redutase (GR), glutationa 

peroxidases (GPX) e glutationa transferases (GST). As glutaredoxinas (Grx), também 

denominadas de tioltransferases, formam uma família de polipeptídios (10–16 kDa) 

responsáveis por catalisar a redução de ligações dissulfeto intramoleculares ou entre 

proteínas e glutationa, reação chamada de deglutationilação, em duas etapas (Allen 

e Mieyal 2012). Na primeira etapa, a Grx ataca a ligação dissulfeto da proteína 

formando uma ligação dissulfeto nova entre Grx e a glutationa, produzindo a proteína 

com seu tiol reduzido. Na segunda etapa, outra molécula de GSH ataca a ligação 

dissulfeto entre Grx e glutationa, produzindo Grx em seu estado reduzido e GSSG 

(Allen e Mieyal 2012). A redução de GSSG, proveniente da ação de Grx ou de outras 

vias, a GSH é catalisada pela flavoenzima GR, um homodímero contendo um grupo 
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FAD como cofator redox em cada unidade, em uma reação que consome potencial 

redutor na forma NADPH (Deponte 2013). A atividade de GR é responsável por 

manter a glutationa em seu estado reduzido, disponível como substrato para as 

enzimas a seguir. 

 

𝐺𝑆𝑆𝐺 + 𝑁𝐴𝐷𝑃𝐻 + 𝐻+  → 2𝐺𝑆𝐻 + 𝑁𝐴𝐷𝑃+ 

 

Apesar de termodinamicamente favoráveis, muitas reações entre GSH e 

moléculas oxidantes tem velocidade muito reduzida (Flohé 2013), de forma que 

grande parte da função antioxidante da GSH depende da ação de enzimas glutationa 

peroxidases (GPXs). As GPX são peroxidases encontradas no citosol, mitocôndria e 

espaço extracelular, onde reduzem hidroperóxidos lipídicos (LOOH) ou H2O2 aos 

seus álcoois correspondentes (LOH) ou água respectivamente (Halliwell e Gutteridge 

2015). Para tanto, as GPX utilizam a GSH como equivalente redutor, produzindo 

GSSG, reduzida pela atividade de GR. 

 

𝐻2𝑂2 + 2𝐺𝑆𝐻 → 𝐺𝑆𝑆𝐺 + 2𝐻2𝑂 

𝐿𝑂𝑂𝐻 + 2𝐺𝑆𝐻 → 𝐺𝑆𝑆𝐺 +  𝐻2𝑂 + 𝑅𝑂𝐻 

 

As GPX podem ser separadas em dois grandes grupos: um contendo 

selenocisteína no sítio ativo e outro grupo contendo cisteína no sítio ativo (Brigelius-

Flohé e Maiorino 2013). Em vertebrados, existem oito tipos de GPX, com atividade 

sobre diferentes substratos, incluindo H2O2, hidroperóxidos de ácidos graxos, 

hidroperóxidos de fosfolipídeos e hidroperóxidos sintéticos (Brigelius-Flohé e 

Maiorino 2013). 

As enzimas glutationa transferases (GSTs) formam uma superfamília de 

enzimas que catalisam o ataque nucleofílico da GSH a átomos de carbono, 

nitrogênio ou enxofre de compostos eletrofílicos (Hayes, Flanagan, e Jowsey 2005).  

 

𝑅𝑋 + 𝐺𝑆𝐻 → 𝑅𝑆𝐺 + 𝐻𝑋 

 

As GSTs são encontradas em diferentes compartimentos celulares, incluindo 

citosol e mitocôndria, onde participam de reações de conjugação de GSH com uma 

ampla variedade de substratos (Board e Menon 2013). Os principais substratos da 
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GST são xenobióticos eletrofílicos e produtos da oxidação de lipídeos (e.g. aldeídos), 

tornando-os, geralmente, menos reativos (Halliwell e Gutteridge 2015). 

 

1.3.4 Tioredoxina 

As tioredoxinas (Trxs) são polipeptídeos com massa aproximada de 12kDa 

contendo dois grupos –SH, em seu estado reduzido, com atividade redox 

fundamentais para sua função fisiológica (Halliwell e Gutteridge 2015). Estes 

peptídeos exercem sua atividade biológica ao passar por oxidação/redução 

reversível de seus resíduos de cisteína do sítio catalítico (Mustacich e Powis 2000). 

As Trxs participam de reações redox com diversas proteínas, reduzindo ligações 

dissulfeto. 

 

𝑇𝑟𝑥(𝑟𝑒𝑑) − (𝑆𝐻)2 + 𝑃𝑟𝑜𝑡𝑒í𝑛𝑎 − 𝑆2  → 𝑇𝑟𝑥(𝑜𝑥) − 𝑆2 + 𝑃𝑟𝑜𝑡𝑒í𝑛𝑎 − (𝑆𝐻)2 

 

O mecanismo de ação das Trxs envolve a formação de uma ligação dissulfeto 

mista entre Trx e a proteína alvo, que é posteriormente desfeita, produzindo Trx em 

sua forma oxidada e a proteína em sua forma reduzida. Por este mecanismo, as Trx 

fornecem potencial redutor para diferentes redutases e peroxiredoxinas, além de 

participar de diferentes vias reações de troca tiol-dissulfeto (Arnér e Holmgren 2000). 

A Trx reduz dissulfetos proteicos algumas ordens de magnitude mais rápido que 

GSH (Arnér e Holmgren 2000). A Trx(ox) é reduzida pela ação da enzima tioredoxina 

redutase (TrxR). As TrxR são flavoproteínas da família piridina das nucleotídeo-

dissulfeto oxidoredutases, da qual a GR também faz parte (Mustacich e Powis 2000). 

De forma similar à GR, a TrxR utiliza equivalente redutores do NADPH para reduzir 

Trx(ox) a Trx(red).  

 

𝑇𝑟𝑥(𝑜𝑥) − 𝑆2 + 𝑁𝐴𝐷𝑃𝐻 + 𝐻+  → 𝑇𝑟𝑥(𝑟𝑒𝑑) − (𝑆𝐻)2 + 𝑁𝐴𝐷𝑃+ 

 

As peroxiredoxinas (Prxs) formam uma família de pequenas (22–27 kDa) 

proteínas independentes de selênio responsáveis por catalisar a degradação de 

H2O2, hidroperóxidos orgânicos e peroxinitrito (Rhee, Chae, e Kim 2005). Um 

característica das Prxs é a elevada velocidade de redução de peróxidos na faixa de 

106–108 M-1 s-1 (Poole, Hall, e Nelson 2011). O modo de ação das Prxs envolve a 
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oxidação de seu resíduo de cisteína peroxidático (CP-SH) por H2O2 (ou outro 

peróxido), produzindo um resíduo de cisteína-ácido sulfênico (CP-SOH) (Neumann, 

Cao, e Manevich 2009). Este CP-SOH é então reduzido por outro resíduo de cisteína 

da Prx, formando uma ligação dissulfeto intramolecular (Neumann, Cao, e Manevich 

2009). Tal ligação é reduzida por Trx, regenerando a Prx para sua forma ativa.  

O sistema da glutationa difere deste da Trx pelo fato da GR ter atividade 

limitada sobre GSSG, enquanto a TrxR pode agir sobre outros substratos dissulfetos. 

Além disso, enquanto a GSH é encontrada em concentrações milimolares, a Trx está 

presente em concentrações micromolares (Mustacich e Powis 2000). Por outro lado, 

os sistemas apresentam algumas semelhanças, tais como: participação de uma 

enzima da família piridina nucleotídeo-dissulfeto oxidoredutase (TrxR e GR); 

participação de um polipeptídeo com atividade redox (Trx e Grx); fornecer poder 

redutor para peroxidases (Prx e GPX); capacidade de participar de reações de troca 

de tiol-dissulfeto; e dependência de potencial redutor na forma de NADPH. 

 

1.3.5 NADPH e Sistemas Antioxidantes 

A manutenção de tioredoxina e glutationa, principais responsáveis pela 

regulação do ambiente redox celular, em seus estados reduzidos depende de 

equivalentes redutores na forma de NADPH. O NADPH, que abastece o sistema 

antioxidante e vias de biossíntese em células aeróbicas, é proveniente de quatro 

reações catalisadas pelas enzimas glicose 6-fosfato desidrogenase (G6PDH, 

citosólica), 6-fosfogliconato desidrogenase (PGD, citosólica), enzima málica (ME, 

citosólica e mitocondrial) e NADP+-isocitrato desidrogenase (IDH, citosólica e 

mitocondrial) (Stanton 2012). Dentre estas, a G6PDH ocupa posição de destaque, 

uma vez que a supressão de sua atividade resulta em maior sensibilidade ao 

estresse oxidativo (Pandolfi et al. 1995), evidenciando a incapacidade de outras vias 

em manter o suprimento de NADPH. Na mitocôndria, moléculas de NADP+ podem 

ser reduzidas por NADH, produzindo NAD+ e NADPH pela enzima nicotinamida 

nucleotídeo transhidrogenase (NNT) localizada na membrana mitocondrial interna 

(Blacker e Duchen 2016). Desta forma, o potencial redutor na forma de NADH 

proveniente do ciclo do ácido cítrico pode ser utilizado na CTE, onde ROS são 

formados, ou convertido em NADPH, abastecendo o sistema antioxidante 

mitocondrial. O knockdown da expressão de NNT em neurônios de ratos resulta em 
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maior razão NADP+/NADPH, menor capacidade de decompor H2O2, e maior 

conteúdo de glutationa dissulfeto (Lopert e Patel 2014). Interessantemente, apesar 

de sistemas antioxidantes dependerem de NADPH, enzimas que produzem espécies 

reativas, tais como: óxido nítrico sintases, NADPH oxidases e citocromo p450 

também utilizam NADPH como substrato (Stanton 2012). 

 

1.3.6 Mudanças Pós-traducionais 

 O sistema antioxidante e vias de sinalização redox podem modular e serem 

moduladas por mudanças pós-traducionais de suas enzimas, que pode alterar suas 

propriedades cinéticas e as interações com outras proteínas. As atividades de muitas 

quinases e fosfatases são reguladas pelo ambiente redox (Rhee et al. 2000). Por 

exemplo, espécies reativas podem induzir os três grupos de proteínas quinases 

ativadas por mitógenos (MAPK), incluindo quinases p38, quinases reguladas por 

sinais extracelulares (ERK) e quinases c-Jun N-terminal quinases (Halliwell e 

Gutteridge 2015). Por outro lado, a exposição de fosfatases de tirosina a condições 

oxidantes causa redução de suas atividades como resultado da oxidação de um 

resíduo de cisteína conservado fundamental para a atividade enzimática (Denu e 

Tanner 1998). O estado de fosforilação de enzimas que metabolizam H2O2, catalase, 

GPX e Prx, afeta suas atividades (Rhee et al. 2005). Por exemplo, a exposição 

células a H2O2 promove a interação entre GPX e as tirosina quinases c-Abl e Arg, 

resultando na fosforilação e maior atividade de GPX (Cao et al. 2003). O mesmo 

fenômeno é observado para a catalase, que é ativada pela fosforilação via c-Abl e 

Arg quinases em resposta a tratamento com H2O2 (Cao, Leng, e Kufe 2003). Além 

das enzimas que agem sobre H2O2, a atividade de MnSOD também é regulada por 

fosforilação. Por exemplo, a exposição células de mamíferos à radiação causa 

translocação da proteína quinase Cdk1 para a mitocôndria, onde ela fosforila a 

MnSOD tornando-a mais ativa (Candas et al. 2013). Proteínas antioxidantes ainda 

podem ter suas atividade reguladas ao serem alvos de outras mudanças pós-

traducionais, como no caso da acetilação (S. C. Kim et al. 2006; Qiu et al. 2010).   

 

1.3.7 Controle Transcricional  

Há uma ampla lista de fatores de transcrição que respondem a desequilíbrios 

redox e estresse oxidativo regulando a expressão de componentes dos sistemas 
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antioxidantes. Por exemplo, em mamíferos, as atividades dos fatores de transcrição 

AP-1, Nrf2, p53, NOTCH, NF-κB, SP1, HIF-1, SREBP-1 e HSF1 são reguladas pelos 

níveis de H2O2 (Marinho et al. 2014). Outros fatores de transcrição, tais como o PGC-

1α (Valle et al. 2005) e FoxOs (Klotz et al. 2015), controlam a expressão de 

antioxidantes.  

Os fatores de transcrição da família forkhead box classe O (FoxOs), FoxO1, 

FoxO3, FoxO4 e FoxO6, regulam a expressão de proteínas envolvidas em diversos 

processos celulares importantes, incluindo ciclo celular, reparo de DNA, sistemas 

antioxidantes, apoptose e autofagia (Calnan e Brunet 2008). Assim como no caso de 

outros fatores de transcrição, a atividade de FoxOs sobre a expressão de genes 

depende da sua presença no núcleo, que é controlada por diferentes mudanças pós-

traducionais (van der Horst e Burgering 2007). FoxOs podem sofrer fosforilação, 

acetilação e monoubiquitinação em múltiplos sítios da proteína (de Keizer, Burgering, 

e Dansen 2011). O mecanismo mais conhecido de controle da localização subcelular 

de FoxOs é a fosforilação pela via PI3K/Akt. A fosforilação de resíduos específicos 

em proteínas FoxOs por esta via cria sítios de interação com a proteína chaperona 

14-3-3. A ligação desta chaperona com FoxOs favorece a exportação de FoxOs do 

núcleo e previne a importação de FoxOS para o núcleo (Calnan e Brunet 2008). A 

fosforilação ainda causa interferência na sequência peptídeo sinal de localização 

nuclear, inibindo a translocação de FoxO1 para o núcleo (Rena et al. 2001). Já a via 

de ativação de FoxOs por desequilíbrio redox, apesar de envolver eventos de 

fosforilação, é muito mais complexa  e ocorre por mudanças pós-traducionais em 

sítios diferentes daqueles da via PI3K/Akt, envolvendo a participação, por exemplo, 

das proteínas quinases MAPKs, JNK e ERK (de Keizer, Burgering, e Dansen 2011). 

Enquanto, a via PI3K/Akt inibe a translocação de FoxOs para o núcleo, as vias por 

desequilíbrio redox podem ativar ou inibir a atividade desses fatores, além de 

potencialmente direcionar alvos transcricionais (de Keizer, Burgering, e Dansen 

2011). Catalase, MnSOD, CuZnSOD, peroxiredoxinas, GPX1, GST, Trx2 

(mitocondrial) e TrxR2 (mitocondrial) são antioxidantes endógenos cujas transcrições 

são reguladas por FoxOs (Klotz et al. 2015). 

O fator nuclear (erythroid-derived 2)-like 2 (Nrf2) é considerado o principal 

fator de transcrição no controle da expressão de antioxidantes, influenciando a 

transcrição dos principais componentes descritos nesta seção 1.3 e afetando desde 

a síntese de glutationa até o provimento de NADPH. Os alvos do Nrf2 têm em 
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comum o elemento de resposta antioxidante (ARE), caracterizado pela sequência 

TGA****GC, em região upstream de seus genes (Wasserman e Fahl 1997). Apesar 

do Nrf2 ser constitutivamente expresso, ele tem uma meia-vida curta (<10 min) 

(McMahon et al. 2004) em condições fisiológicas devido à constante degradação via 

ubiquitinação-proteassoma (Suzuki e Yamamoto 2015). A ubiquitinação do Nrf2 é 

favorecida pela formação de um complexo com a proteína Keap1, um homodímero 

ancorado à actina e com alguns resíduos de cisteína expostos (Kang et al. 2004). A 

Keap1 no complexo Nrf2:Keap1, além de manter o Nrf2 no citosol, atua como 

substrato adaptador para a ubiquitina ligase Cullin 3, que catalisa a ubiquitinação do 

Nrf2 direcionando-o para a degradação no proteasoma (Niture, Khatri, e Jaiswal 

2014). Os resíduos de cisteína da Keap1 atuam como sensores redox, que podem 

ser oxidados por ROS ou moléculas eletrófilas (Figura 16).  A oxidação de tióis 

específicos na molécula da Keap1 (especialmente Cis151) resulta em alterações 

conformacionais que impedem a formação do complexo Nrf2:Keap1, evitando sua 

degradação (Niture, Khatri, e Jaiswal 2014). Desta forma, a translocação do Nrf2 

para o núcleo é permitida, onde ele forma heterodímeros com pequenas proteínas da 

família Maf. O complexo Nrf2:Maf liga-se a regiões regulatórias ARE promovendo a 

transcrição de genes downstream das regiões (Espinosa-Diez et al. 2015). A 

expressão das proteínas da rede de sistemas antioxidantes GCLc, GCLm, GR, 

GSTs, GPX2, Trx, TrxR, além de proteínas envolvidas na produção de NADPH 

(G6PDH, PGD, ME e IDH) e no controle da disponibilidade de ferro (Ferritina) é 

controlada pela atividade de Nrf2 (Gorrini, Harris, e Mak 2013).  
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Figura 16. A via Nrf2-Keap1. A estabilidade do Nrf2 é controlada pela proteína Keap1. Em 
condições constitutivas, o Nrf2 é mantido no citosol pela interação com o homodímero 
Keap1, que encontrasse associado a filamentos de actina. Keap1, por ser um substrato 
adaptador do complexo ubiquitina ligase Cul3, favorece a ubiquitinação e consequente 
degradação via proteasoma do Nrf2. Portanto, no estado basal o Nrf2 é constantemente 
degradado como consequência da interação com Keap1.  Moléculas oxidantes (e.g. ROS) e 
eletrófilas (e.g. produtos de peroxidação lipídica) oxidam resíduos de cisteína da Keap1, 
resultando em alterações conformacionais e na liberação do Nfr2. Uma vez livre, o Nrf2 é 
translocado para o núcleo onde forma heterodímeros com pequenas proteínas Maf (sMaf). 
Este heterodímero liga-se ao elemento de resposta antioxidante (ARE), favorecendo a 
expressão de uma série de genes antioxidantes. Figura baseada em Espinosa-Diez et al. 
(2015) e elaborada com ilustrações adaptadas de Servier Medical Art. 

 

O fator de transcrição induzido por hipóxia (HIF-1) consiste de um 

heterodímero formado por subunidades HIF-1α e HIF-1β (Semenza 2007). Ambas as 

unidades são expressas constitutivamente, porém, a subunidade alfa é 

continuamente degradada em condições de normoxia (Semenza 2007). A 

degradação do HIF-1α é iniciada pela hidroxilação de resíduos de prolina catalisada 

por enzimas da família prolil hidroxilase (PHDs) (Semenza 2007). A atividade de 

PHD depende dos substratos 2-oxoglutarato e O2. Outra via de hidroxilação do HIF-

1α envolve do fator inibidor do HIF (FIH) que também hidroxila a subunidade alfa, 

mas em resíduos de asparagina (Lando et al. 2002). Uma vez hidroxilado o HIF-1α 

interage com a proteína von Hippel Lindau (VHL), que funciona como um sinal para a 

ubiquitinação da proteína, marcando-a para a degradação via proteasoma. Quando 
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os níveis de O2 caem, a via de degradação da subunidade alfa é inibida, seus níveis 

aumentam e ocorre a formação do dímero entre HIF-1α e HIF-1β. A hipóxia inibe a 

atividade das hidroxilases não só pela ausência de substrato (O2), mas também pela 

ação de ROS produzidos em resposta à hipóxia (Chandel et al. 2000). O dímero 

formado recruta a proteína p300 formando um complexo que se liga a elementos de 

resposta a hipóxia (HREs; A/GCGTG) promovendo a expressão de vários genes em 

resposta a hipóxia (Wenger e Gassmann 1997). Dentre os genes ativados estão 

enzimas glicolíticas (Semenza 2012),  e a enzima antioxidante GPX (Bierl et al. 

2004). Um efeito antioxidante indireto do HIF é a indução de mitofagia ao ativar a 

transcrição das proteínas BNIP3 and BNIP3L (Semenza 2012), responsáveis pela 

promoção de autofagia mitocondrial (Ney 2015).  

Os fatores nucleares kappa B (NF-κB) são uma família de complexos 

proteicos sensíveis a perturbações redox caracterizados pela formação de homo e 

heterodímeros a partir de cinco proteínas diferentes: RelA, RelB, c-Rel, p50/p105 e 

p52/p100 (Hayden 2004). A atividade de NF-κB é regulada principalmente pela 

interação com proteínas inibitórias IκB. Tais proteínas inibitórias contêm sequências 

que inibem interações com DNA e sinalizam exportação do núcleo (Morgan e Liu 

2011). Proteínas NF-κB encontram-se em complexos citoplasmáticos inativos com 

proteínas IκB em condições basais/fisiológicas. Em resposta a uma variedade de 

estímulos (e.g. citocinas), as IκB podem ser fosforiladas pelo complexo IκB quinase 

(IKK), resultando em ubiquitinação e degradação proteasomal das mesmas. Na 

ausência da formação de complexos com proteínas inibitórias, dímeros NF-κB são 

translocados ao núcleo onde promovem a transcrição de genes contendo a 

sequência consenso GGGR**YYCC (R=purina, Y=pirimidina) em regiões upstream 

(Ghosh, May, e Kopp 1998). Espécies reativas são capazes de induzir a atividade de 

NF-κB, apesar da incerteza quanto ao mecanismo. Os mecanismos candidatos 

envolvem a modulação de vias de fosforilação por ROS (Siomek 2012). Por exemplo, 

proteínas quinases que fosforilam e ativam IKK têm suas atividades reguladas por 

H2O2 (Oliveira-Marques et al. 2009). A atividade de NF-κB promove a transcrição dos 

antioxidantes MnSOD, CuZnSOD, catalase, Trx, GPX e GST (Morgan e Liu 2011). 
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1.3.8 MicroRNAs 

MicroRNAs representam uma outra camada de controle da expressão de 

componentes do sistema antioxidante. Esta família de pequenos RNAs (21–25 

nucleotídeos) altamente conservados regula negativamente a expressão de genes 

ao interagir com sequências complementares de mRNA, inibindo a tradução (He e 

Hannon 2004). Recentemente, um grupo de microRNAs sensíveis a alterações redox 

foi identificado e denominado ‘redoxmiRs’ (Cheng, Ku, e Siow 2013). Os redoxmiRs 

tem como alvo principal vias dependentes de Nrf2, resultando em, por exemplo, 

menores expressões de GR e GCL (Cheng, Ku, e Siow 2013).  

Em resumo, células aeróbias contam com uma rede intrincada de 

antioxidantes para controlar os níveis de espécies reativas produzidas 

continuamente. Os diferentes sistemas antioxidantes têm suas especificidades, mas 

cooperam entre si, havendo muitas vezes o cruzamento de vias. A oferta de NADPH 

tem papel fundamental para abastecer sistemas antioxidantes de equivalentes 

redutores mantendo-os em funcionamento. Na ocasião de um desafio oxidativo, a 

perturbação do ambiente redox celular dispara respostas compensatórias do sistema 

antioxidante por diversos mecanismos, incluindo mudanças pós-traducionais e 

indução de transcrição sobre alvos específicos.  

 

1.4 Danos Oxidativos e Sistemas de Reparo  

As ROS que excedem a capacidade de controle dos sistemas antioxidantes 

oxidam biomoléculas, podendo causar a perda de função e a formação de produtos 

reativos. Ácidos nucleicos, lipídeos e proteínas são alvos de oxidação por espécies 

reativas, produzindo um conjunto de produtos de oxidação que podem ser 

mensurados experimentalmente a fim de aferir o grau de dano oxidativo (Tabela 4). 

A oxidação de biomoléculas mediada por ROS ocorre mesmo em condições 

fisiológicas na ausência de estresse, de forma que são observados níveis 

constitutivos de produtos de oxidação, denominados marcadores de dano oxidativo. 

Os níveis de marcadores de dano oxidativo acumulam em situações de estresse 

oxidativo.  
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Tabela 4. Biomoléculas e produtos de oxidação por espécies reativas comumente 
aferidos como marcadores de estresse oxidativo (Niki e Yoshida 2011). 
Lipídeos Proteínas DNA 

TBARS Proteínas carboniladas Ensaio do cometa (quebra de fita) 

Dienos conjugados Hidroperóxidos proteicos Timina glicol 

Hidroperóxidos lipídicos Dissulfetos 5-hidroxiuracila 

Aldeídos Ácidos sulfênicos 2,8-di-hidroxiadenina 

Cetonas Ácidos sulfínicos 8-oxoguanina 

Isoprostanos Ácidos sulfônicos   

Neuroprostanos Nitrotirosina   

Isofuranos Proteínas modificadas por aldeídos   

Neurofuranos     

 

A reação de espécies reativas com o DNA dá origem há diversos produtos de 

oxidação (Dizdaroglu et al. 2002). Dentre as bases nitrogenadas que compõe o DNA, 

a guanina é especialmente vulnerável à ação de ROS devido ao seu baixo potencial 

de oxidação (Steenken e Jovanovic 1997). Por isso, o produto da oxidação de 

guanina, 8-oxoguanina (8-oxoG), é relativamente abundante e tem sido comumente 

medido como indicador de dano oxidativo ao DNA (David, O’Shea, e Kundu 2007). A 

presença de 8-oxoG pode resultar na incorporação de adenina na fita complementar, 

ao invés de citosina, com efeito potencialmente deletério (David, O’Shea, e Kundu 

2007). O alto potencial mutagênico da formação de 8-oxoG é minimizado por 

sistemas de reparo via dois mecanismos: excisão de bases (na fita de DNA) e 

hidrólise (dos nucleosídeos trifosfato). A hidrólise de 8-oxo-dGTP é catalisada pela 

enzima MTH1, evitando a incorporação do nucleosídeo danificado a fitas de DNA ou 

RNA nascentes (Leon et al. 2016). Já a excisão de 8-oxoG de fitas já sintetizadas é 

realizada pela 8-oxoguanine glycosilase (OGG) (Faucher, Doublié, e Jia 2012). 

Ácidos graxos polinsaturados (PUFAs) são os principais componentes de 

membranas biológicas. A presença de múltiplas insaturações torna-os vulneráveis ao 

ataque de espécies reativas, dando início ao processo de peroxidação lipídica 

(Halliwell e Gutteridge 2015). A peroxidação lipídica é o processo de degradação de 

lipídeos poliinsaturados em uma reação em cadeia que ocorre em três etapas: 

iniciação, propagação e terminação (descritas abaixo com base em Hermes-Lima 

2004b; Halliwell e Gutteridge 2015). Danos oxidativos a PUFAs alteram a fluidez de 

membranas, afetando suas funções fisiológicas. A fase de iniciação é caracterizada 

pela abstração de um hidrogênio de um grupo metileno (–CH2–) de um lipídeo (LH) 

por uma espécie reativa (R●) produzindo radical livre de carbono no lipídeo (L●). Uma 

vez formado, o radical livre de carbono é estabilizado pelo rearranjo de duplas 

ligações formando dienos conjugados (=CH–CH=), entretanto o radical livre 
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permanece (L●). Em condições aeróbicas, o radical de carbono reage com o O2, 

produzindo o radical peroxil (LOO●). 

 

𝐿𝐻 + 𝑅●  → 𝐿● + 𝑅𝐻 

𝐿● + 𝑂2  → 𝐿𝑂𝑂● 

 

O radical LOO●, por sua vez, pode abstrair um H de um ácido graxo próximo, 

formando um novo radical lipídico de carbono (L●), propagando a reação em cadeia. 

Desta forma, o efeito da primeira reação de abstração na fase de iniciação é 

amplificado. A abstração do H por LOO● resulta na formação de hidroperóxidos 

lipídicos (LOOH).  

 

𝐿𝑂𝑂● + 𝐿𝐻 → 𝐿𝑂𝑂𝐻 + 𝐿● 

 

Os hidroperóxidos lipídicos ainda podem reagir com íons metálicos, 

produzindo os radicais peroxil (LOO●) e alcoxil (LO●), que sustentam a propagação 

da peroxidação. A terminação do processo de peroxidação lipídica ocorre quando: 

dois radicais lipídicos reagem entre si; a reação em cadeia atinge um antioxidante 

lipofílico (e.g. α-tocoferol); ou quando são formado produtos finais derivados de 

LOOH, LOO● e LO●. Dentre os produtos finais, estão hidrocarbonetos, isoprostanos e 

aldeídos  (Hermes-Lima 2004b). Determinações dos níveis de dienos conjugados 

(Corongiu e Banni 1994), hidroperóxidos lipídicos (Hermes-Lima, Willmore, e Storey 

1995), malondialdeído (MDA) (Buege e Aust 1978), 4-hidroxi-2-nonenal (HNE) 

(Spickett 2013) e F2-isoprostanos (Roberts e Morrow 2000), são comumente usadas 

como indicadores de dano oxidativo a lipídeos. Os aldeídos MDA e HNE podem 

formar adutos com ácidos nucleicos, proteínas e fosfolipídeos (Esterbauer, Schaur, e 

Zollner 1991).  

O reparo de danos oxidativos a lipídeos é realizado pelas enzimas fosfolipase 

A2, GPX, GST, aldeído desidrogenase (ALDH) e citocromo c p450 (Spickett 2013). A 

fosfolipase A2 cliva peróxidos fosfolipídicos de membrana liberando-os em solução, 

possibilitando a redução dos peróxidos pela GPX (van Kuijk et al. 1987). Algumas 

formas de GPX ainda são capazes de reduzir hidroperóxidos fosfolipídicos in situ em 

membranas (Ursini et al. 1982). As GSTs catalisam a reação de conjugação entre 

aldeídos provenientes da peroxidação e a GSH, tornando-os menos reativos 
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(Nilsson, Gustafsson, e Mannervik 2000). As ALDHs oxidam o HNE ao ácido 4-

hidroxi-2-nonenoico, um produto muito menos reativo (Uchida 2003), que pode ser 

detoxificado pela via da citocromo c P450 (Spickett 2013).  

As proteínas formam outra classe de biomoléculas que são importantes alvos 

de oxidação por espécies reativas. Os principais efeitos oxidativos de ROS e RNS 

em proteínas são a oxidação de resíduos de cisteína, a sulfoxidação de resíduos de 

metionina, a oxidação de resíduos de triptofano e histidina, a nitração de resíduos de 

triptofano e tirosina, e a introdução de grupos carbonila em diferentes sítios (Bachi, 

Dalle-Donne, e Scaloni 2013). Oxidações de resíduos de cisteína (Cis-SH) a ácidos 

sulfênicos (Cis-SOH) e dissulfetos (Cis-S-S-Cis) são reduzidas pelos sistemas 

dependentes de glutationa e tioredoxina (Figura 1.2.3). Se a oxidação é mais intensa, 

ocorre a geração de ácido sulfínico (Cis-SO2H), que é reduzido pela atividade de 

sulfiredoxinas (Srxs) em uma reação que consome ATP (Jeong et al. 2012). A 

hiperoxidação a ácido sulfônico (Cis-SO3H) é irreversível. A oxidação de resíduos de 

metionina produz sulfóxidos de metionina (MetO), causando alterações 

conformacionais ao tornar hidrofílico (MetO) um amino ácido hidrofóbico (Met) (Oien 

e Moskovitz 2007). Os MetO são reduzidos pela enzima metionina sulfóxido 

redutases (Msr), cuja atividade depende do sistema tioredoxina (Trx, TrxR e NADPH) 

(Stadtman, Moskovitz, e Levine 2003). Já as proteínas carboniladas são o resultado 

da modificação oxidativa irreversível de proteínas por diversos mecanismos e seus 

níveis são frequentemente medidos como indicadores de estresse oxidativo (Wehr e 

Levine 2012). Em geral, proteínas oxidadas são reconhecidas degradadas a 

aminoácidos pelas atividades do proteasoma 20S no citosol (Davies 2001) e da 

protease Lon na mitocôndria (Bota e Davies 2002).  

 

1.4.1 Estresse Oxidativo 

O termo ‘estresse oxidativo’ foi definido pela primeira vez por Helmut Sies 

(1991) como uma perturbação no equilíbrio prooxidante-antioxidante em favor do 

primeiro, resultando em dano potencial. Tal conceito foi elaborado em um momento 

em que o papel de espécies reativas como sinalizadores celulares essenciais à vida 

ainda não era apreciado. Ao longo do tempo, tornou-se evidente que vias celulares 

de oxidação e redução têm funções fisiológicas. Desta forma, o conceito de estresse 

oxidativo sofreu mudanças desde sua criação, sendo definido como uma perturbação 
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de vias específicas de sinalização e controle redox (Jones 2006). Tal perturbação 

pode ocorrer de forma independente da produção de espécies reativas (Jones 2008). 

Apesar do avanço do conceito, ainda é comum o uso do termo para se referir à sua 

definição original (Pamplona e Costantini 2011; Nikolaidis et al. 2012). Neste 

trabalho, o termo estresse oxidativo será usado para se referir ao aumento nos níveis 

de marcadores de danos oxidativos a biomoléculas. Portanto, o estresse oxidativo é 

caracterizado por um aumento dos níveis de estado estacionário de marcadores de 

estresse oxidativo, que pode resultar de três fenômenos: (i) diminuição da 

capacidade da rede de sistemas antioxidantes; e/ou (ii) aumento da produção de 

espécies reativas; e/ou (iii) limitação dos sistemas de reparo.  

 
1.5 Privação de Oxigênio e Depressão Metabólica  

Mamíferos em geral são extremamente vulneráveis à privação de oxigênio. 

Quando expostos à hipóxia, mesmo que por segundos ou minutos, seus tecidos 

disparam uma série de eventos degenerativos que levam à morte celular (Pérez-

Pinzón et al. 1992). Danos celulares associados à privação de oxigênio ocorrem, por 

exemplo, nos tecidos cardíaco (Ganote et al. 1975; Jennings et al. 1990), intestinal 

(Guan et al. 2009) e cerebral (Love 1999). Este efeito deve-se a inaptidão de manter 

o equilíbrio entre suprimento e demanda de ATP. Por exemplo, em neurônios de 

mamíferos sob hipóxia por alguns minutos os níveis de ATP caem drasticamente, 

reduzindo o bombeamento de íons e perturbando gradientes intermembranas (Lipton 

1999). A consequente despolarização resulta no influxo de Ca2+, que ativa proteases, 

endonucleases e lipases, levando a morte celular (Lipton 1999). Outros eventos são 

a queda de pH e maior produção mitocondrial de ROS (Lipton 1999; Guan et al. 

2009). Tal sensibilidade também é observada em muitos vertebrados além de 

mamíferos (Larson et al. 2014).  

Por outro lado, várias espécies animais são tolerantes à privação direta 

(restrição de O2 ambiental) ou indireta (incapacidade de obter O2 e/ou distribuir O2 

para os tecidos, mesmo em concentrações adequadas de O2) da disponibilidade de 

O2, por períodos desde horas a meses, como parte integrante de suas vidas (Bickler 

e Buck 2007). Tal tolerância está associada às capacidades de (i) suprimir de forma 

coordenada vias de consumo e produção de ATP, (ii) tolerar o acúmulo de 

metabólitos, e (iii) evitar ou reparar lesões derivadas da reoxigenação (Bickler e Buck 

2007). O equilíbrio entre oferta e demanda de ATP é atingido por ajustes metabólicos 
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e priorização do uso de ATP para funções vitais.  Em hepatócitos de tartarugas 

Chrysemys picta, conhecidas por sua extraordinária tolerância a anóxia, a demanda 

por ATP é reduzida a 6% do valor de normoxia (Hochachka e Somero 2002). Tal 

redução é atingida pela supressão do consumo de ATP de 75% da atividade Na+-

K+ATPase, 93% da síntese de proteínas, 94% da degradação de proteínas e 100% 

da gliconeogênese (Hochachka e Somero 2002). A supressão de processos 

energeticamente dispendiosos, tais como expressão de proteínas e transporte ativo 

(Rolfe e Brown 1997), resulta em menor demanda por recursos, maximizando as 

chances de sobrevivência e reduzindo o consumo de O2 (i.e. depressão metabólica). 

No reino animal, a entrada de um estado fisiológico de depressão metabólica 

reversível, no qual a taxa metabólica basal é fortemente suprimida, é uma estratégia 

de autopreservação em resposta a ambientes desfavoráveis (Storey 2015). 

Ambientes tornam-se desfavoráveis por falta de O2, extremos de temperatura, 

escassez de alimento, baixíssima humidade relativa, isolada ou conjuntamente. A 

redução do metabolismo é tipicamente de 70-80%, mas pode atingir 90-99% em 

algumas espécies (Storey e Storey 2012), ou até mesmo 100% (Clegg 1997). Tal 

fenômeno é observado desde grupos basais (e.g. poríferos) aos mais derivados (e.g. 

mamíferos) e faz parte dos ciclos de vida de espécies pertencentes aos principais 

filos de invertebrados e a todas as classes de vertebrados (Guppy, Fuery, e Flanigan 

1994). Ao reduzir a demanda por recursos, organismos em hipometabolismo 

maximizam suas chances de sobreviver e a possibilidade de retomar 

desenvolvimento, crescimento e reprodução quando condições ambientais viáveis 

forem restauradas. O hipometabolismo é observado em fenômenos sazonais, tais 

como hibernação, estivação e diapausa (Ruf e Geiser 2015; Carvalho, Navas, e 

Pereira 2010; Denlinger 2002), e também em outros eventos que podem ser 

sazonais ou não, incluindo a desidratação, o congelamento, a exposição aérea de 

organismos de respiração aquática e a privação de oxigênio (van Ginneken et al. 

1999; Muir, Costanzo, e Lee 2007; Storey e Storey 2007). 

Como citado anteriormente os fenômenos de depressão metabólica estão 

associados à repressão global de processos celulares. Entretanto, um seleto grupo 

de vias celulares é induzido nestas situações de limitação energética. O grupo é 

composto por: (i) mecanismos epigenéticos de repressão de expressão, incluindo 

modificação de histonas, metilação de DNA e microRNAs (Storey 2015); (ii) 

mecanismos de preservação do proteoma pela ação de proteínas chaperonas 
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(Storey e Storey 2011); (iii) mecanismos de controle dos níveis de espécies reativas 

pela ação de antioxidantes endógenos (Hermes-Lima e Zenteno-Savín 2002). 

Enquanto, alterações epigenéticas auxiliam na supressão metabólica, chaperonas e 

antioxidantes atuam na proteção do proteoma, o que mantém o funcionamento de 

biomoléculas e minimiza a necessidade de gasto energético com síntese e 

degradação, ao longo do período de hipometabolismo. Adicionalmente, o aumento 

de antioxidantes na fase de dormência da depressão metabólica minimiza a 

superprodução de ROS esperada no despertar e retomada do metabolismo basal 

(Welker et al. 2013), quando ocorre um aumento abrupto do consumo de O2 (Toien 

et al. 2001). O aumento da capacidade de antioxidantes endógenos durante a 

depressão metabólica é uma resposta adaptativa comum no reino animal. 

 

1.5.1 Preparo para o Estresse Oxidativo 

As primeiras observações do fenômeno de isquemia e reperfusão (I/R) 

mostraram que se trata de uma situação altamente deletéria para as células. A 

privação de perfusão impede a oferta de nutrientes e O2 e prejudica a eliminação de 

metabólitos. Foi demonstrado que a reperfusão, e não a isquemia em si, é 

responsável pelas principais injúrias celulares associadas a I/R. O avanço dos 

estudos de quadros de I/R mostrou que ROS e sistemas antioxidantes tem papel 

fundamental na ocorrência de lesões. Um amplo conjunto de evidências indica que 

os efeitos deletérios da I/R derivam da ocorrência de estresse oxidativo, incluindo a 

observação de aumentos dos níveis de ROS e de marcadores de estresse oxidativo 

em tecidos pós-isquêmicos e a observação de diminuição ou ausência de dano em 

tecidos pós-isquêmicos suplementados com antioxidantes (Granger e Kvietys 2015).  

Por exemplo, a produção de radicais aumenta em segundos após o início 

reperfusão em corações de coelho (Zweier, Flaherty, e Weisfeldt 1987), reduzindo o 

número de células endoteliais aórticas viáveis para 10% (Zweier, Kuppusamy, e Lutty 

1988). Se a reperfusão é realizada na presença dos antioxidantes catalase ou SOD, 

a viabilidade após I/R é maior que 90% (Zweier, Kuppusamy, e Lutty 1988). 

Corações de ratos transgênicos superexpressando SOD produzem menos radicais 

durante a reperfusão, apresentam lesões miocárdicas 50% menores e mantém 

melhor função contrátil em relação a ratos selvagens (Wang et al. 1998). O pico de 

formação de radicais é retardado e menos intenso se a reperfusão é realizada em 
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condições hipóxicas (Garlick et al. 1987).  A reperfusão ainda causa aumento dos 

níveis de GSSG, queda dos níveis de GSH, acúmulo de proteínas carboniladas, 

maior produção de H2O2 em mitocôndrias cardíacas (Serviddio et al. 2005). Estes 

efeitos são muito reduzidos ou ausentes se os primeiros minutos de reperfusão 

ocorrem em condições hipóxicas (Serviddio et al. 2005). Mais recentemente, foi 

mostrado que rins, fígado, coração e cérebro de mamíferos acumulam succinato 

durante a isquemia devido à atividade reversa do complexo II mitocondrial, reduzindo 

fumarato a succinato (Chouchani et al. 2014). No momento da reperfusão, as altas 

disponibilidades de succinato e O2 favorecem a superprodução de espécies reativas 

(Chouchani et al. 2014) como observado em estudos anteriores. Enquanto quadros 

de I/R causam severos danos oxidativos aos tecidos de mamíferos, muitas espécies 

animais toleram transições de disponibilidade/consumo de O2 análogas 

naturalmente. 

Neste panorama, pesquisadores começaram a abordar a seguinte pergunta: 

como animais que naturalmente passam por situações análogas a I/R ao longo de 

suas vidas são capazes de tolerar este estresse? Baseado nos dados de efeito 

protetor de antioxidantes em modelos de I/R, inicialmente propôs-se que tais animais 

teriam altos níveis constitutivos de antioxidantes. O alto teor de antioxidantes seria 

responsável por controlar ROS oriundos de situações análogas a I/R. De fato, a 

primeira observação publicada neste sentido foi a de que eritrócitos de cágados 

Phrynops hilarii, espécie tolerante a hipóxia, contêm níveis incomumente altos de 

grupos –SH (Reischl 1986). Tal hipótese foi testada em serpentes Thamnophis 

sirtalis tolerantes ao congelamento e à anóxia. Foi verificado que os níveis de 

antioxidantes endógenos desta espécie não eram especialmente elevados, 

apresentando valores inferiores aos de outras espécies animais intolerantes a 

hipóxia (Hermes-Lima 2004b). Contudo, quando as serpentes foram submetidas ao 

congelamento ou a anóxia, as atividades de diferentes enzimas antioxidantes 

aumentaram no músculo, fígado e pulmão (Hermes-Lima e Storey 1993). Na época, 

o aumento de antioxidantes foi surpreendente por dois motivos: (i) esperava-se uma 

queda dos níveis de ROS, e (ii) há uma supressão global de processos biológicos 

durante a fase de restrição de oxigênio. Contudo, obervações subsequentes 

confirmaram a ocorrência do aumento da capacidade antioxidante em caramujos 

Otala lactea durante a estivação (Hermes-Lima e Storey 1995), rãs Rana sylvatica 

durante o congelamento (Joanisse e Storey 1996), e rãs Rana pipiens durante 
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exposição à anóxia (Hermes-Lima e Storey 1996) e a desidratação (Hermes-Lima e 

Storey 1998).  

Com base no padrão de resposta de sete espécies animais submetidas a 

hipóxia, anóxia, congelamento, desidratação ou estivação, em 1998, foi proposto que 

a maior atividade de enzimas antioxidantes nestas situações era uma importante 

resposta adaptativa para lidar com o estresse da reoxigenação (Hermes-Lima, 

Storey, e Storey 1998). O fenômeno do aumento da capacidade antioxidante 

endógena durante a privação de oxigênio em animais resistentes a flutuações da 

disponibilidade/consumo de O2 foi batizado de “Preparo para o Estresse Oxidativo” 

(POS) (Hermes-Lima, Storey, e Storey 1998). Segundo a hipótese do POS, os 

antioxidantes são induzidos como um mecanismo antecipatório (‘preparo’) para lidar 

com o potencial efeito danoso (‘estresse oxidativo’) da reoxigenação (Hermes-Lima, 

Storey, e Storey 1998). Diversos estudos confirmaram que o POS ocorre em muitas 

espécies animais (Bickler e Buck 2007), em situações como hipóxia, anóxia e 

exposição aérea (Welker et al. 2013). Apesar de ser considerado uma resposta 

adaptativa fundamental para a tolerância aos estresses de privação de oxigênio 

(Hermes-Lima e Zenteno-Savín 2002), o mecanismo pelo qual o POS é acionado 

permaneceu elusivo até recentemente.  

No contexto em que a hipótese do POS foi concebida, a privação de O2 

levaria necessariamente a supressão da produção de ROS. Logo, um mensageiro 

“não-radicalar” era sinal candidato a ativar o POS (Hermes-Lima e Storey 1993). 

Com o passar do tempo, acumularam-se evidencias de que durante a privação de 

O2, a produção de ROS pode na realidade aumentar (seção 1.2.1). Adicionalmente, 

em muitos casos foi observado um acúmulo de marcadores de estresse oxidativo 

durante a privação de oxigênio em animais tolerantes à falta de O2 (e.g.  (de Oliveira, 

Belló-Klein, e Kucharski 2006; Lushchak e Bagnyukova 2007; Lushchak et al. 2005; 

Hermes-Lima e Storey 1996) lista em Hermes-Lima et al. 2015). Com base nestas 

observações, foi proposto que o mecanismo de ativação do POS em organismos 

expostos à privação de O2 ocorre pela superprodução de ROS mitocondriais induzida 

pela hipóxia (Welker et al. 2013). Tal aumento hipotético de ROS acionaria vias de 

fatores de transcrição, tais como HIF-1, p53, FoxOs, NF-κF e Nrf2 (seção 1.3.7), 

promovendo a expressão de antioxidantes (Welker et al. 2013). O acúmulo de 

defesas antioxidantes durante a hipóxia seria, então, uma resposta a um desafio 

oxidativo que ocorre já na hipóxia, e não somente na reoxigenação.  



58 
 

 

 

Entretanto, não há evidências diretas de aumento de produção de ROS em 

animais que aumentam suas capacidades antioxidantes durante a privação de O2. 

Na verdade, as observações disponíveis apontam para uma queda da produção de 

ROS em três modelos animais tolerantes a hipóxia: tartarugas Trachemys scripta 

(Milton et al. 2007), platelmintos marinhos Macrostomum ligano (Rivera-Ingraham, 

Bickmeyer, e Abele 2013) e mexilhões Mytilus edulis (Rivera-Ingraham et al. 2013). 

Cabe ressaltar que algumas espécies não apresentam qualquer sinal de aumento de 

antioxidantes durante a hipóxia, mantendo (Leveelahti et al. 2014) ou reduzindo os 

níveis de antioxidantes (e.g. Olsvik et al. 2006; Garcia Sampaio et al. 2008; lista em 

Welker et al. 2013). Explicações alternativas para organismos que não apresentam o 

POS em resposta à privação de oxigênio incluem: altos níveis constitutivos de 

antioxidantes endógenos e potencial capacidade de controlar/evitar a produção de 

espécies reativas (Hermes-Lima e Zenteno-Savín 2002). 

 

1.6 Justificativa e Objetivos 

Apesar do grande número de estudos sobre o metabolismo redox de animais 

expostos à privação de oxigênio e a depressão metabólica publicados desde a 

concepção do fenômeno do POS, algumas questões fundamentais permanecem sem 

resposta. A primeira delas é: qual o sinal molecular que aciona os mecanismos 

bioquímicos de ativação de sistemas antioxidantes nestas situações? Dada a 

frequência em que é observado, o POS é uma resposta/estratégia universal de 

animais privados de oxigênio? Qual a distribuição desta estratégia no reino animal? 

Considerando que os relatos de ocorrência de POS são majoritariamente de animais 

em laboratório, o fenômeno do POS ocorre na natureza? Este trabalho aborda estas 

e outras questões ao investigar o mecanismo, distribuição e ocorrência do fenômeno 

do ‘Preparo para o Estresse Oxidativo’ no reino animal com os seguintes objetivos: 

   

- Propor um modelo de acionamento de vias de ativação de sistemas 

antioxidantes (POS) em animais tolerantes a estresses de baixa de O2 (hipóxia, 

anóxia, desidratação, congelamento, e exposição aérea de organismos com 

respiração aquática) e estivação. 

- Desenvolver critérios de classificação de animais no âmbito do POS com 

base na resposta antioxidante durante a privação de O2. 
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- Classificar espécies animais que tiveram seus antioxidantes endógenos 

aferidos em resposta à privação de oxigênio usando os critérios desenvolvidos 

- Calcular a prevalência do fenômeno do POS em animais expostos a 

diferentes situações de limitação de O2. 

- Verificar a ocorrência do POS em duas espécies de anuros da Caatinga 

durante a estivação em condições naturais sem intervenção experimental. 

 

Para atingir tais objetivos, são aqui discutidas adaptações bioquímicas de 

animais em resposta a privação de oxigênio e/ou depressão metabólica, com ênfase 

no papel de espécies reativas e antioxidantes. No capítulo 1, foram realizadas 

revisão da literatura e fundamentação teórica acerca da produção e o controle de 

espécies reativas de oxigênio, a manutenção do equilíbrio redox, as adaptações 

associadas às principais situações de privação de oxigênio e depressão metabólica, 

e, finalmente, do fenômeno do “preparo para o estresse oxidativo” (‘preparation for 

oxidative stress’, POS). No capítulo 2, é apresentado um modelo molecular 

detalhado para o acionamento do fenômeno do POS em condições de falta de 

oxigênio e estivação. No capítulo 3, foram estabelecidos critérios de classificação da 

resposta antioxidante em animais privados de oxigênio. Com base nesses critérios e 

na análise de mais de uma centena de publicações, dezenas de espécies animais 

foram categorizadas resultando em um mapa de distribuição do fenótipo do POS no 

reino animal. No capítulo 4, são analisados alterações do equilíbrio redox, níveis de 

marcadores de estresse oxidativo e a modulação de antioxidantes endógenos 

durante a estivação em duas espécies de anuros na natureza. Nos capítulo 5 e 6, 

são considerados os avanços, limitações e perspectivas referentes à pesquisa do 

fenômeno do POS, a saber, a ausência de evidência direta para suportar o modelo 

de acionamento do POS, a escassez de observações do fenômeno do POS em 

animais na natureza (comparadas com estudos de animais em laboratório) e a 

posição do POS na história evolutiva do reino animal. 
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2 CAPÍTULO 2 – MODELO MOLECULAR PARA O FENÔMENO DE PREPARO 

PARA O ESTRESSE OXIDATIVO  

2.1 Resumo 

Organismos tolerantes a variações amplas da disponibilidade de O2, 

especialmente à hipóxia, costumam lidar com condições ambientais desfavoráveis 

durante suas vidas. Tais condições incluem, por exemplo, a indisponibilidade de 

alimento e/ou água, baixas ou altas temperaturas, e a falta de oxigênio. Apesar da 

forte supressão da síntese de proteínas, muitos animais apresentam aumentos dos 

níveis de antioxidantes durante a privação de O2. Esta observação intrigou os 

pesquisadores por mais de 20 anos. Inicialmente, duas linhas de pensamento 

incompatíveis vigoravam: por um lado, a hipóxia causaria uma redução da produção 

de espécies reativas de oxigênio (ROS), por outro lado, a indução de sistemas 

antioxidantes requeria maiores níveis de ROS. A indução de antioxidantes 

endógenos durante a hipóxia foi interpretada como uma estratégia de preparo do 

organismo para lidar com o possível estresse oxidativo associado à reoxigenação. O 

termo “preparo para o estresse oxidativo” (POS) foi criado em 1998 com base em tal 

interpretação. Contudo, muitos animais tolerantes à falta de O2 apresentam sinais de 

estresse oxidativo, antes da reoxigenação, ainda na fase de privação de oxigênio. 

Além disso, a ideia de que a produção de ROS estaria necessariamente reduzida 

durante a hipóxia foi contestada. Ao invés disso, dados da literatura apontam para 

uma maior produção de ROS em resposta à hipóxia. Recentemente, tornou-se 

possível propor uma explicação detalhada para a indução de antioxidantes em 

animais sob hipóxia. As evidências que suportam tal explicação, assim como suas 

limitações, são amplamente exploradas neste trabalho, onde são discutidos 

resultados de animais expostos à estivação e a situações de baixa de O2, incluindo a 

hipóxia, o congelamento, a desidratação e a exposição aérea de animais de 

respiração aquática. Propomos que, ao atingir um limiar, a privação de O2 causa uma 

superprodução de ROS e induz respostas bioquímicas à hipóxia. As respostas 

seriam mediadas pela ativação de fatores de transcrição sensíveis a alterações 

redox (FoxO, Nrf2, HIF-1, NF-κB e p53) e pelo acionamento de mecanismos pós-

traducionais, resultando em defesas antioxidantes mais robustas. Adicionalmente, 

espécies reativas de nitrogênio podem modular a produção de ROS nesta situação. 

Concluímos o trabalho discutindo perspectivas para este campo de pesquisa e como 
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o maior entendimento dos mecanismos envolvidos no POS podem levar à elucidação 

de respostas fisiológicas de organismos a estresses ambientais. 
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2.2 Preparation for Oxidative Stress Under Hypoxia and Metabolic Depression: 

Revisiting the Proposal two Decades Later 
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3 CAPÍTULO 3 – DISTRIBUIÇÃO DO FENÔMENO DE PREPARO PARA O 

ESTRESSE OXIDATIVO NO REINO ANIMAL  

3.1 Resumo 

Muitas espécies animais tolerantes a hipóxia apresentam aumentos da 

atividade e/ou expressão de antioxidantes endógenos durante situações de privação 

de O2 – um fenômeno chamado de “Preparo para o Estresse Oxidativo” (POS). Este 

fenômeno é observado durante a exposição ao congelamento, desidratação severa, 

exposição aérea de organismo de respiração aquática e estivação. Apesar do 

grande número de relatos do POS nestas condições, a prevalência do POS dentro 

do reino animal nunca foi analisada. Uma dificuldade importante é a própria 

definição do fenômeno do POS, já que em muitos casos há registros de aumentos 

de níveis de antioxidantes simultaneamente com registros de queda durante 

estresses de baixa de O2 e estivação. Portanto, foram estabelecidos três critérios de 

classificação, com diferentes graus de restrição, com o objetivo de analisar a 

ocorrência do POS entre animais.  

Critério 1 – POS-positivo: ocorrência de um aumento do nível de qualquer 

antioxidante de qualquer magnitude em qualquer tecido na fase de privação de O2. 

POS-negativo: ocorrência de queda do nível de um antioxidante qualquer sem 

eventos de aumento. POS-neutro: se não há mudanças.  

Critério 2 – POS-positivo: ocorrência de um aumento do nível de qualquer 

antioxidante maior que 50% (em relação ao controle) em qualquer tecido na fase de 

privação de O2. POS-negativo: ocorrência de uma queda do nível de um antioxidante 

qualquer maior que 25% (em relação ao controle) sem eventos de aumento. POS-

neutro: se não há mudanças acima dos limiares. 

Critério 3 – POS-positivo: ocorrência de mais eventos de aumento do nível de 

qualquer antioxidante maior que 50% (em relação ao controle) do que eventos de 

queda maior que 25% (em relação ao controle). POS-negativo: ocorrência de mais 

eventos de queda do que eventos de aumento. POS-neutro: se não há mudanças 

acima dos limiares, ou se há o mesmo número de eventos de queda e aumento. 

Com base nestes critérios, foram analisados todos os estudos sobre a 

modulação de antioxidantes druante a privação de O2 disponíveis em diferentes 

bancos de dados. As espécies foram classificadas como POS-positivas, POS-

negativas ou POS-neutras. A prevalência de animais POS-positivos (em um universo 
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de 102 espécies de 8 filos) foi dependente do estresse, Nos casos de estivação e 

desidratação a prevalência foi de 91-100%; para hipóxia foi de 37,5-53%, 

dependendo do critério usado. O percentual de espécies POS-positivas foi de 54-

77%, 64-77% e 75-86% nos casos de exposição aérea, anoxia e congelamento 

respectivamente. A análise global de todos as situações em conjunto resultou em 

uma prevalência de espécies POS-positivas de 58-68%. A alta prevalência do 

fenômeno do POS em animais aponta para um papel fundamental da modulação dos 

sistemas antioxidantes durante estresses de baixa de O2. 
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3.2 How Widespread is Preparation for Oxidative Stress in the Animal 

Kingdom? 
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4 CAPÍTULO 4 – EFEITO DA ESTIVAÇÃO EM AMBIENTE NATURAL SOBRE O 

METABOLISMO REDOX DE ANUROS DA CAATINGA 

4.1 Introdução 

A habilidade de diminuir a taxa metabólica é uma importante estratégia de 

sobrevivência de animais desafiados por ambientes extremos (Withers e Cooper 

2010). A supressão do metabolismo é atingida pela inibição global de diversos 

processos celulares, por exemplo, metabolismo intermediário, transporte ativo de 

íons, transcrição de genes e tradução de proteínas (Storey 2015). Desta forma, a 

necessidade por recursos é amplamente reduzida, maximizando o tempo de 

sobrevivência até o retorno de condições ambientais favoráveis. Devido à redução do 

turnover de biomoléculas, a implementação de vias de preservação celular, incluindo 

a indução de antioxidantes e chaperonas, é crucial e comum em estados de 

hipometabolismo (Storey e Storey 2011, 2012). A deflagração de uma resposta 

antioxidante em animais com taxa metabólica reduzida é definida como “preparo 

para o estresse oxidativo” (Hermes-Lima, Storey, e Storey 1998; Hermes-Lima et al. 

2015). De fato, a maioria das espécies investigadas do ponto de vista redox até o 

momento mostram o aumento de pelo menos um antioxidante durante a depressão 

metabólica em resposta a hipóxia, congelamento, desidratação e estivação (Moreira 

et al. 2016). 

A estivação é um estado de supressão metabólica aeróbica em resposta a 

ambientes áridos, comumente associada à baixa disponibilidade de água e alimento 

(Storey 2002). As adaptações bioquímicas associadas à estivação têm sido 

investigadas majoritariamente em caramujos pulmonados (Hermes-Lima e Storey 

1995; Ramos-Vasconcelos, Cardoso, e Hermes-Lima 2005), peixes pulmonados 

(Frick et al. 2008b; Page et al. 2010) e anuros. Dentre os anuros, os estudos 

concentram-se na indução artificial da estivação em laboratório de espécies 

australianas Neobatrachus spp. (Fuery et al. 1998; Withers 1993) e Cyclorana spp. 

(Withers 1993; Reilly et al. 2013) e a espécie norte americana Scaphiopus couchii 

(McClanahan 1967; Cowan et al. 2000).  Durante períodos de seca, estes animais 

enterram-se em busca de um microhabitat mais favorável e permanecem inativos por 

vários meses ou até alguns anos (McClanahan 1967; Withers 1993). Neste período, 

o consumo de O2 por anuros dos gêneros Cyclorana, Neobatrachus e Scaphiopus 

apresenta queda de 60-80% em comparação com animais ativos (Seymour 1973; 
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Withers 1993). Com a chegada das chuvas, os anuros emergem de seus abrigos 

subterrâneos e deslocam-se para corpos d’água, onde iniciam atividades intensas de 

alimentação e reprodução. 

O estudo dessas espécies revelou importantes adaptações fisiológicas e 

bioquímicas envolvidas no hipometabolismo em anuros. Por exemplo, durante a 

estivação, há queda do consumo de O2 pelo tecido muscular isolado (Flanigan, 

Withers, e Guppy 1991); inibição de vias metabólica dependentes de O2 (Hudson et 

al. 2006; Berner et al. 2009); supressão da síntese de proteínas (Fuery et al. 1998), 

via fosforilação do fator de iniciação eucarótico (eIF2α) (Pakay et al. 2003); aumento 

dos níveis de fatores silenciadores epigenéticos (Hudson et al. 2008); incremento da 

taxa de acoplamento mitocondrial (Kayes et al. 2009); menor produção de H2O2 

mitocondrial (Reilly et al. 2014); e maior atividade de enzimas antioxidantes em 

determinados tecidos (Grundy e Storey 1998). O tecido muscular esquelético de 

anuros estivadores tem recebido ênfase especial, devido à sua peculiar resistência a 

atrofia por jejum e desuso em comparação com modelos animais, tais como, ratos, 

camundongos, porquinhos-da-índia e cães (Hudson e Franklin 2002). A tolerância à 

atrofia muscular parece estar associada, parcialmente, ao papel de antioxidantes 

endógenos ao longo da depressão metabólica em ambientes semiáridos (Hudson e 

Franklin 2002; Reilly e Franklin 2016). 

A Caatinga é um bioma semiárido exclusivamente brasileiro que ocupa 

aproximadamente 10% do território nacional dentro da faixa de latitutde de 2°54’ a 

17°21’ S (Prado 2003). Este domínio morfoclimático é caracterizado por alta 

incidência de radiação solar, elevada temperatura média anual, baixa umidade 

relativa e, principalmente, regime de chuvas irregulares (Prado 2003). A estação 

chuvosa é limitada a um período de poucos meses, geralmente com início em 

Janeiro. O padrão de precipitação, entretanto, é extremamente variável, de maneira 

que a duração da estiagem é incerta ano a ano. Na Caatinga, é comum que algumas 

regiões permaneçam sem qualquer chuva ao longo de anos inteiros (Nimer 1972). 

Ainda assim, o número de espécies de anfíbios que habitam este bioma extremo é 

estimado entre 73 e 120 espécies (Camardelli e Napoli 2012; Toledo e Batista 2012). 

Os anuros residentes em fitofisionomias secas da Caatinga apresentam adaptações 

morfológicas, comportamentais e fisiológicas para manter a viabilidade durante 

longos períodos de seca (Navas, Antoniazzi, e Jared 2004). Assim como as espécies 

australianas e norte americanas, alguns anuros da Caatinga enterram-se e reduzem 
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o consumo de O2 durante a estiagem, utilizando a estivação como estratégia de 

sobrevivência (Carvalho, Navas, e Pereira 2010).  

 Apenas recentemente, ajustes fisiológicos e do metabolismo energético têm 

sido investigados durante a estivação de espécies da Caatinga, com ênfase no 

equilíbrio hídrico (Pereira 2009, 2016). Alterações do metabolismo redox, i.e. 

produção de espécies reativas e controle por antioxidantes, ainda não foram 

estudadas neste bioma. Desta forma, considerando o papel do controle de espécies 

reativas por antioxidantes endógenos em resposta a depressão metabólica, o 

objetivo deste estudo é investigar adaptações do metabolismo redox em anuros da 

Caatinga durante a estivação. Todos os dados disponíveis na literautra de anuros 

estivadores são de animais induzidos a estivar em condições artificalmente 

controladas. Por outro lado, neste estudo, usamos uma abordagem diferente, na qual 

os animais são coletados diretamente na natureza durante períodos de atividade ou 

de hipometabolismo. Espera-se que os resultados de tal abordagem tenham maior 

relevância ecológica que os gerados em laboratório. Este é o primeiro estudo que 

analisou a modulação de antioxidantes endógenos em animais estivando no 

ambiente natural sem intervenção experimental humana. 

4.2 Material e Métodos 

4.2.1 Local do Estudo 

Os animais investigados neste estudo foram coletados em uma propriedade 

privada denominada Fazenda São Miguel (5°30’43”S, 36°36’18”W), localizada a 156 

km de Natal, no distrito de Angicos, Rio Grande do Norte. Dentro da fazenda, há uma 

ampla área de Caatinga onde ocorrem a formação e o desaparecimento de riachos 

temporários, como consequência de períodos de chuva e estiagem. O 

comportamento dos anuros residentes acompanha a formação e secagem de corpos 

d’água. Durante a estação chuvosa, um grande número de anuros é encontrado em 

poças d’água forrageando ou reproduzindo (Pereira 2009). Já na temporada de seca, 

algumas espécies de anuros são encontradas no subsolo de leitos de rios secos em 

estivação. A distância da superfície em que os animais estivam varia de 30 a 112 cm 

(seção 4.2.3), podendo atingir 180 cm (Pereira 2009). A concentração de O2 no solo, 

na faixa de 25 a 150 cm, é relativamente estável, atingindo valor mínimo de 

aproximadamente 20,7% na maior profundidade (Carvalho, Navas, e Pereira 2010) 
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(Figura 17A). A profundidade em que os animais são encontrados tende a aumentar 

conforme a estação seca avança (Pereira 2009) (Figura 17B).  Este fenômeno pode 

ser explicado pela maior umidade relativa do solo em maiores profundidades. Por 

exemplo, durante fase de estiagem, a umidade relativa no solo é de 92 e 65% nas 

profundidades de 80 e 40 cm respectivamente (Pereira 2009). 

Figura 17. Disponibilidade de O2 no solo e profundidade onde P. diplolistris é 
encontrado durante a estação seca. (A) Concentração de O2 na faixa de 
profundidade onde os animais abrigam-se durante a estação seca. O nível de O2 caí 
significativamente a partir de 75 cm. (B) Profundidade na qual P. diplolistris é 
encontrado no período de estigagem em relação à data da última chuva. Dados de 
Pereira (2009). 

 

Nesta área são registradas três espécies de anuros que apresentam o 

comportamento de estivação durante a estação seca: Pleurodema diplolistris (Anura: 

Leptodactylidae, Leiuperinae), Proceratophrys cristiceps (Anura: Odontophrynidae) e 

Physalaemus albifrons (Anura: Leptodactylidae, Leiuperinae). Neste estudo, somente 

as duas primeiras espécies foram analisadas. Ambas as espécies, P. diplolistris e P. 

cristiceps, entram em estivação no subsolo, quando deprimem o consumo de 

oxigênio em repouso em aproximadamente 50% quando comparados aos animais 

ativos durante as chuvas (Pereira 2016) (Figura 18A). Nota-se que o consumo de 

oxigênio em repouso em P. cristiceps é cerca de 70% menor que o de P. diplolistris 

(Pereira 2016) (Figura 18A). Quando são forçados a se locomover, indivíduos P. 

diplolistris ativos e estivando consomem O2 em taxas similares (Pereira 2016). Por 

outro lado, indivíduos P. cristiceps durante a estivação, mesmo em atividade forçada, 

consomem 70% menos O2 (Pereira 2016) (Figura 18B). Estes dados de 

respirometria corroboram as observações de diferenças na responsividade entre as 

espécies. Quando desenterrados, anuros P. diplolistris prontamente retomam a 

atividade (Pereira 2016). No caso, de P. cristiceps, mesmo após manipulação os 
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animais permanecem imóveis. Portanto, mesmo ocupando o mesmo microhabitat 

estas duas espécies apresentam importantes diferenças fisiológicas. 

 

 

 
 
 
 
 
 
 
Figura 18. Taxas de consumo de O2 em 
P. diplolistris e P. cristiceps durante a 
atividade e estivação. (A) Consumo de 
O2 em repouso. (B) Consumo de O2 em 
atividade forçada. Os asteriscos indicam 
diferença significativa em animais ativos 
versus estivando. Dados de Pereira (2016). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 

4.2.2 Coleta 1 

Indivíduos adultos das espécies P. diplolistris e P. cristiceps foram coletados 

pela equipe do professor Carlos Navas (IB/USP) no interior da fazenda São Miguel 

(Figura 19). A coleta foi realizada sob a autorização do IBAMA (02010.003380/04-82 

e 14836-1) e registro no comitê de ética do Instituto de Biociências da Universidade 

de São Paulo (168/2012). Os animais P. diplolistris em estivação (estação seca) 

foram coletados no mês de novembro (2012). O grupo de animais ativos (estação 

chuvosa) dessa mesma espécie foi coletado em dezembro (2005). Este grupo de 

animais estava ativo na superfície do solo mesmo sem a ocorrência de precipitação 

significativa. Para a espécie P. cristiceps, o grupo de animais ativos foi coletado no 

mês de abril (2007). Já os anfíbios P. cristiceps que estavam estivando foram 

coletados no mês de agosto (2012). Os animais estivando foram coletados 

manualmente após escavação de regiões do leito seco do rio Sobradinho (5°30’43”S, 

36°36’8’’W), identificados e eutanasiados imediatamente por imersão em nitrogênio 
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líquido e armazenados a −80°C até serem analisados. Foram coletados ao todo 12 

animais P. diplolistris pesando 4,18 ± 0,44 g (media ± desvio padrão) e com 

comprimento rostro-cloacal de 3,18 ± 0,13 cm. No caso de P. cristiceps, foram 

coletados 12 animais com peso de 9,44 ± 3,21 g e comprimento de 3,92 ± 0,32 cm. 

Figura 19. Precipitação mensal total de janeiro de 2005 a dezembro de 
2012. Dados do Instituto Nacional de Meteorologia (INMET) coletados na 
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estação Florânia (06°6’36’’S; 36°48’36’W, altitude 324 m) há 60 km dos 
locais de coleta durante o período da coleta 1. (A) Precipitação mensal total 
no intervalo da coleta 1. (B) O painel à esquerda mostra o ano de 2005 
quando animais P. displolistris ativos foram coletados no mês de dezembro. 
(B) O painel à direita mostra o ano de 2012 quando animais P. displolistris 
estivando foram coletados no mês de novembro. (C) O painel à esquerda 
mostra o ano de 2007 quando animais P. cristiceps ativos foram coletados 
no mês de abril. (C) O painel à direita mostra o ano de 2012 quando animais 
P. cristiceps estivando foram coletados no mês de agosto. 

 

4.2.3 Coleta 2 

Uma segunda coleta foi realizada em dezembro de 2015, quando indivíduos 

adultos das espécies P. diplolistris e P. cristiceps foram coletados na estação seca 

em dois locais diferentes dentro da área de caatinga na Fazenda São Miguel, 

denominados pelos residentes como “Várzea do B” (05°41'27,6"S; 036°26'19,8"W, 

altitude 150 m) e “Cacimba do Garajau” (05°41'57.4"S; 036°28'03.2"W, altitude 146 

m) (Figura 20).  

 

 
Figura 20. Localização dos sítios de coleta de animais da coleta 2. Várzea do B 
(05°41'27,6"S; 036°26'19,8"W, altitude 150 m) e Cacimba do Garajau (05°41'57.4"S; 
036°28'03.2"W, altitude 146 m) fazem parte de uma propriedade privada denominada 

Fazenda São Miguel. Uma das entradas da fazenda fica na BR-304. 
 

A coleta foi realizada com o apoio da equipe do professor Adrian Garda 

(UFRN), com a participação fundamental do biólogo Willianilson P. da Silva (UFRN) e 
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sob a autorização do IBAMA (19828-4). Os animais foram coletados manualmente 

após escavação de leitos de rios secos (Figuras 21 e 22).  

 

 

Figura 21. Fotos da Cacimba do Garajau, um dos sítios da coleta 2. (A) Leito de rio 
seco no auge da estação seca em dezembro de 2015. (B) Preparo para a escavação do 
leito do rio. O senhor assis (de boné) e o biólogo Will dão início à escavação. Ao fundo, 
botijão de nitrogênio líquido, bandeijas e demais materiais de campo. (C) Um barbante 
marcava o nível da superfície em cada escavação realizada. (D) Destaque para o solo 
extremamente seco mesmo a aproximadamente 75 cm de profundidade. 

 

Uma vez localizado, a profundidade em que foi encontrado era registrada, e o 

animal era embalado rapidamente em papel alumínio e imerso em nitrogênio líquido. 

Nesta expedição foram encontrados indivíduos das espécies P. diplolistris, P. 

cristiceps e Physalaemus sp. Entretanto, foram coletados apenas indivíduos P. 

diplolistris e P. cristiceps conforme tabela 5.  

 

 

 

A B

C D
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Figura 22. Fotos de uma das escavações e os animais encontrados durante a 
coleta 2. (A) Escavação na Cacimba do Garajau onde se pode observar o rastro 
deixado pela movimentação vertical do animal. (B) Ampliação de rastros deixados pela 
movimentação vertical dos animais. Devido à movimentação do animal, o solo fica 
menos compacto, desabando quando o solo abaixo é removido. (C) Espécime de P. 
diploslistris instantes após a pertubação da escavação. Note que o animal abre os olhos 
imediatamente e salta se perturbado. (D) Espécime de P. cristiceps instantes após a 
pertubação da escavação. Este animal, mesmo após a manipulação e posicionamento 
na superfície do solo, não apresenta sinais de despertar (e.g. abertura dos olhos ou 
movimentação).  

 

Tabela 5. Número de indivíduos coletados na coleta de dezembro de 2015 por 
local de coleta e por espécie. 

Local P. diplolistris P. cristiceps Total 

Várzea do B 34 7 41 
Cacimba do Garajau 5 6 11 

Total 39 13 52 

 

A temperatura do ar durante a coleta oscilou dentro da faixa de 35-38°C. A 

temperatura na superfície do solo oscilou dentro da faixa de 41-53°C. Foram 

coletados animais em profundidades de 30 a 112 cm (Figura 23). A temperatura do 

solo a partir de 30 cm da superfície permaneceu estável entre 32 e 33°C até a 

profundidade de 100 cm. Os animais coletados nesta expedição encontram-se 

armazenados em ultrafreezer e ainda não foram analisados.  

A B

C D
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Figura 23. Distribuição de indivíduos P. diplolsitris e P. cristiceps estivando durante 
estação seca coletados em diferentes profundidades. Dados da coleta 2 de dezembro de 
2015: (A) ambas espécies combinadas, (B) P. diplolistris, e (C) P. cristiceps.  

 

4.2.4 Ensaios de Atividade Enzimática 

Os ensaios de atividade enzimática utilizaram homogeneizados de músculo de 

P. diplolistris e P. cristiceps provenientes da coleta 1. Um fêmur de cada animal foi 

separado do restante do corpo em nitrogênio líquido e armazenado em −80°C. No 

dia do ensaio, cada fêmur foi retirado do ultrafreezer e imediatamente imerso solução 

em tampão A em placa de petri sobre o gelo. Com o membro totalmente submerso 

no tampão gelado, o tecido muscular foi dissecado do membro, removendo os vasos 

sanguíneos, o fêmur e a pele. Toda a massa muscular que envolve o fêmur (i.e. 

bíceps femoral, tríceps femoral, semimembranoso, gracilis maior, gracilis menor, 

sartorio, ileofibular e adutor magno) dos animais foi homogeneizada em tampão A 

com o uso de homogeneizador elétrico OMNI Tissue Master 125. Aproximadamente 

0,2 g de tecido muscular foi homogeneizado em 1 mL de tampão A. O tampão A 

continha 58.8 mM Tris-HCl (pH 7.4), 1 mM EDTA, 1 mM PMSF e 1:500 coquetel 

inibidor de protease (P8340, Sigma-Aldrich). O procedimento de homogeneização foi 

feito em gelo e durou 1.5 minutos. Após a homogeneização, o homogeneizado foi 

centrifugado a 10.000 × g a 4°C por 15 minutos. Os sobrenadantes foram coletados 

e mantidos em gelo até serem usados nos ensaios de atividade enzimáticas 

realizados sempre no mesmo dia em que ocorreu a homogeneização. Com a 

exceção da catalase, todos os experimentos de atividade enzimática foram 

realizados em placas de 96 poços de fundo chato e lidos no espectrofotômetro 

Spectramax M3 (Molecular Devices). No caso da catalase, as reações foram feitas 

em cubeta de quartzo e lidas no mesmo equipamento que os demais ensaios.  

A atividade de citrato sintase (CS) foi determinada pelo monitoramento da 

velocidade de formação do grupo CoA pela reação deste grupo com o 5,5’-ditiobis-
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ácido 2-nitrobenzóico (DTNB) (Srere 1969) (Figura 24). As concentrações finais dos 

reagentes foram 50 mM tampão tris (pH 8,0), 0,1 mM acetil-CoA, 0,5 mM 

oxaloacetato e 0,1 mM DTNB. Em um volume reacional final de 100 μL, foram 

adicionados 2 μL de homogeneizado de músculo diluído 1:30 (p:v). A absorbância 

em 412 nm foi acompanhada no modo cinético por 75 segundos. Todas as leituras 

foram realizadas em triplicata. Uma unidade (U) de CS foi definida como a 

quantidade de enzima que forma 1 μmol de TNB por minuto, utilizando o coeficiente 

de absortividade molar (ε412) 14,15 mM-1cm-1 (Riddles, Blakeley, e Zerner 1983). As 

taxas de ensaios controle (i) ausência de homogeneizado e (ii) ausência de substrato 

(oxaloacetato) foram subtraídas das taxas do ensaio completo, corrigindo alterações 

independentes da atividade da enzima. 

 
Figura 24. Esquema reacional do ensaio de atividade de citrato 
sintase (CS). (A) A CS catalisa a reação de condensação entre acetil-
CoA e oxaloacetato, produzindo citrato e coenzima A. (B) A coenzima-A 
possui um grupo tiol livre que, no ensaio, reage com 5,5’-ditiobis-ácido 2-
nitrobenzóico (DTNB), produzindo ácido 2-nitrobenzóico (TNB). A 
velocidade de produção de TNB é monitorada em 412 nm e é 
proporcional a atividade de CS na amostra. 

 

A atividade de isocitrato desidrogenase (ICDH) foi determinada pelo 

monitoramento da velocidade da redução de NADP+ a NADPH em 340 nm (Cowan et 

al. 2000) (Figura 25). As concentrações finais dos reagentes foram 50 mM tampão 
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imidazol (pH 7,2), 5 mM MgSO4, 0,4 mM NADP+ e 2 mM D,L-isocitrato. Em um 

volume reacional final de 200 μL, foram adicionados 5 μL de homogeneizado de 

músculo diluído 1:5 (p:v). A absorbância em 340 nm foi acompanhada no modo 

cinético por 90 segundos. Todas as leituras foram realizadas em triplicata. Uma 

unidade (U) de ICDH foi definida como a quantidade de enzima que forma 1 μmol de 

NADPH por minuto, utilizando o coeficiente de absortividade molar (ε340) 6,22 mM-

1cm-1. As taxas de ensaios controle (i) ausência de homogeneizado e (ii) ausência de 

substrato (isocitrato) foram subtraídas das taxas do ensaio completo, corrigindo 

alterações independentes da atividade da enzima. 

 

 
Figura 25. Esquema reacional do ensaio de atividade de 
isocitrato desidrogenase (ICDH). A ICDH catalisa a reação de 
descarboxilação oxidativa do isocitrato, produzindo 2-oxoglutarato (α-
cetoglutarato) e NADPH. Íons magnésio agem como cofator. A 
velocidade de produção de NADPH é monitorada em 340 nm e é 
proporcional a atividade de ICDH na amostra. 

 

A atividade de piruvato quinase (PK) foi determinada pelo monitoramento da 

velocidade da queda da absorbância em 340 nm resultante da oxidação do NADH a 

NAD+ em um sistema de reações acopladas (Cowan et al. 2000) (Figura 26). As 

concentrações finais dos reagentes foram 50 mM tampão imidazol (pH 7,2), 100 mM 

KCl, 5 mM MgSO4, 1 mM ADP, 0,2 mM NADH, 1 mM fosfoenolpiruvato, e 3 U/mL L-

lactato desidrogenase. Em um volume reacional final de 200 μL, foram adicionados 

10 μL de homogeneizado de músculo diluído 1:2.000 (p:v). A absorbância em 340 

nm foi acompanhada no modo cinético por 90 segundos. Todas as leituras foram 

realizadas em triplicata. Uma unidade (U) de PK foi definida como a quantidade de 

enzima que resulta no consumo de 1 μmol de NADH por minuto, utilizando o 

coeficiente de absortividade molar (ε340) 6,22 mM-1cm-1. As taxas de ensaios controle 

(i) ausência de homogeneizado e (ii) ausência de substrato (fosfoenolpiruvato) foram 

subtraídas das taxas do ensaio completo, corrigindo alterações independentes da 

atividade da enzima. 
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Figura 26. Esquema reacional do ensaio de atividade de piruvato 
quinase (PK). (A) A PK catalisa a transferência do grupo fosfato do 
fosfoenolpiruvato ao ADP, produzindo ATP e piruvato. Íons magnésio 
e potássio agem como cofatores. (B) O piruvato gerado pela PK é 
reduzido a lactato, consumindo NADH. A velocidade de consumo de 
NADH é monitorada em 340 nm e é proporcional a atividade de PK 
na amostra. 

 

A atividade de creatina quinase (CK) foi determinada pelo monitoramento da 

velocidade de aumento da absorbância em 340 nm resultante da formação de 

NADPH em um sistema de reações acopladas (Cowan et al. 2000) (Figura 27). As 

concentrações finais dos reagentes foram 50 mM tampão imidazol (pH 7,2), 10 mM 

MgSO4, 100 mM fosfocreatina, 1 mM ADP, 5 mM glicose, 1 mM NADP+, 1,25 U/mL 

hexoquinase, e 1,25 U/mL glicose 6-fosfato desidrogenase. Em um volume reacional 

final de 200 μL, foram adicionados 5 μL de homogeneizado de músculo diluído 

1:1.500 (p:v). A absorbância em 340 nm foi acompanhada no modo cinético por 90 

segundos. Todas as leituras foram realizadas em triplicata. Uma unidade (U) de CK 

foi definida como a quantidade de enzima que resulta na produção de 1 μmol de 

NADPH por minuto, utilizando o coeficiente de absortividade molar (ε340) 6,22 mM-

1cm-1. As taxas de ensaios controle (i) ausência de homogeneizado e (ii) ausência de 

substrato (fosfocreatina) foram subtraídas das taxas do ensaio completo, corrigindo 

alterações independentes da atividade da enzima. 
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Figura 27. Esquema reacional do ensaio de atividade de creatina quinase (CK). (A) 
A CK catalisa a transferência do grupo fosfato da fosfocreatina ao ADP, produzindo ATP 
e creatina. (B) O ATP gerado pela CK é utlizado pela hexoquinase para fosforilar a 
glicose, produzindo glicose 6-fosfato. (C) A G6PDH catalisa a reação de oxidação da 
glicose 6-fosfato, produzindo 6-fosfoglicono-lactona e NADPH. A velocidade de 
produção de NADPH é monitorada em 340 nm e é proporcional a atividade de CK na 
amostra. Íons magnésio agem como cofatores. 

 

A atividade de lactato desidrogenase (LDH) foi determinada pelo 

monitoramento da velocidade da queda da absorbância em 340 nm resultante da 

oxidação do NADH a NAD+ (Cowan et al. 2000) (Figura 28). As concentrações finais 

dos reagentes foram 50 mM tampão imidazol (pH 7,2), 2 mM piruvato, 5 mM DTT, e 

0,2 mM NADH. Em um volume reacional final de 200 μL, foram adicionados 10 μL de 

homogeneizado de músculo diluído 1:2.000 (p:v). A absorbância em 340 nm foi 

acompanhada no modo cinético por 90 segundos. Todas as leituras foram realizadas 

em triplicata. Uma unidade (U) de LDH foi definida como a quantidade de enzima que 

resulta no consumo de 1 μmol de NADH por minuto, utilizando o coeficiente de 

absortividade molar (ε340) 6,22 mM-1cm-1. As taxas de ensaios controle (i) ausência 

de homogeneizado e (ii) ausência de substrato (piruvato) foram subtraídas das taxas 

do ensaio completo, corrigindo alterações independentes da atividade da enzima. 

 

 
Figura 28. Esquema reacional do ensaio de atividade de 
lactato desidrogenase (LDH). A LDH catalisa a reação 
reversível de redução do piruvato, produzindo lactato e 
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consumindo NADH. A velocidade de consumo de NADH é 
monitorada em 340 nm e é proporcional a atividade de LDH na 
amostra. 

 

A atividade de superoxido dismutase (SOD) foi determinada pelo 

monitoramento da inibição da oxidação de NADH por radicais superóxido gerados 

por um sistema químico (Paoletti et al. 1986) (Figura 29). As concentrações finais 

dos reagentes foram 50 mM tampão fosfato (pH 7,4), 5 mM EDTA, 2,5 mM MnCl2, 

0,25 mM NADH, e 4 mM 2-mercaptoetanol. Em um volume reacional final de 100 μL, 

foram adicionados diferentes volumes (1 – 32 μL) de homogeneizado de músculo 

diluído 1:35 (p:v), resultando em um curva de inbição. A absorbância em 340 nm foi 

acompanhada no modo cinético por 15 minutos. Todas as leituras foram realizadas 

em triplicata. Uma unidade (U) de SOD foi definida como a quantidade de enzima 

que inibe em 50% a velocidade de oxidação do NADH a NAD+ por radicais 

superóxido gerados pelo sistema 2-mercaptoetanol, O2 e Mn2+. 

 

 

Figura 29. Esquema reacional do ensaio de atividade de superóxido 
dismutase (SOD). (A) Os radicais superóxido, gerados pelo sistema Mn2+-
EDTA, O2 e 2-mercaptoetanol, oxidam o NADH. Quando presente, a SOD 
reduz a disponibilidade de radicais superóxido, inibindo a oxidação de NADH. 
(B) Efeito de diferentes volumes de homogeneizado de músculo de P. 
diplolistris na taxa de consumo de NADH. Quanto maior o volume de 
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homogeneizado, menor a velocidade de consumo de NADH. (C) Taxa de 
consumo de NADH relativa ao controle (sem homogeneizado) em resposta à 
adição de diferentes volumes de homogeneizado. A atividade de SOD é 
obtida ao calcular, usando a equação, a quantidade de homogeneizado que 
inibe em 50% o consumo de NADH.  
 

A atividade de catalase foi determinada pelo monitoramento da decomposição 

do peróxido de hidrogênio em 240 nm (Aebi 1984) (Figura 30). Em uma cubeta de 

quartzo com caminho óptico de 1 cm, foram adicionados 50 mM tampão fosfato de 

potássio (pH 7.2), 1 mM EDTA e 10 mM peróxido de hidrogênio. O volume de 

homogeneizado foi ajustado para cada amostra de maneira que resultasse em uma 

taxa próxima a −0,025 absorbância/minuto. Em um volume reacional final de 800 μL, 

foram adicionados em média 20 μL de homogeneizado de músculo diluído 1:200 

(p:v). Após a adição de todos os reagentes, a cubeta foi vedada com Parafilm®, 

revirada e inserida no espectrofotômetro. A leitura no modo cinética foi feita por 40 

segundos. A atividade de catalase foi calculada usando o coeficiente de 

absortividade molar para H2O2 em 240 nm de 0,0394 mM-1 cm-1 (Aebi 1984). As 

taxas de ensaios controle (i) ausência de homogeneizado e (ii) ausência de substrato 

(H2O2) foram subtraídas das taxas do ensaio completo, corrigindo alterações 

independentes da atividade da enzima. 

 

 
Figura 30. Esquema reacional do ensaio 
de atividade de catalase. A catalase 
catalisa a decomposição de duas moléculas 
de peróxido de hidrogênio, formando duas 
moléculas de água e uma de oxigênio 
molecular. O volume de homogeneizado foi 
ajustado de maneira a resultar uma taxa 
próxima de 0,025 min-1 com o objetivo de 
evitar alterações bruscas da concentração 
de substrato. A velocidade de consumo de 
H2O2 é monitorada em 240 nm e é 
proporcional a atividade de catalase na 
amostra. 

 

A atividade de glutationa peroxidase (GPX) foi determinada pelo 

monitoramento da velocidade da queda da absorbância em 340 nm resultante do 

consumo de NADPH em um sistema de reações acopladas (Paglia e Valentine 1967) 
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(Figura 31). Inicialmente foi acompanhada a variação da absorbância em 340 nm do 

meio reacional na ausência de hidroperóxidos contendo 50 mM tampão fosfato (pH 

7,2), 0,5 mM EDTA, 4 mM NaN3, 5 mM GSH, 0,5 U/mL GR, 0,25 mM NADPH e 

homogeneizado. Em um volume reacional final de 200 μL, foram adicionados 5 μL de 

homogeneizado de músculo diluído 1:5 (p:v). A azida inibe a atividade de outras 

peroxidases (e.g. catalase) abolindo potenciais interências no ensaio. Após dois 

minutos, quando a taxa de oxidação do NADPH estava estável, era adicionado o 

substrato e a taxa A340/min registrada. Dois substratos foram utilizados, o cumeno 

hidroperóxido (1 mM) para a detecção da atividade de GPX sobre peróxidos 

orgânicos (também chamada na literatura de GPX-total) e o H2O2 (0,5 mM) para a 

detecção da atividade de GPX sobre H2O2 comumente denominada de GPX 

dependente de selênio. Uma unidade (U) de GPX foi definida como a quantidade de 

enzima que resulta no consumo de 1 μmol de NADPH por minuto, utilizando o 

coeficiente de absortividade molar (ε340) 6,22 mM-1cm-1. As taxas de ensaios controle 

(i) ausência de homogeneizado e (ii) ausência de substrato (H2O2
 ou cumeno 

hidroperóxido) foram subtraídas das taxas do ensaio completo, corrigindo alterações 

independentes da atividade da enzima. 

 

 
Figura 31. Esquema reacional do ensaio de atividade de 
glutationa peroxidase (GPX). (A) As enzimas com atividade 
GPX reduzem hidroperóxidos orgânicos aos seus respectivos  
álcoois, ou, no caso do H2O2, à água. Para tanto, a GPX 
utiliza potencial redutor de moléculas de glutationa reduzida 
(GSH), formando glutationa dissulfeto (GSSG). (B) A GSSG 
produzida pela GPX é reduzida pela glutationa redutase (GR), 
consumindo NADPH. A velocidade de consumo de NADPH é 
monitorada em 340 nm e é proporcional a atividade de GPX 
na amostra. 
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A atividade de glutationa transferase (GST) foi determinada pelo 

monitoramento em 340 nm da velocidade de formação de 2,4-dinitrofenil-S-glutationa 

(DNP-SG), um conjugado entre a GSH e o 1-cloro-2,4-dinitrobenzeno (CDNB) 

(Habig, Pabst, e Jakoby 1974) (Figura 32). As concentrações finais dos reagentes 

foram 50 mM tampão fosfato (pH 6,8), 0,5 mM EDTA, 5 mM GSH, e 1 mM CDNB. 

Em um volume reacional final de 200 μL, foram adicionados 5 μL de homogeneizado 

de músculo diluído 1:5 (p:v). A absorbância em 340 nm foi acompanhada no modo 

cinético por 90 segundos. Uma unidade (U) de GST foi definida como a quantidade 

de enzima que produz 1 μmol do conjugado por minuto, utilizando o coeficiente de 

absortividade molar (ε340) 9,6 mM-1cm-1. As taxas de ensaios controle na ausência de 

homogeneizado foram subtraídas das taxas do ensaio completo, corrigindo a 

contribuição da reação expontânea entre CDNB e GSH. 

 
Figura 32. Esquema reacional do ensaio de atividade de glutationa transferase 
(GST). A GST catalisa a conjugação de moléculas de glutationa reduzida (GSH) a 
compostos eletrofílicos (e.g. 1-cloro-2,4-dinitrobenzeno, CDNB). No caso do CDNB, 
produz-se o conjugado 2,4-dinitrofenil-S-glutationa (DNP-SG). A velocidade de 
produção de DNP-SG é monitorada em 340 nm e é proporcional a atividade de GST na 
amostra. 

 

A atividade de enzima málica (ME) foi determinada pelo monitoramento da 

velocidade de aumento da absorbância em 340 nm resultante da redução de NADP+ 

a NADPH (Cowan et al. 2000) (Figura 33). As concentrações finais dos reagentes 

foram 50 mM tampão imidazol (pH 7,2), 2 mM malato, 5 mM MgSO4, e 0,4 mM 

NADP+. Em um volume reacional final de 200 μL, foram adicionados 5 μL de 

homogeneizado de músculo diluído 1:5 (p:v). A absorbância em 340 nm foi 

acompanhada no modo cinético por 90 segundos. Uma unidade (U) de ME foi 

definida como a quantidade de enzima que resulta na produção de 1 μmol de 

NADPH por minuto, utilizando o coeficiente de absortividade molar (ε340) 6,22 mM-

1cm-1. As taxas de ensaios controle (i) ausência de homogeneizado e (ii) ausência de 
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substrato (malato) foram subtraídas das taxas do ensaio completo, corrigindo 

alterações independentes da atividade da enzima. 

 

 
Figura 33. Esquema reacional do ensaio de atividade da enzima 
málica (ME). A ME catalisa a reação de oxidação do malato, 
produzindo piruvato, CO2 e NADPH. Íons magnésio agem como 
cofator. A velocidade de produção de NADPH é monitorada em 340 
nm e é proporcional a atividade de ME na amostra. 

 

A atividade de glicose 6-fosfato desidrogenase (G6PDH) foi determinada pelo 

monitoramento da velocidade da redução de NADP+ a NADPH em 340 nm (Glock e 

McLean 1953) (Figura 34). As concentrações finais dos reagentes foram 50 mM 

tampão imidazol (pH 7,2), 5 mM glicose 6-fosfato, 5 mM MgSO4, e 0,4 mM NADP+. 

Em um volume reacional final de 100 μL, foram adicionados até 20 μL de 

homogeneizado de músculo diluído 1:5 (p:v). A absorbância em 340 nm foi 

acompanhada no modo cinético por 90 segundos. Não houve diferença entre as 

taxas de ensaios controle (i) ausência de homogeneizado e (ii) ausência de substrato 

(glicose 6-fosfato) em relação ao ensaio completo contendo homogeneizado e 

substrato. Portanto, não foi possível detectar a atividade de G6PDH.  

 

 
Figura 34. Esquema reacional do ensaio de atividade de glicose 6-fosfato 
desidrogenase (G6PDH). A G6PDH catalisa a reação de oxidação da glicose 
6-fosfato, produzindo 6-fosfoglicono-lactona e NADPH. Íons magnésio agem 
como cofator. A velocidade de produção de NADPH é monitorada em 340 nm 
e é proporcional a atividade de G6PDH na amostra. 

 

A atividade de glutationa redutase (GR) foi determinada pelo monitoramento 

da velocidade de consumo de NADPH em 340 nm (Carlberg e Mannervik 1975) 

(Figura 35). As concentrações finais dos reagentes foram 50 mM tampão fosfato (pH 

7,2), 1 mM EDTA, 5 mM GSSG e 0,2 mM NADPH. Em um volume reacional final de 

100 μL, foram adicionados até 20 μL de homogeneizado de músculo diluído 1:5 (p:v). 
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A absorbância em 340 nm foi acompanhada no modo cinético por 90 segundos. Não 

houve diferença entre as taxas de ensaios controle (i) ausência de homogeneizado e 

(ii) ausência de substrato (GSSG) em relação ao ensaio completo contendo 

homogeneizado e substrato. Portanto, não foi possível detectar a atividade de GR. 

 

 
Figura 35. Esquema reacional do ensaio de atividade 
de glutationa redutase (GR). A GR catalisa a redução de 
glutationa dissulfeto (GSSG) à glutationa reduzida (GSH) 
utilizando o potencial redutor do NADPH. A velocidade de 
consumo de NADPH é monitorada em 340 nm e é 
proporcional a atividade de GR na amostra. 

 

Em cada homogeneizado usado para a determinação de atividade enzimática, 

foi medida a concentração de proteínas solúveis pela reação do sobrenadante com 

azul de Coomassie G-250 (Bradford 1976). Em uma placa de 96 poços de fundo 

chato, foram adicionadas alíquotas de 10 μL de sobrenadante ou de soluções-padrão 

de albumina do soro bovino em concentrações de 0,05 a 0,40 mg/mL. Então, foram 

adicionados 250 μL de reagente de Bradford. A placa foi agitada por 30 segundos e 

mantida em temperatura ambiente protegida da luz por 5 minutos. Ao final deste 

tempo, a absorbância em 595 nm foi registrada. A concentração de proteínas no 

homogeneizado foi determinada ao comparar a absorbância em 595 nm da amostra 

a uma curva-padrão. Em paralelo, o ensaio também foi realizado com 10 μL de 

tampão A na mesma diluição que as amostras para descontar qualquer interferência. 

As atividades enzimáticas foram normalizadas pela concentração de proteínas no 

tecido. 

4.2.5 Determinação dos Níveis de Glutationa e Proteínas Carboniladas 

Para o ensaios de determinação dos níveis de glutationa livre (formas 

reduzida e dissulfeto) e proteínas carboniladas foram usadas diferentes frações de 

um mesmo homogeneizado ácido. Um fêmur de cada animal foi separado do 

restante do corpo em nitrogênio líquido e armazenado em −80°C. No dia do ensaio, 

cada fêmur foi retirado do ultrafreezer e imediatamente imerso solução de 10% (p/v) 

ácido tricloroacético (TCA) previamente gelado em placa de petri sobre o gelo. Com 
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o membro totalmente submerso em solução ácida, o tecido muscular foi dissecado 

do membro, removendo os vasos sanguíneos, o fêmur e a pele. Todo o tecido 

muscular ao redor do fêmur (~200 mg) foi homogeneizado em uma concentração 

final de 10% (p/v) TCA na proporção de 1 parte de tecido e 4 partes de solução 

ácida. Em gelo, a amostra de músculo foi homogeneizado usando um 

homogeneizador vidro-vidro do tipo Tenbroeck. Após a homogeneização, o 

homogeneizado foi centrifugado a 10.000 × g a 4°C por 10 minutos. Os 

sobrenadantes foram coletados e mantidos em gelo até serem usados para a 

determinação dos níveis de glutationa no mesmo dia da homogeneização. Os pellets 

foram armazenados a -80°C para posterior determinação dos níveis de proteínas 

carboniladas (dois tubos) e de proteínas totais (um tubo).  

A determinação da concentração glutationa reduzida (GSH), glutationa 

dissulfeto (GSSG) e glutationa total (GSH-eq = [GSH] + 2× [GSSG]) foi realizada pelo 

método enzimático “reciclador” (Tietze 1969; Griffith 1980) com adaptações para 

microplacas (Rahman et al. 2006). O princípio do método é a capacidade de grupos 

tiol (SH) em seu estado reduzido de reduzir a ligação dissulfeto do DTNB, produzindo 

TNB, um composto que absorve luz em 412 nm (Figura 36). Em um meio reacional 

contendo glutationa (GSH e/ou GSSG), DTNB, glutationa redutase (GR) e NADPH, a 

velocidade da alteração da absorbância em 412 nm (ΔA412/min) é linearmente 

proporcional à concentração total de glutationa. Para aferir somente a concentração 

de GSSG, as amostras são pré-incubadas com 2-vinilpiridina (2-VP), que liga-se 

apenas à GSH e impede reações posteriores (Griffith 1980) (Figura 37). 
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Figura 36. Esquema reacional do ensaio de determinação dos níveis de glutationa.  
(1) A glutationa dissulfeto (GSSG) presente na amostra é reduzida pela ação da 
glutationa redutase (GR) na presença de NADPH, produzindo glutationa reduzida (GSH). 
(2) A GSH presente na amostra, assim como a GSH proveniente da redução da GSSG, 
reage com o ácido 5,5’-ditiobis-2-nitrobenzóico (DTNB), produzindo o ácido 5-tio-2-
nitrobenzóico (TNB), que absorve luz em 412 nm, e o aduto entre GSH e TNB (GS-TNB). 
(3) Adicionalmente, a GR reduz a ligação dissulfeto do aduto GS-TNB, produzindo TNB e 
regenerando a GSH. Nestas condições, a velocidade de aumento da absorbância em 412 
nm é linearmente proporcional a quantidade de glutationa total na amostra. Figura 
modificada de Rahman et al. (2006). 

 

 

 

 

 
Figura 37. Efeito da 2-vinilpiridina sobre a glutationa reduzida (GSH). Para a 
medição da glutationa em sua forma dissulfeto (GSSG) as amostras são incubadas com 
24 mM 2-vinilpiridina (2-VP). Após uma hora de incubação em temperatura ambiente, a 
2-VP liga-se covalentemente ao grupo SH da glutationa reduzida (GSH), impedindo a 
reação com o DTNB. Durante o ensaio, a GSSG é reduzida a GSH, que reage com o 
DTNB causando aumento da absorbância em 412 nm. Assim, a a taxa de aumento da 
absorbância depende somente da concentração de GSSG. 
 

  

GSH

GS-TNB

DTNB

GR + NADPH

GSSG

TNB

Abs 412 nm

TNB

Abs 412 nm

2

1 GR + NADPH

3

2-vinilpiridina Glutationa reduzida

1 h, 

temp. amb.

+



123 
 

 

 

Para a determinação de GSH-eq, soluções padrão de GSH foram preparadas 

em tubos em 10% (p/v) TCA nas concentrações 5, 10, 20, 40 e 80 μM. Foi construída 

uma curva padrão aplicando 10 μL de cada solução padrão em 200 μL de volume 

final de um meio reacional contendo 125 mM tampão fosfato (pH 7,0), 1,25 mM 

EDTA, 0,5% (p/v) TCA, 0,2 mM NADPH, 0,27 mM DTNB, 0,27 U/mL GR. No caso 

das amostras, o padrão foi substituido por 5 μL de sobrenadante ácido, completando 

o volume restante com 10% TCA para manter a concentração final. Cada ponto da 

curva e das amostras foi feito em triplicata em uma microplaca de 96 poços. A 

reação era disparada pela adição de NADPH e a absorbância em 412 nm monitorada 

por dois minutos (Figura 38A e B). A leitura da curva e das amostras foi realizada 

simultaneamente na mesma placa. 

 

Figura 38. Curvas-padrão para glutationa em suas formas reduzida (GSH) e 
dissulfeto (GSSG). (A) Variação da absorbância em 412 nm em resposta a 
diferentes concentrações de GSH (0,25 – 4,00 μM). (B) Curva-padrão de GSH: no 
eixo Y, taxa de variação da absorbância em 412 nm por minuto (inclinação da reta 
do gráfico A); no eixo X, concentração de GSH. (C) Variação da absorbância em 
412 nm em resposta a diferentes concentrações de GSSG (0,02 – 0,32 μM). (D) 
Curva-padrão de GSSG: no eixo Y, taxa de variação da absorbância em 412 nm 
por minuto (inclinação da reta do gráfico C); no eixo X, concentração de GSSG. 
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Para a determinação de GSSG, soluções padrão de GSSG foram preparadas 

em tubos eppendorf em solução niveladora (2,4% (p/v) TCA, 357 mM KPi, 4,8% (v/v) 

etanol) nas seguintes concentrações 0,2, 0,4, 0,8, 1,6 e 3,2 μM. A solução niveladora 

foi utilizada para reproduzir as condições das amostras destinadas à determinação 

de GSSG são submetidas. Foi construída uma curva padrão aplicando 20 μL de cada 

solução padrão em 200 μL de volume final de um meio reacional contendo 125 mM 

tampão fosfato (pH 7,0), 1,25 mM EDTA, 0,2 mM NADPH, 0,4 mM DTNB, 0,4 U/mL 

GR. As amostras para a medição de GSSG foram pré-tratadas ao adicionar 50 μL de 

sobrenadante ácido, 150 μL de 500 mM KPi (pH 7.0) e 10 μL de 500 mM 2-

vinilpiridina (2-VP, solubilizada em etanol). As amostras foram agitadas 

vigorosamente e incubadas por 1 h em temperatura ambiente. Para a leitura das 

amostras, o padrão foi substituido por 20 μL de amostra tratada com 2-VP. Cada 

ponto da curva e das amostras foi feito em triplicata em uma microplaca de 96 poços. 

A reação era disparada pela adição de NADPH e a absorbância em 412 nm 

monitorada por dois minutos (Figura 38C e D). A leitura da curva e das amostras foi 

realizada simultaneamente na mesma placa. As taxas de variação da absorbância 

das amostras foram comparadas às curvas-padrão e as concentrações de GSH-eq e 

GSSG calculadas. A concentração de GSH reduzida foi obtida pela subtração GSH-

eq - GSSG e a razão GSSG/GSH-eq pela divisão entre os valores. 

Os pellets provenientes da homogeneização em TCA descrita acima, 

contendo as proteínas precipitadas, foram usados para a aferição do grau de dano 

oxidativo a proteínas. Para tanto, foi medida a concentração de proteínas 

carboniladas ao reagir o pellet com 2,4-dinitrofenilhidrazina (DNPH) (Fields e Dixon, 

1971). O produto dessa reação de condensação é a 2,4-dinitrofenilhidrazona, que 

absrove luz em 370 nm, covalentemente ligada à proteína (Figura 39). Os pellets 

foram ressuspendidos com 500 μL de 10 mM DNPH em 2 M HCL (tubo teste) ou 500 

μL de 2 M HCl (tubo branco). Os tubos foram mantidos em temperatura ambiente 

protegidos da luz por uma hora, e agitados a cada 15 minutos. Após esta incubação, 

foram adicionados 500 μL de 20% (p/v) TCA gelado em ambos os tubos e estes 

mantidos em gelo por 10 minutos. Posteriormente, os tubos foram centrifugados a 

10.000×g por 10 minutos a 4° C e os sobrenadantes descartados. 
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Figura 39. Ensaio de determinação dos níveis de proteínas carboniladas. 
Figura elaborada com formas adaptadas de Servier Medical Art. 

 

Os pellets foram ressuspendidos em 1 mL de uma solução 1:1 (v/v) 

etanol:acetato de etila, agitados vigorosamente e centrifugados a 10.000×g por 10 

minutos a 4° C. O sobrenadante foi descartado e este procedimento de lavagem 

repetido mais duas vezes. Ao final da última lavagem os pellets foram deixados em 

capela de exaustão para a evaporação do etanol:acetato de etila e acrescidos de 1 

mL de 6 M cloreto de guanidina em 20 mM tampão fosfato (pH 2,3). As amostras 

foram agitadas até a completa solubilização dos pellets e centrifugados a 10.000×g 

por 10 minutos a 4° C. Alíquotas de 200 μL foram transperidas para placas de 96 

poços e a absorbância em 370 nm registrada. A concentração de proteínas 

carboniladas foi calculada pela subtração da absorbância do tubo branco daquela do 

tubo teste, seguida da divisão pelo coeficiente de absortividade molar ε370 = 22.000 

M- 1cm-1. 

Para normalizar a concentração de proteínas carboniladas e de glutationa em 

relação ao conteúdo de proteínas totais de cada amostra, a concentração de 

proteínas totais foi estimada em um dos pellets produzidos do homogeneizado em 

TCA. O pellet foi ressuspendido em 500 μL 100 mM NaOH e incubado em banho 

ultrassônico por 15 minutos a 50°C. Após completa solubilização do pellet, uma 

alíquota de 20 μL foi adicionada a 180 μL de 50 mM fosfato de potássio, pH 7.0, e 

utilizado para determinação de proteínas pelo método de Bradford conforme descrito 

na seção 4.2.4 (Bradford 1976). 

 

4.2.6 Análise Estatística 

Os dados foram analisados estatisticamente usando o programa GraphPad 

Prism 7, considerando um nível de significância de p < 0,05. A normalidade dos 

dados foi verificada pelo teste de Shapiro-Wilk. As comparações foram feitas dentro 
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de uma mesma espécie entre os grupos ativo e estivando utilizando os testes t 

(parametrico) e teste Mann-Whitney (não parametrico) de acordo com a distribuição 

dos dados. Cada parametro foi aferido com N=6, considerando cada invíduo como 

uma unidade experimental. Os resultados estão apresentados na forma de “box plot”, 

onde a linha central representa a mediana, a caixa inferior o primeiro quartil, a caixa 

superior o terceiro quartil, a barra superior o valor máximo e a barra inferior o valor 

mínimo. A análise de comoponentes principais (PCA) foi realizada considerando 

todas as variáveis bioquímicas aferidas, utilizando o software Minitab 17. Devido à 

forte relação entre os níveis de glutationa total (GSH-eq) e glutationa reduzida 

(GSH), os valores da GSH-eq foram removidos antes da análise de PCA.  

 

4.3 Resultados e Discussão 

 A atividade de citrato sintase (CS), enzima que catalisa a primeira reação do 

ciclo do ácido cítrico (via metabólica dependente de O2), é um indicador de 

densidade mitocondrial e capacidade oxidativa do tecido. Durante a estivação, foram 

observadas quedas de 36% na atividade desta enzima em ambas as espécies em 

relação aos animais ativos (Figura 40A). Outro parâmetro indicador da capacidade 

de vias aeróbias, é a isocitrato desidrogenase (ICDH), cuja atividade caiu em 48% e 

25% no período de seca em  P. diploslistris e P. cristiceps respectivamente (Figura 

40B). A depressão de vias oxidativas está de acordo com os ajustes observados em 

situações de depressão metabólica, onde vias dependentes de O2 são suprimidas e 

o consumo de O2 é reduzido. Quedas na atividade de CS também foram observadas 

em músculos do membro posterior de rãs australianas Cyclorana alboguttata após 

seis meses de estivação (Mantle et al. 2010). Em outro modelo de estivação, o peixe 

pulmonado africano Protopterus dolloi, a atividade de CS muscular cai na fase 

hipometabólica (Frick et al. 2008b). Em oposição a estas observações, a atividade de 

ambas enzimas, CS e ICDH, aumenta no músculo do sapo norte americano 

Scaphiopus couchii  durante a estivação (Cowan et al. 2000). 
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Figura 40. Atividade de enzimas metabólicas no músculo de membros 
posteriores de Pleurodema diplolistris e Proceratophrys cristiceps. (A) Citrato 
sintase (CS), (B) isocitrato desidrogenase-NADP+ (ICDH), (C) piruvato quinase (PK), 
(D) lactato desidrogenase (LDH). N=6. Asteriscos indicam diferença significativa entre 
os grupos ativo e estivando dentro de uma mesma espécie (p<0,05).  

 

Por outro lado, a atividade de piruvato quinase (PK), enzima da glicólise, 

manteve-se relativamente constante na estivação em ambas as espécies, 

apresentando uma ligeira queda  de 16% apenas em P. cristiceps (Figura 40C). A 

capacidade da via glicolítica, aferida pelas atividades de PK e hexoquinase, também 

é mantida no músculo de P. dolloi durante a estivação. Tais observações contrastam 

com os dados de S. couchii, cuja estivação está associada a um drástico aumento da 

atividade de PK (Cowan et al. 2000) regulada por fosforilação (Cowan e Storey 

1999).  Em condições de limitação de O2, o piruvato produzido pela glicólise é 

convertido a lactato pela enzima lactato desidrogenase (LDH). A capacidade desta 

via anaeróbica não foi afetada pela estivação nos músculos de P. diplolistris e P. 

cristiceps (Figura 40D). De maneira similar, a atividade muscular de LDH é 

inalterada no músculo de peixes pulmonados P. dolloi durante a estivação (Frick et 
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al. 2008a). Dependendo do tipo muscular, a atividade de LDH pode ser semelhante 

ou menor em rãs C. alboguttata estivando quando comparadas ao grupo ativo 

(Mantle et al. 2010). A manutenção da capacidade desta via anaeróbica concorda 

com a observação da manutenção da disponibilidade de O2 no solo da Caatinga 

durante a estiagem.  

 

Figura 41. Parâmetros relacionados à glutationa no músculo de membros 
posteriores de Pleurodema diplolistris e Proceratophrys cristiceps. (A) conteúdo 
total de equivalentes de glitationa (GSH-eq), (B) glutationa reduzida (GSH), (C) 
glutationa dissulfeto (GSSG), (D) razão entre GSSG e GSH-eq (GSSG/GSH-eq). N=6. 
Asteriscos indicam diferença significativa entre os grupos ativo e estivando dentro de 
uma mesma espécie (p<0,05). 

 

A glutationa é um tripeptídeo presente em concentrações milimolares que tem 

papel central no metabolismo redox de organismos aeróbicos. No músculo de P. 

diploslistris, não houve alteração significativa do conteúdo total de glutationa (GSH-

eq, Figura 5.3.2A). Já em P. cristiceps,  animais estivando têm 57% mais GSH-eq 

muscular do que indivíduos ativos (Figura 41A). Tal aumento em P. cristiceps pode 

ser explicado pela elevação de 61% da concentração de glutationa reduzida (GSH) 

durante a estivação em relação aos animais da estação chuvosa (Figura 41B). A 
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estivação de ambas as espécies resultou em um ambiente celular mais reduzido, i.e. 

menores valores de GSSG/GSH-eq (Figura 41C). Em P. diplolistris a queda foi de 

72% e em P. cristiceps de 47% (Figura 41C). Entretanto, estas quedas tiveram 

diferentes causas em cada espécie. Enquanto em P. diplolistris a causa foi a redução 

da concentração de GSSG (Figura 41D), em P. cristiceps a causa foi o aumento de 

GSH (Figura 41B). O panorama no músculo de sapos S. couchii é bem diferente na 

estivação, quando os níveis de GSH-eq e GSH caem e os níveis de GSSG e 

GSSG/GSH-eq são mantidos (Grundy e Storey 1998). No caso do peixe pulmonado 

Protopterus annectens, ocorre um aumento dos quatro parâmetros (GSH-eq, GSH, 

GSSG e GSSG/GSH-eq) após seis meses de estivação em relação aos animais 

mantidos na água (Jasmine 2016). No caso da GSSG e da razão GSSG/GSH-eq 

musculares este aumento já é observado nos primeiros 6 dias de estivação do peixe 

P. annectens (Jasmine 2016). 

A atividade de superóxido dismutase total (i.e. a soma das contribuições 

citosólica e mitocondrial) muscular não foi afetada pelo estado metabólico de P. 

diplolistris e P. cristiceps (Figura 42A). Por outro lado, a atividade de três enzimas 

antioxidantes com atividade sobre peróxidos aumentou em ambas as espécies da 

Caatinga na estação seca versus animais ativos. A atividade de catalase foi 74% e 

48% maior em P. diploslistris e P. cristiceps respectivamente (Figura 42B). No caso 

da glutationa peroxidase total (tGPX), a atividades aumentram 74% em P. diploslistris 

e 57% em P. cristiceps durante a estivação (Figura 42C). Já a atividade de 

glutationa peroxidase sobre H2O2 (GPX) foi 73% e 78% maior em P. diploslistris e P. 

cristiceps respectivamente (Figura 42D). 

A indução da atividade dessas três enzimas antioxidantes em  P. diplolistris e 

P. cristiceps encaixa-se na resposta do “preparo para o estresse oxidativo”. De fato, 

a estivação é uma situação em que 100% das espécies estudadas do ponto de vista 

redox, aumentam os níveis de antioxidantes em pelo menos um tecido analisado 

(capítulo 3). O metabolismo redox em músculo esquelético de vertebrados durante a 

estivação foi estudado em poucas espécies: no peixe pulmonado P. annectens e nos 

anuros S. couchii e C. alboguttata. De forma similar aos anuros da Caatinga, as 

atividades de GPX e tGPX aumentam e a atividade de tSOD é mantida após 6 

meses de estivação no músculo de P. annectens (Jasmine 2016). No músculo de S. 

couchii, a estivação por um período de 2 meses causa um aumento das atividades 

de SOD e tGPX (Grundy e Storey 1998).  



130 
 

 

 

Figura 42. Atividade de enzimas antioxidantes no músculo de membros 
posteriores de Pleurodema diplolistris e Proceratophrys cristiceps. (A) Superóxido 
dismutase total (tSOD), (B) catalase, (C) glutationa peroxidase total (tGPX), (D) 
glutationa peroxidase-H2O2 (GPX). N=6. No caso da catalase, o grupo ativo P. cristiceps 
teve N=5. Asteriscos indicam diferença significativa entre os grupos ativo e estivando 
dentro de uma mesma espécie (p<0,05). 

 

No caso de C. alboguttata, a quantidade de transcritos no tecido muscular 

para catalase e GPX não se alteram significativamente após seis meses de 

estivação, enquanto o número de transcritos para a SOD mitocondrial caí em relação 

aos animais ativos (Hudson et al. 2006). Ainda nesta espécie, não há diferença na 

atividade de SOD entre animais ativos e estivando, ambos mantidos a 24°C (Young, 

Cramp, e Franklin 2013). Por outro lado, uma análise transcriptômica revelou a 

ativação da transcrição de genes sob regulação do fator de transcrição Nrf2 após 

quatro meses de estivação (Reilly et al. 2013). Dentre os alvos induzidos estão a 

glutationa transferase omega, a subunidade regulatória da glutamato cisteína ligase 

e a sulfiredoxina 1 (Reilly et al. 2013). Entretanto, a produção de H2O2 (importante 

sinalizador na ativação de respostas antioxidantes) por fibras musculares 
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permeabilizadas é menor após quatro meses de estivação em relação a rãs C. 

alboguttata ativas (Reilly et al. 2014).  

 

Figura 43. Níveis de glutationa transferase, enzima málica e danos oxidativos a 
proteínas no músculo de membros posteriores de Pleurodema diplolistris e 
Proceratophrys cristiceps. (A) Atividade de glutationa transferase (GST), (B) atividade 
de enzima málica (ME), (C) atividade de creatina quinase (CK), e (D) concentração de 
proteínas carboniladas. Note a quebra de escala no eixo y no gráfico A. N=6. 

 

Outros parâmetros medidos no presente estudo não demonstraram mudanças 

em resposta à estivação de P. diplolistris e P. cristiceps (Figura 43). A atividade de 

glutationa transferase (GST) foi nove vezes maior em P. diplolistris do que em P. 

criticeps ambos em atividade (Figura 43A). Em outros modelos vertebrados, P. 

annectens (Jasmine 2016) e S. couchii (Grundy e Storey 1998) a atividade de GST 

muscular não é afetada pela estivação. A atividade de enzima málica (ME), que 

catalisa uma das quatro reações responsáveis pelo provimento de NADPH para o 

sistema antioxidante, mostrou-se inalterada em ambas espécies da Caatinga durante 

a estivação (Figura 43B). A manutenção da atividade de ME também é observada 

no músculo de peixes pulmonados após dois meses de estivação (Frick et al. 2008b). 
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Já em S. couchii a atividade de ME aumenta após dois meses de estivação (Cowan 

et al. 2000). A atividade de creatina quinase (CK) não foi afetada pela estivação em 

ambas as espécies (Figura 43C). Neste estudo, não foi possível detectar a atividade 

de glicose 6-fosfato desidrogenase (G6PDH), outra enzima fundamental para a 

produção de NADPH, no músculo das espécies da Caatinga. Tal limitação deve-se a 

baixa atividade constitutiva de G6PDH no músculo de anuros, que aumenta durante 

a estivação de S. couchii (Cowan et al. 2000). 

O marcador de dano oxidativo a proteínas, proteínas carboniladas, teve sua 

concentração inalterada em P. diplolistris e P. cristiceps estivando quando 

comparados aos grupos ativos (Figura 43D). Da mesma forma, o conteúdo de 

proteínas carboniladas no músculo não muda durante a estivação de P. annectens 

(Jasmine 2016). O grau de danos a  lipídeos também é mantido neste peixe 

pulmonado (Jasmine 2016). De maneira similar, as concentrações de proteínas 

carboniladas e de malondialdeído (marcador de peroxidação lipídica) são mantida no 

músculo gastrocnêmio de rãs C. alboguttata durante a estivação (Young, Cramp, e 

Franklin 2013). Tal manutenção não é observada no sapo S. couchii, cujos níveis de 

peroxidação lipídica aumentam durante a estivação em comparação com animais 

ativos (Grundy e Storey 1998). A atividade de glutationa redutase não foi detectada 

em homogeneizados de músculo de P. diplolistris e P. cristiceps. De fato, a atividade 

desta enzima é bem baixa em músculo de anfíbios (Cowan et al. 2000). 

A análise de componentes principais foi capaz de segregar os dados 

experimentais da seguinte forma: P. diplolistris ativos no quadrante superior direito, 

P. displolistris estivando no quadrante inferior direito, P. cristiceps ativos no 

quadrante superior esquerdo, e P. cristiceps estivando no quadrante inferior 

esquerdo (Figura 44). O primeiro componente principal foi efetivo na separação dos 

dados das espécies animais (independentemente do estado metabólico), cujas 

variáveis com maior coeficiente foram as atividades das enzimas citrato sintase, 

isocitrato desidrogenase e glutationa transferase (Tabela 6). Já o segundo 

componente, foi capaz de separar os dados de animais ativos e de animais em 

estivação, independente da espécie (Figura 44).  O segundo componente é 

majoritariamente uma combinação de razão GSSG/GSH-eq e das atividades de GPX 

e tGPX (Tabela 6). 
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Figura 44. Análise de componentes principais utilizando 15 
parâmetros bioquímicos aferidos em animais ativos (A) ou estivando 
(E).  Cada símbolo corresponde a um indivíduo conforme legenda no 
canto superior direito. Note que o grupo de anuros P. cristiceps ativos 
apresenta apenas 5 indivíduos, uma vez que uma das variáveis 
analisadas (atividade de catalase) foi aferida em apenas 5 animais deste 
grupo. Os dois primeiros componentes principais foram eficazes na 
separação dos quatro grupos experimentais. 

 
Tabela 6. Coeficientes de cada variável utilizada na análise de 
componentes principais para os cinco primeiros componentes. 

Variável 
Componente 

PC1 PC2 PC3 PC4 PC5 

Citrato sintase 0.364 0.263 -0.164 -0.04 -0.061 

Enzima málica -0.212 -0.063 -0.447 0.261 -0.248 

Isocitrato desidrogenase 0.358 0.281 -0.136 -0.06 -0.014 

Piruvato quinase 0.153 0.058 0.394 0.476 -0.008 

Lactato desidrogenase 0.137 -0.064 -0.155 0.638 -0.15 

Creatina quinase -0.329 0.01 0.285 -0.282 0.026 

Glutationa (reduzida) -0.247 -0.237 -0.15 0.325 0.383 

Glutationa transferase 0.447 -0.136 0.046 -0.008 0.078 

Glutationa peroxidase (total) 0.247 -0.415 0.011 -0.089 0.162 

Glutationa peroxidase (H2O2) 0.215 -0.413 -0.031 -0.138 0.197 

Superóxido dismutase (total) 0.094 -0.043 -0.61 -0.223 -0.15 

Catalase 0.333 -0.307 0.104 -0.003 0.094 

Proteínas carboniladas -0.121 0.063 -0.292 -0.016 0.666 

GSSG/GSH-eq 0.201 0.441 0.01 -0.06 0.152 

Glutatione (dissulfeto) 0.035 0.358 0 0.164 0.443 
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4.4 Conclusão e Perspectivas 

Em resumo, observam-se a supressão de vias metabólicas oxidativas, a 

manutenção da capacidade glicolítica e a ausência de ativação de vias anaeróbicas 

no tecido muscular de P. diplolistris e P. cristiceps durante a estivação na Caatinga. 

Estas alterações concordam com o estado de depressão metabólica e menor 

consumo de oxigênio característicos do fenômeno da estivação. Além disso, 

respostas semelhantes são observadas no peixe pulmonado P. dolloi e na rã C. 

alboguttata. Do ponto de vista redox, os anuros da Caatinga são capazes de entrar 

em um estado de depressão metabólica, quando o consumo de O2 cai pela metade, 

e permanencer neste estado por meses, sem mostrar sinais de desequilíbrio redox e 

danos oxidativos.  Apesar das diferenças fisiológicas e comportamentais, ambos P. 

diplolistris e P. cristiceps têm resposta similar do sistema antioxidante, cujas enzimas 

são induzidas durante a estivação.  

A análise de enzimas metabólicas, enzimas antioxidantes, glutationa e 

marcadores de estresse oxidativo em outros tecidos dos anuros da Caatinga 

comporá um quadro mais completo dos ajustes redox da estivação. Além disso, a 

verificação do envolvimento de fatores de transcrição sensíveis a alterações redox 

pode contribuir neste sentido. Desta forma, será possível explorar com maior 

profundidade as semelhanças e diferenças entre as duas espécies da Caatinga, 

assim como em relação a outros vertebrados estivadores. 

Os resultados da coleta 1 indicam que o fenômeno do “preparo para o 

estresse oxidativo” (POS) faz parte das adaptações bioquímicas envolvidas na 

estivação de dois anuros da Caatinga. Assim, duas novas espécies, P. diplolistris e 

P. cristiceps, entram na lista de animais POS-positivos, mantendo a prevalência de 

100% dentro grupo de animais que estivam (capítulo 3). O mecanismo proposto 

para a ativação do POS envolve um aumento de espécies reativas (capítulo 2). Em 

contraste, os dados disponíveis para músculo de anuros indicam uma redução da 

produção de H2O2 na estivação (Reilly et al. 2014). Tais medidas, entretanto, foram 

feitas meses após o início da estivação. É possível, que, semelhante ao que ocorre 

na hipóxia (capítulo 1), a sinalização via espécies reativas ocorra nos primeiros 

momentos da estivação. Em concordância, no início da estivação do peixe 

pulmonado P. annectens há um desiquilíbrio redox no tecido muscular (Jasmine 

2016). Contudo, alterações redox nas primeiras horas da estivação ainda precisam 
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ser investigadas. Independente do mecanismo de indução, os resultados aqui 

apresentados são a primeira evidência da ocorrência do fenômeno do POS em 

animais estivando livremente na natureza. 
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5 CAPÍTULO 5 – PREPARO PARA O ESTRESSE OXIDATIVO: DESAFIOS E 

PERSPECTIVAS  

5.1 Resumo 

A sobrevivência em condições de estresse ambiental, tais como hipóxia, 

anóxia, congelamento, desidratação e exposição aérea de organismos de respiração 

aquática e estivação, está frequentemente associada à indução de antioxidantes 

endógenos; fenômeno denominado de “Preparo para o Estresse Oxidativo” (POS). A 

ampla distribuição de espécies animais que apresentam o POS indica que a 

regulação do metabolismo redox é crucial nestas condições. Recentemente, foi 

publicada um modelo molecular de acionamento do POS. O modelo é fundamentado 

em dois processos: (i) maior produção de espécies reativas durante a privação de O2 

e (ii) ativação de fatores de transcrição e vias de sinalização, induzindo a expressão 

de antioxidantes endógenos. Neste trabalho, discutimos o estado da arte no contexto 

do POS e as direções futuras da pesquisa nesta área. Há três desafios científicos 

principais relacionados ao POS: identificar experimentalmente o mecanismos 

molecular de acionamento do POS; identificar a origem evolutiva do POS no reino 

animal; e determinar a ocorrência do POS em ambientes naturais. Primeiro, 

discutimos a ausência de evidências experimentais diretas da maior produção de 

espécies reativas durante a hipóxia. Em seguida, discutimos a posição do POS na 

evolução animal há 700 milhões de anos, ao identificar o POS em cnidários. Por fim, 

apresentamos os primeiros registros do POS diretamente na natureza. A 

investigação destes desafios contribuirá para o entendimento da evolução de 

adaptações do metabolismo redox em animais e como estas adaptações podem ser 

importantes para organismos expostos a ambientes em mudança no planeta. 
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5.2 Current Trends and Research Challenges Regarding ‘Preparation for 

Oxidative Stress’  
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6 CAPÍTULO 6 – CONSIDERAÇÕES FINAIS E PERSPECTIVAS 

  Entender como animais prosperam em um amplo espectro de condições 

ambientais, expostos a variações periodicas extremas de parâmetros abióticos, é o 

tema de inumeras linhas de pesquisa mundialmente (Hochachka e Somero 2002). 

Dentro desta temática, destaca-se o estudo de animais que toleram amplas 

variações na disponibilidade de oxigênio como eventos pertencentes a suas histórias 

de vida. Células e tecidos humanos sofrem danos severos quando o suprimento de 

O2 é interrompido (e.g. eventos isquêmicos) já nos primeiros minutos, além disso, 

quando o suprimento é restabelecido (e.g. reperfusão), este é acompanhado de 

intensos danos oxidativos (Granger e Kvietys 2015). Por outro lado, diversos animais 

toleram severa privação dos níveis de O2, por longos períodos (desde horas à 

semanas) e com frequência variável, desde diaria à anualmente. A primeira proposta 

de que adaptações bioquímicas do metabolismo redox suportariam a tolerância de 

animais à privação de oxigênio e reoxigenação foi feita em 1986. Baseado na 

observação de um alto teor de grupos –SH na hemoglobina de cágados Phrynops 

hilarii, espécie tolerante à hipóxia, foi postulado que tais grupos teriam um importante 

papel de tamponamento, resistindo a possíveis alterações redox associadas à 

hipóxia e a reoxigenação (Reischl 1986).  

 Posteriormente, a ideia de que animais tolerantes teriam adaptações 

bioquímicas de antioxidantes foi investigada com maior profundidade em serpentes 

Thamnophis sirtalis. Foi observado que estes animais apresentavam maiores níveis 

de enzimas antioxidantes durante estresses de privação de O2 em relação à 

serpentes controle (Hermes-Lima e Storey 1993). A investigação de outras seis 

espécies animais submetidas a diferentes estresses de privação de oxigênio e 

estivação revelou que estas também aumentavam sua capacidade antioxidante, 

levando à hipotese do “Preparo para o Estresse Oxidativo” (POS) em 1998 (Hermes-

Lima, Storey, e Storey 1998). Segundo a hipótese do POS, animais aumentariam 

suas defesas antioxidantes durante a falta de O2 como um mecanismo de proteção 

que atuaria durante a reoxigenação. Apesar deste fenômeno ter sido observado em 

dezenas de outras espécies, o mecanismo molecular pelo qual o POS é acionado 

permaneceu elusivo até recentemente (Figura 45). Postulava-se que o fenótipo do 

POS seria mediado por compostos de natureza não-radicalar, pois, na época, 

pensava-se que a produção de espécies reativas seria necessariamente reduzida na 
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hipóxia. Com o passar do tempo, houve uma transição da ideia de um mensageiro 

não-radicalar para a hipótese de que espécies reativas (incluindo radicais) seriam o 

sinal de acionamento do POS (Figura 45). O capítulo 2 trata com detalhes desta 

mudança de paradigma.  

 

 
Figura 45. Transição da argumentação na literatura da biologia comparada no 
contexto do POS. Desde a primeira proposta de adaptações do metabolismo redox 
em animais tolerantes a hipóxia (Reischl 1986), passando pela primeira observação 
(Hermes-Lima e Storey 1993) e posterior nascimento da hipótese do POS (Hermes-
Lima, Storey, e Storey 1998), o mecanismo pretenso de ativação do antioxidantes saiu 
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da ideia de um mensageiro “não-radicalar” até a ideia de ROS como os sinais 
ativadores do POS. 1(Reischl 1986); 2(Hermes-Lima e Storey 1993); 3(Hermes-Lima e 
Storey 1995); 4(Hermes-Lima, Storey, e Storey 1998); 5(Lushchak et al. 2001); 
6(Ferreira, Alencastro, e Hermes-Lima 2003); 7(Almeida et al. 2005); 8(Almeida e Bainy 
2006); 9(Lushchak e Bagnyukova 2006); 10(Lushchak e Bagnyukova 2007); 11(Forcella 
et al. 2007); 12(De Zoysa et al. 2009); 13(Sussarellu et al. 2010); 14(Krivoruchko e Storey 
2010); 15(Mustafa et al. 2011); 16(Pérez-Jiménez et al. 2012); 17(Trasviña-Arenas et al. 
2013); 18(Leveelahti et al. 2014); 19(Hermes-Lima et al. 2015). 

 
Com base em um conjunto de observações experimentais fragmentadas na 

literatura, foi proposto que o mecanismo de ativação de defesas antioxidantes 

durante a privação de oxigênio (i.e. POS) dependeria da ação de ROS, que seriam 

superproduzidos durante a hipóxia (capítulo 2). Durante a falta de oxigênio, animais 

tolerantes a hipóxia apresentam algumas respostas que suportam tal proposta: 

sinais de danos oxidativos, ativação de fatores de transcrição sensíveis a alterações 

redox, aumento da atividade ou concentração de antioxidantes endógenos. 

Paralelamente, aumentos na produção de ROS mitocondriais foram observados em 

vários tipos celulares expostos à hipóxia (Waypa, Smith, e Schumacker 2016). Cabe 

ressaltar, que algumas espécies não apresentam qualquer sinal de aumento de 

antioxidantes durante a privação de O2. Este é o caso de três espécies de peixes, 

Hemiscyllium ocellatum, Gasterosteus aculeatus e Oncorhyncus mykiss, cujas 

atividades de enzimas antioxidantes (catalase, SOD, GPX e GST) não se alteraram 

quanto expostos à hipóxia (Leveelahti et al. 2014). Dentre as espécies que 

apresentaram aumento de antioxidantes, nem todas apresentaram sinais de dano 

oxidativo. Por exemplo, peixes dourados Carassius auratus expostos à anóxia 

apresentam aumento da atividade de catalase hepática e de GPX cerebral, sem 

alteração no grau de peroxidação lipídica nestes tecidos (Lushchak et al. 2001). 

Além disso, há exemplos de aumento de dano oxidativo sem a ativação de 

antioxidantes em alguns casos de animais privados de O2. Este é o caso de carpas 

Cyprinus carpio, onde a hipóxia causou dano ao DNA de eritrócitos e alterações 

morfológicas hepáticas, sem alterar a atividade de GPX no sangue ou no fígado 

(Mustafa et al. 2011). Tais divergências, podem ser causadas, pelo menos 

parcialmente, pela variação de protocolos experimentais (especialmente na 

intensidade da privação de O2 e na escolha dos intervalos de amostragem) e 

características do organismo em estudo. Supondo hipoteticamente a sequência de 

eventos: (i) queda dos níveis de O2, (ii) aumento dos níveis de ROS, (iii) aumento 

dos marcadores de danos oxidativos e (iv) ativação de defesas antioxidantes, 
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variações do protocolo experimental e do sistema em questão podem levar a 

resultados diferentes (Figura 46). 

 
Figura 46. Sequência hipotética de eventos que levariam a ativação do POS segundo a 
proposta de maior produção de ROS na hipóxia. A queda da disponibilidade de O2 
resultaria em um redução gradual da pO2 em um dado tecido. Ao atingir um limiar 
específico, o baixo teor de O2 resultaria em uma maior produção temporária de ROS 
mitocondriais (processo detalhado em (Welker et al. 2013). O maior nível de ROS, causaria 
desequilíbrio redox e um aumento nos marcadores de estresse oxidativo, ativando a 
expressão de componentes do sistema antioxidante. Note que dependendo do momento em 
que o sistem é análisado, diferentes conjuntos de observações podem ser obtidos. 

 
A principal limitação do modelo de ativação do POS via ROS (capítulo 2) é o 

fato de não haver qualquer evidência direta de maior produção de ROS em animais 

tolerantes à falta de oxigênio (limitação discutida no capítulo 5). Os únicos três 

estudos realizados envolvendo espécies tolerantes utilizaram longos períodos de 

exposição à hipóxia (na escala horas) (Milton et al. 2007; Rivera-Ingraham et al. 

2013; Rivera-Ingraham, Bickmeyer, e Abele 2013). Se a maior produção de ROS 

(hipotética) seguir o que é observado em estudos com células, tal superprodução 

ocorre nos primeiros minutos (10-30 min) do insulto hipóxico (Hernansanz-Agustín et 

al. 2014). Deste modo, a hipótese ainda não foi adequadamente testada 

experimentalmente. Para tanto, é necessária a aferição dos níveis de espécies 

reativas nos primeiros minutos de exposição à privação de O2 ou de entrada na 

estivação. Um modelo em que isto pode ser convenientemente testado em 

laboratório é o gastropode terrestre Helix aspersa, cujas respostas do metabolismo 

redox à anoxia (Welker, Moreira, e Hermes-Lima 2016) e a estivação (Ramos-

Vasconcelos e Hermes-Lima 2003; Ramos-Vasconcelos, Cardoso, e Hermes-Lima 

2005) são conhecidas. Enquanto tal experimento não é realizado, a ausência de 

evidência da maior produção de ROS em animais que apresentam o POS não 

permite o descarte de mecanismos/hipóteses alternativos.  
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Uma explicação alternativa, igualmente hipotética, seria a da ativação de 

fatores transcrição sensíveis a alterações redox independentemente dos níveis de 

ROS. Tais fatores transcrição são ativados, por exemplo, por aldeídos, 

hidroperóxidos lipídicos e dissulfetos, cujos níveis podem se alterar mesmo na 

ausência de mudanças na produção de ROS (Jones 2008). Sistemas de reparo de 

macromoléculas oxidadas e vias de redução de dissulfetos dependem do provimento 

de NADPH e ATP (seção 1.3.5). O potencial redutor na forma de NADPH é 

fundamental para o funcionamento dos sistemas dependentes de glutationa (seção 

1.3.3) e de tioredoxina (seção 1.3.4). Uma menor oferta, esperada pelo reduzido 

turnover de ATP e presumida menor produção de NADPH em situações de 

depressão metabólica (Hochachka e Somero 2002; Bickler e Buck 2007), poderia, 

em tese, debilitar estes sistemas. Por exemplo, a deficiência de produção de NADPH 

leva a desequíbrio redox e estresse oxidativo (Pandolfi et al. 1995; Zhang et al. 

2010). De fato, tal hipótese já foi anteriormente levantada para explicar o aumento 

de dano oxidativo em animais expostos a privação de O2. No caso de rã leopardo 

Rana pipiens submetidas a desidratação severa, o aumento da proporção de 

glutationa em sua forma dissulfeto foi atribuído a um menor fornecimento de NADPH 

(Hermes-Lima e Storey 1998). Em outro caso, o aumento dos níveis de proteínas 

carboniladas durante a estivação de H. aspersa foi atribuído a uma possível 

supressão da degradação de proteínas oxidadas durante a estivação (Ramos-

Vasconcelos e Hermes-Lima 2003). Assim como no caso da hipótese de maior 

produção de ROS, a proposta de um mecanismo com base em vias de reparo e 

reciclagem de tióis ineficientes não tem suporte de dados experimentais diretos. 

Cabe ressaltar que, ao contrário dos antioxidantes, são raros os estudos que fizeram 

medidas experimentais da modulação de sistemas de reparo em animais expostos à 

hipóxia e/ou a depressão metabólica. Ainda dentro desta hipótese, o menor 

suprimento de NADPH afetaria a capacidade dos sistemas antioxidantes de 

gerenciar os níveis de ROS (seção 1.3.3 e 1.3.4). O resultado seria um maior nível 

de estado estacionário de ROS, e não, necessariamente, uma maior produção de 

ROS. Por fim, a ocorrência de um mecanismo ou outro, ou, até mesmo, uma 

combinação ainda carece de dados experimentais. 

Apesar da incerteza do mecanismo molecular, está evidente que o POS é 

uma estratégia de adaptação bioquímica utilizada amplamente no reino animal 

(capítulos 3 e 5). A prevalência de animais classificados como POS-positivos, 
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neutros ou negativos está em constante atualização. Por exemplo, no intervalo entre 

uma publicação (Moreira et al. 2016) e outra (Moreira et al. 2017), a prevalência de 

espécies POS-positivas aumentou de 68% para 72% seguindo o critério 1. Espécies 

animais de 8 filos, de cnidários a mamíferos, submetidas a diferentes estresses de 

privação de oxigênio apresentam o POS. Do ponto de vista, filogenético, chama a 

atenção a ocorrência do fenômeno em filos basais, tal como Cnidaria. Esta 

observação indica um surgimento precoce do POS na evolução animal. Entretanto, 

uma conclusão mais robusta sobre o POS em linhagens animais requer o estudo de 

mais espécies de filos basais (e.g. Cnidaria, apenas duas espécies estudadas), 

assim como mais espécies de filos subrepresentados (e.g. Echinodermata).  

Mesmo presente em dezenas de espécies, pouco se sabe sobre a ocorrência 

e as características do POS no ambiente natural. Isto deve-se ao fato da maioria dos 

estudos sobre modulação de antioxidantes em animais expostos à privação de O2 

terem sido realizados em condições artificiais de laboratório. A vantagem de 

experimentos em laboratório é a capacidade de controle rigoroso de variáveis, o que 

permite a reprodutibilidade e o delineamento de causalidade (Spicer 2014). Por outro 

lado, a investigação de animais diretamente do campo está sujeita a interferências 

externas não controladas, enfraquecendo o estabelecimento de relações de causa e 

efeito (Spicer 2014). Análises no laboratório e no campo podem ser complementares 

uma à outra. Entretanto, os resultados de animais análisados diretamente na 

natureza tem maior probabilidade de serem ecologicamente significativos. Todavia, 

o número de estudos em laboratório supera em larga escala o de estudo de animais 

no campo. Em muitos casos, a resposta fisiológica de indivíduos no campo difere 

daquela de indivíduos de uma espécie em laboratório, em alguns exemplos, animais 

do campo apresentam respostas opostas àquelas de animais no laboratório (Calisi e 

Bentley 2009). Portanto, extrapolações baseadas em experimentos de laboratório 

para animais em seus habitats naturais devem ser feitas com cautela. 

Neste contexto, foi mostrado que duas espécies de anuros da Caatinga 

apresentam o POS como uma resposta bioquímica durante a estivação (capítulo 4). 

Tal observação está de acordo com os 100% de prevalência de espécies POS-

positivas registrada para o caso de animais expostos à estivação (capítulo 3). Neste 

caso, mesmo se tratando de diferentes espécies, os dados de animais do campo 

concordaram com os dados de animais de laboratório. Com o objetivo de explorar 

mais a fundo o POS na natureza, já está em andamento o estudo de mexilhões 
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Mytilaster solisianus no ambiente intermarés, onde durante a maré baixa os animais 

são expostos ao ar impedindo uma obtenção de oxigênio de forma eficiente. 

Observamos que outros fatores abióticos (e.g. radiação solar), além da 

disponiblidade de oxigênio per se, podem ter papel fundamental sobre a resposta 

dos antioxidantes de animais no campo (Sabino et al. 2017). Mostramos que há um 

aumento de 50% na concentração de glutationa quando o animal está exposto ao ar 

por 4 horas em dia de intensa radiação solar. O aumento de glutationa não foi 

observado quando a exposição aérea ocorreu em um dia com baixa radiação. Uma 

explicação possível é que a radiação UV, em associação com a hipóxia funcional, 

induza a biossíntese de glutationa pela  formação de ROS e ativação de Nrf2 

(Hermes-Lima comunicação pessoal). Outro ambiente com grande potencial para 

estudos do POS na natureza é a amazônia, onde há diferentes ecossistemas 

aquáticos que apresentam variações amplas dos níveis de oxigênio (além de outras 

variáveis fisico-químicas) em diferentes escalas de tempo (Figura 2B e C; (Val e 

Almeida-Val 1995; Val, Fearnside, e Almeida-Val 2016). Ainda assim, estes locais 

são habitados por espécies altamente tolerantes a hipóxia (e.g. Astronotus ocellatus 

(Muusze et al. 1998). Portanto, diferentes ecossistemas podem ser explorados por 

mais investigações do fenômeno do POS em animais na natureza, sem intervenção 

experimental, a fim de contribuir para o entendimento do fenômeno no “mundo real”. 

Por fim, animais tolerantes aos extremos ambientais são importantes 

exemplos de sistemas biológicos capazes de tolerar e responder a amplas 

perturbações de processos biológicos, mantendo a homeostase. São modelos 

valiosos para entender a regulação e os limites naturais de tais processos em 

organismos vivos (Navas e Carvalho 2010). O estudo dessas espécies, além de 

possibilitar a compreensão de como a natureza funciona, pode levar à identificação 

de mecanismos gerais de vias biológicas, podendo ser aplicados, inclusive, na 

prevenção e tratamento de lesões e patologias em humanos (van Breukelen e Martin 

2015; Nathaniel et al. 2015; Nayak, Prentice, e Milton 2016), “da selva para a clínica” 

(Ramirez, Folkow, e Blix 2007). 
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Abstract 

Mammalian hibernators withstand striking physiological changes, e.g. very large variations in 

body temperature, oxygen consumption, heart rate and ventilation, when going through 

multiple torpor-arousal cycles. Such drastic changes are often not tolerable by non-hibernators 

and are expected to disrupt the balance between production and control of reactive oxygen 

species (ROS). The biochemical adaptations that support such endurance to oxidative 

challenging conditions during hibernation have been extensively investigated in various small 

mammals. Here, we review the management of oxidative stress during the different stages of 

hibernation, considering the roles of ROS production, endogenous antioxidant defenses, and 

chaperones especially at the torpid phase. Data from the literature indicate that mitochondrial 

oxygen consumption and ROS production both decrease at deep torpor. In contrast, there are 

pieces of evidence indicating the occurrence of redox imbalance and oxidative stress in 

certain tissues at the torpid phase of hibernation. In line with these observations, there are 

many reports of tissue-specific enhancement of endogenous antioxidant defenses in torpid 

hibernators. This response seems to be activated by particular redox-sensitive transcription 

factors, such as Nrf2 and NF-κB, which are activated during hibernation. Furthermore, 

molecular chaperones are up-regulated in several tissues of torpid animals, acting in concert 

with antioxidants in cytoprotection. Other factors, such as post-translational modifications, 

uncoupling proteins and oxygen availability are also expected to affect redox balance. As 

detailed herein, these responses vary among studies, tissues and animal species. Based on 

these observations, we propose the occurrence of a transient surge in mitochondrial ROS 

formation at specifically at the entrance into torpor, which would mediate the activation of 

stress-responsive pathways. This chapter, the first review dedicated to the relationship 

between hibernation and free radical metabolism, is also a call for the experimental testing of 

the control of oxidative stress during torpor. 


