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Resumo 

 

 

O herbicida atrazina é um dos pesticidas mais encontrados em ecossistemas 

aquáticos em todo o mundo. Nesse estudo os efeitos da atrazina, em concentrações 

subletais, foram avaliados nas brânquias de Prochilodus lineatus quanto aos 

aspectos morfo-funcionais do órgão. Exemplares juvenis de P. lineatus foram 

divididos em 4 grupos: controle e expostos à atrazina (2, 10 e 25 µg.L-1) por 48 horas 

ou 14 dias. Após os períodos experimentais, amostras de sangue foram obtidas por 

punção caudal para análise dos íons plasmáticos, as brânquias foram removidas e 

amostras fixadas para análise morfológica (imunohistoquímica de células-cloreto, 

microscopia eletrônica de varredura, histoquímica de células mucosas e 

histopatologia) ou congeladas para análises bioquímicas (atividade da enzima 

Na+/K+-ATPase e enzimas antioxidantes, GSH e determinação de hidroperóxidos de 

lipídios). A atividade das enzimas de defesa antioxidante (SOD, CAT e GST) e 

formação de hidroperóxidos de lipídeos aumentou no grupo exposto a 10 µg.L-1 por 

14 dias. Apesar de ocorrer um aumento na Na+ e Cl- e na osmolaridade plasmática 

do grupo exposto por 14 dias não foi caracterizado desequilíbrio eletrolítico visto que 

a razão Na+/Cl- foi similar em todos os grupos. O número total de células-cloreto 

(CC) diminuiu significativamente apenas no grupo exposto a 25 µg.L-1 de atrazina 

(48 h) e houve um aumento da densidade das CCs na superfície epitelial e da área 

fracional das CCs em ambos os tratamentos (48 h e 14 dias) nas concentrações de 

25 e 10 µg.L-1, respectivamente. A atividade da enzima Na+/K+-ATPase não foi 

alterada em nenhuma condição experimental. Em ambos os períodos houve uma 

diminuição no número de células mucosas contendo mucinas sulfatadas. Hipertrofia 

e ruptura do epitélio lamelar e congestão vascular foram as lesões mais comuns 

encontradas no tecido branquial em animais expostos a atrazina a 25 ugL-1 (14 dias) 

e o Índice de Alterações Histopatologicas foi calculado como leve a moderado. As 

alterações observadas nas brânquias de P. lineatus após a exposição a atrazina 

sugere que nas concentrações testadas, similares às encontradas em ambientes 

naturais, pode causar alterações moderadas nas brânquias e comprometer as 

funções do órgão. 
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Abstract 

 

 

The herbicide atrazine is one of the most common pesticides found in the 

aquatic ecosystems all over the world. In this study the effects of atrazine, at 

sublethal concentrations, were evaluated on the gills of Prochilodus lineatus. 

Juveniles P. lineatus were divided in 4 groups: control and exposed to atrazine (2, 10 

e 25 µg.L-1) for 48 hours or 14 days. After the experimental periods, blood samples 

were taken by caudal puncture for ion plasma analusis and the gills were removed 

and samples were fixed for morphological analysis (chloride cell 

immunohistochemistry, scanning electron microscopy, histochemistry of mucous cells 

and histopathology) or frozen for biochemical analysis (Na+/K+-ATPase and oxidative 

stress enzyme activity, GSH and determination of lipid hydroperoxidation). The 

activity of antioxidant enzymes (SOD, CAT e GST) e lipid peroxidation increased in 

fish of group exposed to 10 µg.L-1 for 14 days. Although there was an increase on 

plasma Na+ e Cl- and osmolality in fish exposed for 14 days it was not characterized 

as ionic imbalance as the Na+/Cl- ratio was similar in all groups. The total number of 

chloride cells decreased significantly only in the group exposed to 25 µg.l-1 of atrazine 

(48 h) and the CC density at epithelial surface and the fractional surface area of 

chloride cells increase in both treatments (48 h and 14 days) in fish exposed to 25 

and 10 µg.l-1, respectively. The Na+/K+-ATPase activity was not altered in any 

experimental condition. The number of mucous cells containing sulfated mucins 

decreased. Hypertrophy and disruption of lamellar epithelium and vascular 

congestion were the most common injuries found in the gill tissue of P. lineatus and 

in fish exposed to 25 µg.l-1 atrazine (14 dias) the histopathological changes index was 

calculate as slightly to moderate.  In conclusion, the tested concentrations, which are 

similar to those found in natural environments, may cause alterations in the gills of P. 

lienatus, so as not to endanger the vital functions of the gills and homeostasis of the 

animal. The changes observed in the gill of P. lineatus after atrazine exposure at 

tested concentrations, similar to that found in the natural environment, suggested that 

atrazine may affect the organ function. 
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1 INTRODUÇÃO 

 

 

 

1.1  Contaminação do Ambiente Aquático 

 

 

Os ambientes aquáticos são denominados ecossistemas aquáticos de água 

salgada, salobra e de água doce (límnicos). Os límnicos correspondem a 1% de toda 

água do planeta, sendo 97% desse total se encontram em fontes subterrâneas e sob 

forma de neve ou geleiras. Os ambientes aquáticos envolvem uma complexa 

interação entre microorganismos, plantas e animais e como são dinâmicos, sofrem 

forte influência de alterações climáticas e atividades antrópicas. 

O aumento da industrialização tem contribuído para aumentar a poluição 

ambiental, inclusive à poluição dos ecossistemas aquáticos por inúmeros 

agroquímicos (Wiegand et al., 2001). O uso massivo de pesticidas na agricultura tem 

sido uma estratégia para o aumento da produção de alimentos, mesmo 

considerando que essas substâncias podem alterar o meio ambiente (Chapadense 

et al., 2009). Existem várias classes de pesticidas como os fungicidas, raticidas, 

inseticidas, herbicidas, entre outros. Cada grupo apresenta um princípio ativo 

específico com diferentes mecanismos de ação e, conseqüentemente, com 

toxidades variadas (Modesto 2009). Dentre todos os pesticidas, os herbicidas são os 

mais utilizados na agricultura.  

Os herbicidas são compostos orgânicos sintetizados utilizados na agricultura 

para controlar gramíneas e ervas que são consideradas invasoras (Javaroni et al., 

1999). O efeito fitotóxico de um herbicida compreende duas fases: o mecanismo de 

ação e o modo de ação. Mecanismo de ação é o processo específico do herbicida 

sobre a célula, causando morte parcial da planta (morte foliar), entretanto, outros 

processos são necessários para levar uma eliminação efetiva (caule e raízes). A 

somatória desses processos compreende o modo de ação (Machado, 2005). O 

controle químico para espécies invasoras é responsável pela contaminação do solo 

e da água, pois somente 0,1% do que é aplicado atinge seu alvo específico, 

enquanto o restante tem potencial para se deslocar no ambiente (Ueta et al., 2001), 
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governado por processos de retenção (sorção e adsorção), de transformação 

(degradação química e biológica), de transporte (deriva, volatilização, lixiviação e 

carreamento artificial) e de interação com organismos no meio onde estão inseridos 

(Spadotto, 2006). 

A introdução dos herbicidas nos ecossistemas aquáticos ocorre durante e após 

as aplicações na agricultura, ou diretamente na água, para eliminar espécies de 

plantas indesejáveis, algas ou vetores de doenças (Rand et al., 1995). Uma vez na 

água, pode alterar as comunidades aquáticas, dependendo das características da 

água, da comunidade biológica e do próprio poluente. Em alguns casos, os agentes 

tóxicos podem matar os animais e em outros, podem promover alterações subletais 

ou se acumular em tecidos exercendo seus efeitos após uma exposição mais 

prolongada a concentrações muito baixas, que dificilmente são detectadas 

quimicamente (Abel, 1989).  

Os herbicidas são os agrotóxicos mais utilizados no Brasil, chegando a 

aproximadamente 55% de todos os pesticidas utilizados (Correia e Langenbach, 

2006). Desde as últimas décadas seu uso tem crescido de forma acentuada em 

solos agricultáveis brasileiros e uma das classes de herbicidas mais utilizadas são 

as triazinas. As propriedades das triazinas foram descobertas, em 1952, com 

estudos realizados para testar esse herbicida no crescimento seletivo de plantas. A. 

formulação foi determinada a partir de suas propriedades físico-químicas e do modo 

de aplicação (Javaroni et al., 1999). 

As triazinas (simazina, propazina, ametrina, cianazina e atrazina) são os 

herbicidas mais antigos e mais comumente usados, representando cerca de 30% 

dos herbicidas mundialmente comercializados (Tomita e Beyruth, 2002; Ventura et 

al., 2008). No Brasil, esses produtos são empregados no controle pós e pré 

emergentes de plantas invasoras, devido à capacidade de inibir a fotossíntese, 

principalmente em culturas de milho e cana-de-açúcar (Vidal e Merotto Jr., 2001). 

Quimicamente, as triazinas são derivados nitrogenados heterocíclicos com estrutura 

do anel aromático contendo átomos de carbono e nitrogênio (Figura 1). A maioria 

das triazinas é simétrica (s-triazinas), ou seja, os átomos de carbonos e nitrogênios 

são alternados entre si (Archangelo, 2003) e dentre elas, a atrazina é o princípio 

ativo mais utilizado no mundo.  
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Figura 1. Grupos da triazinas. (A) 1,2,3-triazina. (B) 1,2,4-triazina. (C) 1,3,5-triazina ou s-
triazina. 
 

 

 

 

1.2  Atrazina 

 

 

A atrazina, cujo nome químico é 2-cloro-4-etilamino-6-isopropilamino-1,3,5-

triazina (Figura  2), é o herbicida mais utilizado dentre os triazínicos. Assim como as 

demais moléculas, é formada por um anel heterocíclico clorado e N-alquilado, que 

confere à molécula uma grande resistência á degradação biológica (Howard, 1991; 

Solomon et al., 2008). A atrazina foi comercializada pela primeira vez na década de 

1950 e devido o seu uso intensivo durante todos esses anos, é o herbicida mais 

detectado em monitoramento de ecossistemas aquáticos (Spadotto et al., 2004).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 2. Fórmula estrutural da atrazina.  
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Por ter sido desenvolvida como um fitotóxico, como de um mecanismo de ação 

seletivo para inibir a fotossíntese, a toxidade da atrazina é maior em plantas que 

animais. É absorvida mais facilmente pelas raízes e levada, via xilema, para a parte 

aérea das plantas alvo (Rodrigues e Almeida, 2005). A atrazina inibe a fotossíntese 

via competição pelo sítio de ligação da plastoquinona II no processo da transferência 

de elétrons do fotossistema II para o fotossistema I (Devine et al., 1993). Essa 

inibição cessa a síntese de carboidratos, consequentemente levando a uma redução 

no carbono e acúmulo de CO2 na planta, levando-a a clorose foliar (Giddings, 2005; 

Solomon et al., 2008). A atrazina é utilizada para controle de plantas invasoras, 

principalmente na cultura de algodão, milho, sorgo, feijão, abacaxi, soja e cana-de-

açúcar, além do uso no preparo de áreas para o plantio (Santana et al., 2003). 

A molécula de atrazina é altamente persistente no ambiente por possuir 

hidrólise lenta, alta sorção pela matéria orgânica e argila, baixa pressão de vapor, 

alto potencial de escoamento e propriedade hidrofílica, apresentando moderada 

solubilidade em água (Tabela 1).  

 

 

Tabela 1. Propriedades físico-químicas da atrazina. 
Variável Dados 

Nome Comum Atrazina 

Nome Químico 2-cloro-4-etilamino-6-isopropilamino-1,3,5-

triazina 

N° CAS 1912-24-9 

Fórmula Bruta C8H14ClN5 

Ponto de Fusão 173 – 175 °C 

Estado físico Branco, cristalino, não corrosivo, não explosivo 

Peso Molecular 215,7  

Pressão de Vapor 2,9.10-7 mmHg (a 20°C) 

Constante de dissociação 

(PKa) 

1,7 (a 21°C) 

Coeficiente de partição 

octanol : água (Kow) 

481 

Coeficiente de partição de 

carbono orgânico (Koc) 

100 

Baseado em Eisler (1989) e Vidal e Merotto Jr. (2001). 
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As concentrações de atrazina no ambiente são extremamente variadas.  Ela 

pode ser encontrada até um ano após a aplicação e por essa razão dessas 

características, torna-se um contaminante potencial de solos, águas superficiais e 

águas subterrâneas (Ueta, 2001; Brodeur et al., 2009). A atrazina persiste sob 

condições de clima frio e seco, em ambientes de pH estável e solos com textura fina 

(Graymore, 2001). A meia vida da atrazina na água é de 41 a 237 dias. No solo ou 

sedimento, varia entre 58 a 547 dias e por dissipação no campo é de 8 a 99 dias 

(Novartis, 2000; Giddings, 2005; Solomon et al., 2008). Quantidades significantes da 

mesma podem ser acumuladas no solo após a aplicação, dependendo do tipo de 

solo, percentual de matéria orgânica, quantidade de argila, pH e estrutura do solo. A 

movimentação da atrazina ocorre principalmente na fase aquosa, portanto, o 

transporte de atrazina adsorvido por solo erodido é possível, porém não muito 

comum (Kookana, 1998). Uma grande quantidade é perdida para águas superficiais 

e subterrâneas através da lixiviação. Consequentemente, a contaminação desses 

corpos d’água é inevitável. Desse modo, a presença de atrazina na água aumenta o 

potencial de exposição dos organismos aquáticos, particularmente os de sistemas 

estáticos.  

A contaminação por atrazina ocorre principalmente nas águas superficiais e 

lóticas (rios e córregos), entretanto, em sistemas aquáticos lênticos (lagos, lagoas, 

zonas úmidas), a concentração de atrazina é freqüentemente 2-10 vezes maiores do 

que nos lóritcos (Kolpin, 1997; Rohr e McCoy, 2010). A atrazina na água varia de 

concentrações altas, como acima de 1000 µg.L-1 em águas adjacentes a campos 

tratados, até concentrações baixas como 0,2 µg.L-1 (Readman et al., 1993; Schottler 

et al., 1994; Graymore et al., 2001). Normalmente, as concentrações de atrazina 

encontradas em águas são de aproximadamente 20 µg.L-1 (Nwani et al., 2010), 

porém, encontram-se, em raras ocasiões, concentrações acima desse valor, 

independente da área de aplicação (Battaglin et al., 2000; Giddings et al., 2005; 

Solomon et al., 2008).  A atrazina também pode ser encontrada em águas de 

precipitações locais e em grandes distâncias, por exemplo, acima do círculo ártico, 

embora em baixíssimas concentrações. Hall (1993) relatou a presença de 445 ng.L-1 

de atrazina em chuvas coletadas por 18 meses em locais diferentes em Ontário 

(Canadá). A presença de atrazina em precipitações resulta da volatilização durante o 

processo de aplicação (Solomon et al., 2008). Em ecossistemas estuarinos e de 
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águas costeiras, a presença de atrazina é relativamente baixa devido à diluição e 

degradação (Graymore et al., 2001). 

O crescente número de relatos de contaminações de ecossistemas aquáticos 

pela atrazina levou à redução da concentração máxima permitida na França de 3 

kg.ha-1 para 1,5 kg.ha-1 e a sua proibição dela na Alemanha, Itália e Suécia. Nos 

Estados Unidos, sua utilização é controlada e é permitida uma concentração de 3 

µg.L-1 na água e proibida em algumas áreas (Spadotto, 2004). No Brasil, a 

concentração máxima permitida em águas doces de classe I a classe III é de 2 µg.L-

1 pelo Conselho Nacional do Meio Ambiente, segundo a resolução CONAMA 

357/2005 (CONAMA, 2005). As concentrações recomendadas para aplicação variam 

de 2,5 a 4,5 kg.ha-1, e seguindo essa recomendação, uma aplicação é suficiente 

para atender às necessidades da cultura (Compêndio de defensivos agrícolas, 

1999).  

Uma vez no ambiente, a atrazina além de ser transportada e/ou retida, passa 

por um processo de degradação. Os metabólitos formados têm características 

próprias quanto à persistência e toxidade. Há 5 principais processos de degradação 

da atrazina no ambiente: hidrólise, adsorção, volatilização, fotólise e degradação 

biológica (Graymore et al.,2001). A salinidade do solo também pode influenciar na 

degradação, já que solos mais salinos possuem uma diminuição da comunidade 

microbiológica (Lin et al., 2008). Na água, a atrazina é muito resistente à degradação 

microbiológica. Desse modo, a principal via de degradação é a hidrólise, uma vez 

que a fotólise não ocorre em comprimentos de onda superiores a 300 nm (Howard, 

1991; Winkelmann e Klaine, 1991; Solomon et al., 2008). Os principais produtos da 

atrazina são: Desetilatrazina (DEA); Hidroxiatrazina (HA); desisipropilatrasina (DIA), 

diaminocloroatrazina (DACT), desetilhidroxiatrazina (DEHA) e 

desisopropilhidroxiatrazina (DIHA), apresentados na figura 3.  
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Figura 3.  Estrutura da Atrazina e seus principais metabólitos (Solomon et al., 2008). 

 

 

 

Segundo a agência de vigilância sanitária, ANVISA, a atrazina se enquadra na 

classe toxicológica III, a qual a denomina como moderadamente tóxica aos 

organismos aquáticos (ANVISA). Animais aquáticos são expostos quando o 

herbicida atinge os corpos d’água. Dessa forma, a atrazina demonstra-se bastante 

tóxica para algas, afetando diretamente as comunidades desses organismos 

(Graymore et al., 2001). A toxicidade em invertebrados aquáticos é bastante relatada 

e entre os diversos efeitos estão, por exemplo, danos histológicos em rins de 

moluscos (Zupan e Kalafatic, 2003), aumento no número de hemócitos de 

gastrópodes (Russo e Lagadic, 2004) e distúrbios osmorregulatórios em crustáceos 

(Silvestre et al., 2002). 

Em vertebrados aquáticos, efeitos letais e subletais de atrazina são estudados 

desde a década de 70 (Peters e Cook, 1973; Macek et al., 1976; Eisler, 1989) e até 

hoje, procura-se entender a ação desse herbicida sobre esses organismos, 

principalmente em peixes. De uma forma geral, vários estudos relatam que impactos 

significativos podem ocorrer em baixas concentrações e em longos tempos de 

exposição (Graymore et al., 2001).  

Para peixes, a concentração letal varia de 3 a 100 mg.L-1, como por exemplo, 

CL50-96h é 4,3 mg.L-1 para Poecilia reticulata e 100 mg.L-1 para Carassius carassius 

(Giddings et al., 2005; Solomon et al., 2008), enquanto efeitos subletais podem 

ocorrer em concentrações menores que 2 mg.L-1 e após longo tempo de exposição, 
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pode levar a alterações em vários tecidos desses animais (Neskovic’ et al., 1993). O 

estado fisiológico e o comportamento dos peixes podem ser afetados pela atrazina 

mesmo em concentrações tão baixas como, por exemplo, 3 µg.L-1 (Chapman e 

Stranger, 1992; Davies et al., 1994; Graymore et al., 2001). Esses efeitos tóxicos 

resultam em alterações bioquímicas, fisiológicas e morfológicas em diversos tecidos 

dos peixes (Heath, 1995), como por exemplo, formação de micronúcleos em 

Piaractus mesopotamicus (Moron et al., 2006) e mudanças comportamentais em 

Brachydanio rerio expostos a concentrações de 6 µg.L-1 de atrazina (Steinberg et al., 

1995). Entretanto, há pouca bioacumulação em peixes, pelo fato da atrazina ser 

rapidamente metabolizada (Solomom et. al., 2008). Dessa forma, a atrazina não 

bioacumula ou biomagnifica na cadeia alimentar e as respostas toxicológicas e 

fisiológicas dependem da concentração da atrazina na água e do tempo de 

exposição.  

 

 

 

1.3 O Uso de Peixes para Avaliação da Qualidade da Água 

 

 

A preservação da qualidade de água nos ecossistemas aquáticos é de 

fundamental importância tanto para utilização de recursos domésticos e agrícolas 

quanto para a preservação da biota. Os programas de monitoramento ambiental 

aquático têm usado vertebrados aquáticos, no caso os peixes, como bioindicadores 

para avaliação da qualidade de água. O interesse no uso de bioindicadores no 

monitoramento aumentou acentuadamente na última década pelo fato de estarem, 

em geral, no topo da cadeia trófica nesses ambientes (Adams, 2002). Esses 

organismos são sensíveis às alterações no ambiente e as respostas biológicas 

podem ser iniciadas em concentrações de substâncias químicas abaixo do limite de 

detecção dos métodos analíticos disponíveis ou após a exposição química ter 

ocorrido. O uso dos peixes não se restringe apenas na avaliação do número e 

abundâncias de espécies no ambiente, mas uma análise detalhada das condições 

de saúde da espécie via biomarcadores. Nesse contexto, as brânquias dos peixes, 

que exercem funções vitais para a sobrevivência e/ou adaptação dos peixes aos 



     Introdução   9 
__________________________________________________________ 

 

mais variados ambientes, têm sido consideradas como potenciais órgãos cuja 

integridade poderia ser utilizada como indicadores da qualidade da água (Machado, 

1999). 

 

 

 

1.3.1 Brânquias 

 

 

As brânquias dos peixes possuem uma grande área de superfície de contato 

com o meio externo e tem um papel importante em inúmeras funções vitais para os 

peixes, incluindo respiração, alimentação, osmorregulação, equilíbrio ácido-base e 

excreção de produtos nitrogenados (Alazemi et al., 1996; Graymore et al., 2001; 

Fernandes e Mazon, 2003).  As brânquias são responsáveis pela transferência dos 

gases respiratórios e a efetividade da sua função depende de um estado íntegro das 

lamelas, considerando a espessura da barreira de difusão água-sangue, a 

magnitude da ventilação e o fluxo sanguíneo (Sakuragui et al., 2003). 

Nos teleósteos, as brânquias são formadas por oito arcos branquiais dispostos 

quatro a quatro lateralmente na cavidade orofaríngea protegida e separada do meio 

externo pelo opérculo (Figura 4 A). Em cada arco branquial, formado pelos ossos 

epi- e ceratobranquial, existem expansões denominadas rastros branquiais cuja 

disposição e formato anatômico está relacionado aos hábitos alimentares da espécie 

(Eiras-Stofella et al., 2001). Do lado oposto estão localizados os filamentos 

branquiais ou lamelas primárias (Figura 4 B), unidos até certa extensão por um 

septo interbranquial. Em cada filamento, localizado acima e abaixo do seu eixo 

longitudinal, há lamelas transversais, ou lamelas secundárias, que são os locais 

onde as trocas gasosas ocorrem. A circulação branquial consiste em um circuito 

artério-arterial e um artério-venoso. O primeiro está relacionado à troca de gases 

nas lamelas e é constituída pela artéria aferente branquial, artéria aferente primária, 

arteríola aferente lamelar ou secundária, e após o sangue passar pelas lamelas é 

constituído por arteríola eferente lamelar ou secundária, artéria eferente primária e 

artéria eferente branquial. O segundo é responsável pela distribuição de parte do 

sangue oxigenado aos tecidos branquiais e dá origem à veia branquial. O fluxo 
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sanguíneo através das lamelas é contracorrente com o fluxo da água entre elas 

(Evans et al., 2005) (Figura 4 C). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 4. Estrutura branquial de teleósteos. (a). Localização das brânquias; (b) e (c). 
Ampliação dos arcos branquiais, filamentos e lamelas (Adaptado e traduzido de Hirose et 
al., 2003) 
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Os tipos celulares que constituem o epitélio do filamento da região basal até a 

superfície do epitélio são as células não-diferenciadas, neuroepiteliais, células-

cloreto, células mucosas e células pavimentosas (Figura 5).  

As lamelas são constituídas de duas camadas de células, a camada externa, 

em contato com a água, que consiste de células pavimentosas e a camada interna 

que consiste em células indiferenciadas (Ci) (Moron et al., 2009) que recobrem as 

células pilares (CPi) que são responsáveis pela sustentação e formação de espaços 

por onde o sangue atravessa a lamela.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 5. Estrutura das lamelas e principais tipos celulares nas lamelas e filamento de 
teleósteos  CPi = células pilares; Ci = células indiferenciadas; CPV = células pavimentosas; 
CC = células-cloreto; SVC = seio venoso central; F= filamento; L = lamela. Coloração: Azul 
de Toluidina. Barra de escala: 20 µm (Foto: Marcelo G. Paulino). 
 

 

As células pavimentosas (CPVs) recobrem 90% da área de superfície do 

filamento e lamela. As células mucosas (CM) estão localizadas principalmente nas 

bordas do filamento entre as células epiteliais e o muco produzido por elas, o qual 

tem sido considerado como uma importante proteção contra partículas abrasivas 
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presentes na água, bactérias, parasitas e poluentes, além de auxiliar a regulação 

iônica (McCahon et al., 1987; Handy et al., 1989; Singh e Munshi, 1996; Deszfuli et 

al., 2003; Ledy et al., 2003; Powel, 2007; Singh e Banerjee, 2008; Moron et al., 

2009). 

As células-cloreto (CC), ou células ricas em mitocôndrias (CRMs), estão 

presentes principalmente no epitélio do filamento e são consideradas os locais 

primários de absorção ativa dos íons sódio (Na+), cloreto (Cl-) e cálcio (Ca2+) em 

peixes de água doce e de secreção ativa do cloreto de sódio (NaCl) nos teleósteos 

marinhos. Em algumas condições ambientais, elas podem estar presentes nas 

lamelas de algumas espécies (Evans et al., 2005). AS CCs são caracterizadas pela 

presença de túbulos, ricos em unidades de Na+/K+-ATPase, formados por extensões 

da membrana basolateral no interior da célula, que aumentam a sua superfície 

basolateral em contato com o meio intersticial.  

 

 

 

1.3.2 Biomarcadores 

 

 

Um biomarcador pode ser uma alteração bioquímica, fisiológica ou morfológica 

como conseqüência do contato de um organismo a um xenobiótico ou de seu efeito 

(Melancon, 1995). Esses biomarcadores são excelentes ferramentas para monitorar 

a saúde dos ecossistemas aquáticos e têm sido usados em programas modernos de 

monitoramento ambiental de países desenvolvidos. Sensíveis ao agente estressor 

ajudam rapidamente a identificar os mecanismos básicos da relação causal entre o 

estressor e seus efeitos (Bainy, 1993; Adams, 2002). 

 Ao entrar no organismo, no caso dos peixes principalmente pelas brânquias, o 

xenobiótico é transportado via corrente sanguínea até os demais órgãos, onde são 

armazenados e metabolizados para posterior eliminação. Como a maioria dos 

pesticidas é lipofílica atravessam as membranas causando danos aos componentes 

celulares. O estudo da ecotoxicologia, seja um bioensaio ou biomonitoramento, deve 

utilizar um conjunto de biomarcadores, tendo então uma visão mais ampla dos 

efeitos tóxicos de contaminantes no organismo estudado (Hinton et al., 1992). 
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1.3.2.1 Biomarcadores Bioquímicos 

 

 

O uso de biomarcadores bioquímicos confere algumas vantagens, pois são 

normalmente os primeiros a serem detectados. São muitos sensíveis, apresentam 

alta especificidade, são de baixo custo e fornecem informações do efeito metabólico 

causado pelo xenobiótico (Amorin, 2003).  

A contaminação aquática é um dos principais responsáveis pelo estresse 

oxidante, devido ao aumento da produção de espécies reativas de oxigênio (ERO) 

nos organismos expostos (Ahmad et al., 2000). O termo ERO também é utilizado 

para espécies que não são radicais livres, mas são capazes de gerar radicais livres, 

como por exemplo, o peróxido de hidrogênio (H2O2) (Halliwell e Gutteridge, 2000). 

O oxigênio (O2) é uma molécula que pode ser parcialmente reduzida, formando 

vários agentes quimicamente reativos. Quando reduzido de forma incompleta, pode 

formar intermediários reativos como os radicais superóxidos (O2
-•), hidroperoxil 

(HO2
•) e o peróxido de hidrogênio (H2O2). As ERO podem reagir com todas as 

biomoléculas celulares, alterando total ou parcialmente a sua função e afetando o 

metabolismo. Uma das principais lesões causadas pelas ERO é a peroxidação 

lipídica (LPO) ou lipoperoxidação, ou seja, a oxidação dos ácidos graxos 

poliinsaturados da membrana celular (Hogg e Kalyanaraman, 1998). A LPO resulta 

em transtornos na permeabilidade, alteração do fluxo iônico, alteração da 

seletividade de nutrientes e posteriormente, levando ao rompimento da membrana 

ou mesmo quebras em moléculas menores, como determinados aldeídos, que por si 

só já são tóxicos para a célula (Halliwell e Gutteridge, 2000). 

Os radicais livres são formados em condições fisiológicas em proporções 

controladas pelos mecanismos de defesas antioxidantes celulares, que são os 

responsáveis pela inibição e/ou redução das lesões causadas pelas ERO. Essas 

defesas antioxidantes podem ser classificadas como enzimáticas e não enzimáticas, 

de acordo com sua estrutura biológica. Entre as enzimáticas destacam-se as 

defesas primárias como a superóxido dismutase (SOD), catalase (CAT), glutationa 

peroxidase (GPx) e enzima de biotransformação glutationa S-transferase (GST), 

enquanto que, entre os sistemas não enzimáticos destacam-se o dissulfeto de 

glutationa (GSH), e vitaminas A, C e E (Schlenk et al., 1999).  
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Nos eucariontes, a SOD corresponde a uma família de enzimas com diferentes 

grupos prostéticos na sua composição: Cu-Zn SOD e SOD-Mn. Essa enzima tem 

função importante, pois catalisa a dismutação do radical superóxido em peróxido de 

hidrogênio e água (Equação 1). Dentre os diferentes tipos de SOD, que depende do 

metal que atua como co-fator em seu sítio catalítico, todas agem da mesma forma 

como apresentada na equação 1 (Monteiro, 2010). 

 

 

 

 

Equação 1.  Desintoxicação do radical superóxido (O2
-•) pela enzima superóxido dismutase 

(SOD) 
 

 

A CAT é uma hemeproteína citoplasmática que catalisa a redução do H2O2 em 

água e O2 (Equação 2) e por isso considerada um dos maiores componentes de 

defesa antioxidante primária (Gaetani et al., 1989). A CAT decompõe o peróxido de 

hidrogênio a uma taxa extremamente rápida de cerca de 107 mol.L-1.seg-1 

(Scandalios, 2005). Por possuir um Km elevado, a CAT é dificilmente saturada pela 

concentração de H2O2. Segundo Scandalios (2005), a redução do peróxido de 

hidrogênio pela CAT requer altas concentrações de H2O2, atuando como um suporte 

para o sistema glutationa dependente. Sendo assim, em baixas concentrações, os 

peróxidos seriam eliminados pela GPx e em altas concentrações pela CAT. 

 

 

 

 

Equação 2.  Desintoxicação do peróxido de hidrogênio (H2O2) pela enzima catalase (CAT).  

 

 

A GPx é uma enzima que catalisa a redução do H2O2 e de hidroperóxidos de 

ácidos graxos (LOOH, onde L é um lipídeo), convertendo-os em água e seus 

correspondentes alcoóis não tóxicos (Equação 3 e 4, respectivamente) (Nordberg e 

Arner, 2001) por oxidação da glutationa reduzida (GSH) à glutationa oxidada 
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(GSSG). A GPx é extremamente específica para a GSH e tem capacidade de 

desintoxicar rapidamente o H2O2 e certos lipoperóxidos (Liebler e Reed, 1997). Em 

relação à afinidade pelo peróxido de hidrogênio, a GPx tem maior afinidade pelo 

substrato do que a CAT que tem menor afinidade porém age mais rapidamente 

(Eaton, 1991).  

 

  

 

 

Equação 3.  Oxidação da GSH a GSSG, pela ação da GPx, com H2O2 como substrato. 

  

 

 

Equação 4.  Oxidação da GSH a GSSG, pela ação da GPx, utilizando hidroperóxido de 
lipídio (LOOH) como substrato, onde: LOH = álcool não tóxico.  

 

 

A GST é uma família de isoenzimas cuja atividade pode reduzir ou evitar que 

ocorra o estresse oxidativo devido a metabolização de uma grande variedade de 

substratos hidrofóbicos e eletrofílicos, por meio da conjugação desta com a GSH 

que formam conjugados solúveis em água facilitando a excreção desses substratos 

(Equação 5) (Van der Oost et al., 2003).  A ação integrada de todas as enzimas 

antioxidantes (SOD, CAT, GPx e GST) é importante para a manutenção do equilíbrio 

e integridade celular (Schneider e Oliveira, 2004).  

 

 

Equação 5. Conjugação da GSH com o substrato eletrofilico tóxico (xenobiótico) pela ação 
glutationa S-transferase (GST)  

 

 

Dentre os antioxidantes não enzimáticos, a GSH é um elemento fundamental 

para o sistema de defesa. A GSH é um tripeptídeo que contém um grupo sulfidrila (-

SH) presente na cisteína, que confere a capacidade redutora à molécula (Meister e 

Anderson, 1983). Pode variar de sua forma reduzida (GSH) para a forma oxidada 
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(GSSG) e ser reciclada pela glutationa redutase (GR) para a forma reduzida 

novamente. A GPx e a GST dependem da GSH, portanto a GSH é importante na 

proteção celular contra agentes oxidantes e na defesa contra xenobióticos (Jordão 

Junior et al., 1998). A ação integrada desses agentes antioxidantes enzimáticos e 

não enzimáticos estão representadas na figura 6.  

 

 

 

Figura 6. Esquema representando o sistema antioxidante, enzimático e não enzimático em 
célula de mamífero (Fang et al., 2002). 

 

 

O estresse oxidativo, inclusive nas brânquias, é, em geral, um efeito tóxico 

comum causado por pesticidas e os peixes respondem alterando a atividade das 

enzimas antioxidantes para neutralizar os efeitos dos radicais livres gerados durante 

a metabolização destes herbicidas no organismo (Viarengo et al 1997).  

A atividade das adenosinas trifosfatases (ATPases) também é um biomarcador 

sensível de toxicidade (Yadward et al., 1990; Agrahari e Gopal, 2008). Elas 

hidrolisam adenina trisfosfato (ATP) em adenina difosfato (ADP) e fosfato inorgânico 
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(Pi) (Kultz e Somero, 1995). Elas são enzimas de membrana e possuem variadas 

formas, que são responsáveis pelo transporte de íons, volume celular, pressão 

osmótica e permeabilidade da membrana (Kundu et al., 1992; Agrahahi e Gopal, 

2008). Dessas enzimas, a Na+/K+-ATPase (NKA) (Figura  7) tem importância na 

regulação da osmolaridade do corpo todo (Alam e Frankel, 2006), promovida pelo 

transporte ativo de íons sódio e íons potássio através da membrana (Bianchini et al, 

1999).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 7.  Modelo representativo da Na+/K+-ATPase e suas subunidades (adaptado de 
Watson e Barcroft, 2001). 
 

 

A NKA é formada por três subunidades (α, β e γ), onde a α é catalítica, possui 

massa molecular de 100 kDa e possui sítios de ligação para o Na+, K+, Mg+2 , ATP e 

oubaína. A subunidade β, menor e com massa molecular de 55 kDa, não possui sitio 

de ligação, assim como a γ, mas é importante pela inserção na membrana e 

localização da enzima (Blanco e Mercer, 1998; Therien e Blostein, 2000; Lin et al., 

2004; Morrison et al., 2006). No transporte de íons, a enzima consiste em duas 

diferentes conformações, E1 (fosforilada) e E2 (desfosdorilada). Na primeira, ela tem 

alta afinidade pelo Na+ intracelular e na E2 tem alta afinidade pelo K+ extracelular. A 

ciclagem entre E1 e E2 resulta no transporte de 3 íons sódio para fora da célula e a 

entrada de 2 íons potássio (Figura 8), utilizando uma molécula de ATP e um íon 

Mg+2 como co-fator na fosforilação da enzima (Horisberger, 2004; Massui, 2005).  
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Figura 8. Diagrama esquemático do funcionamento da Na+/K+-ATPase. (1) O ATP e 3 Na+ 
se ligam no sítio específico da enzima, (2) a enzima é fosforilada pelo ATP ocorrendo à 
mudança conformacional (E1) e o sítio para o sódio se torna exposto para a superfície 
extracelular. As moléculas de sódio, agora com baixa afinidade pela enzima são liberadas e 
(3) 2 K+ extracelular se ligam no sítio de ligação com alta afinidade. (4) A enzima é 
desfosforilada e corre outra mudança conformacional (E2) e  (5) os íons potássio são 
levados para o interior celular. (Adaptado de Cummings, B. – Pearson Education, Inc) 
 

 

O gradiente iônico entre o meio externo e o fluido extracelular de peixes é 

mantido por células branquiais especializadas, as células-cloreto. Essas células são 

caracterizadas pelos altos níveis de NKA (Perry, 1997; Karnaky, 1998; Choe et al., 

1999). Muitos pesquisadores já mostraram que a abundância e atividade da NKA 

nas brânquias são alteradas quando a concentração de íons muda no ambiente 

aquático (Kamiya e Utida, 1968; Thomson e Sargent, 1977; Epstein, 1980; Shikano e 

Fujio, 1998). Os xenobióticos podem alterar a atividade da enzima por interrupção 

da produção de energia em vias metabólicas ou interagindo diretamente sobre a 

enzima (Sancho et al., 1997; Agrahari e Gopal, 2008). Assim, a enzima NKA pode 

efetivamente ser utilizada como um indicador da competência osmorregulatória 

(Shikano e Fujio, 1998). 
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1.3.2.2 Biomarcadores Fisiológicos Plasmáticos 

 

 

Atualmente, biomarcadores fisiológicos plasmáticos são utilizados 

extensivamente para documentar e quantificar tanto a exposição quanto os efeitos 

causados por esses poluentes (Winkaler et al., 2001). O sangue é o primeiro tecido 

a entrar em contato com os xenobióticos e ao serem distribuídos entre os demais 

tecidos, estes também sofrerão distúrbios fisiológicos devido à exposição (Cerqueira 

e Fernandes, 2002; Mazon et al., 2002; Ruas et al., 2008; Sadauskas-Henrique et 

al., 2010). O sangue é constituído basicamente de células e plasma, onde estão 

dissolvidos os gases, hormônios e íons responsáveis pela homeostasia do 

organismo. Distúrbios no balanço hídrico e na homeostase iônica é uma 

conseqüência do estresse em peixes. Isso ocorre entre a íntima relação entre os 

fluidos corpóreos nas brânquias e o ambiente externo (Wendelaar Bonga, 1997). A 

alteração na concentração plasmática de íons sódio, potássio e cloreto e a 

osmolaridade são exemplos de efeitos subletais de poluentes em peixes (Abel, 

1989). Assim, eventuais variações nos parâmetros hematológicos, incluindo as 

concentrações de íons e osmolaridade, podem indicar alterações causadas pela 

agente estressor (Camargo e Martinez, 2006).  

 

 

 

1.3.2.3 Biomarcadores Morfológicos em Brânquias 

 

 

Alterações morfológicas nas brânquias podem representar estratégias 

adaptativas para a conservação de algumas funções biológicas quando o animal 

está frente a mudanças na qualidade da água (Laurent e Perry, 1991). Entretanto, 

qualquer alteração na estrutura das brânquias afeta, diretamente ou indiretamente, 

as trocas gasosas e o balanço hidromineral (Wendelaar Bonga, 1997). 

Os estudos histopatológicos merecem destaque, uma vez que ajudam a 

identificar órgãos alvo da toxicidade e os mecanismos de ação dos contaminantes. 

Alterações histopatológicas têm sido amplamente utilizadas como biomarcadores na 
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avaliação da saúde de peixes frente à exposição a contaminantes, tanto em estudos 

de laboratórios (Wester e Canton, 1991; Thophon et al., 2003) como em estudos de 

campo (Hinton et al., 1992; Schwaiger et al., 1997). Os efeitos em níveis 

histopatológicos são visíveis como em outras medidas de toxicidade, tais como 

mortalidade e mudanças comportamentais (Wester, 2002). 

Em uma revisão que reuniu 130 publicações, Mallatt (1985) realizou um 

levantamento sobre os tipos de alterações branquiais frente a agentes químicos e 

físicos presentes no ambiente. Enfocando principalmente as regiões interlamelar e 

lamelar, as alterações morfológicas mais encontradas foram: descolamento do 

epitélio, necrose, fusão lamelar, hipertrofia das células epiteliais, hiperplasia lamelar 

por crescimento celular, ruptura de células epiteliais, hipersecreção de muco, 

aneurisma lamelar, congestão (alteração no espaço sanguíneo delimitado pelas 

células pilares), proliferação de células mucosas e de células-cloreto e infiltração de 

leucócitos no epitélio (edema), todas ilustradas na Figura 9 (Machado, 1999). 

Lesões nos tecidos aparecem a médio prazo em resposta a exposições subletais e a 

relevância da lesão depende da importância da patologia, isto é, como afeta a 

função do órgão e a habilidade do peixe para sobreviver (Bernet et al., 1999). 
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Figura 9. Diagrama esquemático das lesões branquiais mais comuns. (A) lamela normal, (B-
F) lamelas alteradas. Abreviações: lb = lâmina basal; cc = célula-cloreto; mu = célula 
mucosa; pi = célula pilar; ce = célula epitelial lamelar; svl = seio venoso lamelar; csm = canal 
sangüíneo marginal (Machado, 1999, modificada de Mallat, 1985). 
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A CC são ionócitos especializados e os principais locais de troca iônica em 

brânquias (Hwang et al., 2007).  Essas células são ricas em unidades da enzima 

Na+/K+-ATPase (NKA) na membrana basolateral, refletindo seu poder ativo no 

transporte iônico.  

A imunomarcação permite a localização dessas células e a intensidade de 

atividade da Na+/K+-ATPase, de acordo com a quantidade de unidades presentes, e 

pode ser um excelente biomarcador para os processos osmorregulatórios em 

brânquias de peixes (Shikano e Fujio, 1998). Por sua vez, a superfície apical das 

células-cloreto também tem sido amplamente utilizada para avaliar as respostas ou 

alterações dessas células às condições ambientais (Laurent, 1984; Pisam e 

Rambourg, 1991; Wilson e Laurent, 2002). Dependendo das características físicas e 

químicas da água, pode ocorrer um aumento ou diminuição das células mucosas. 

Sabe-se que a proliferação e hipersecreção das células mucosas envolvidas com o 

sistema de defesa dos peixes frente ao agente exposto podem comprometer a 

função branquial, dependendo da severidade do processo (Fracácio et al., 2003). 

Dessa forma, a quantificação de células mucosas e tipo de mucina presente na 

secreção podem ser considerados como indicadores da qualidade da água.  

 

 

 

1.4  A espécie Prochilodus lineatus 

 

 

Pertencente à família Prochilodontidae, o gênero Prochilodus destaca-se pela 

ampla distribuição na região neotropical e possui 13 espécies descritas até o 

momento (Reis et al., 2003). Todas as espécies possuem corpo de porte médio a 

grande e iliofagia (detritívoros), reofilia (dependem da correnteza do ambiente) e 

capacidade migratória no período de piracema. A espécie Prochilodus lineatus, o 

curimbatá (Figura 10), é também conhecida como curimba, curimatã, curimatã-pioa, 

curimatã-pacu, papa-terra e corimbotá. Essa espécie possui desova única por 

temporada e grande número de óvulos, fecundação externa e ausência de cuidados 

parental (Lowe-McConnell, 1999).  
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Figura 10. Exemplar de Prochilodus lineatus, curimbatá (foto: Marcelo G. Paulino) 
 

 

Os peixes P. lineatus se encontram distribuídos particularmente em toda bacia 

do rio Paraná-Paraguai e rio Paraíba do Sul (na região sudeste do Brasil) (Castro, 

1990). É uma espécie economicamente importante, principalmente como fonte de 

subsistência de populações ribeirinhas como a pesca comercial (Cazenave et al., 

2009) e tem sido reproduzida em larga escala em pisciculturas, pois suas larvas 

servem de alimentos a espécies carnívoras como o dourado (Salminus maxillosus) 

(Órfão, 2006).  Segundo a classificação de Valenciennes (1836), a espécie ocupa a 

seguinte classificação sistemática: 

 

 

         Classe: Osteicthyes 

              Subclasse: Actinopterigii 

                   Divisão: Teleostei 

                        Superordem: Acanthopteygii 

                             Ordem: Characiformes 

                                  Subordem: Characoidei 

                                       Família: Prochilodontidae 

                                            Gênero: Prochilodus 

                                                 Espécie: Prochilodus lineatus 
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Por também ser uma espécie detritívora, encontra-se em contato direto com 

poluentes tanto na água como no sedimento. Alguns trabalhos mostraram que essa 

espécie é muito sensível a diferentes contaminantes e por essa razão é considerada 

potencialmente adequada para monitoramento ambiental (Mazon e Fernandes, 1999; 

Da Silva et al., 2004; Martinez et al., 2004; Almeida et al., 2005; Camargo e Martinez, 

2007). 
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2 OBJETIVOS 

 

 

2.1  Objetivo geral 

 

Tendo em vista que o herbicida atrazina é um dos mais utilizados na agricultura 

e as brânquias dos peixes estão em contato íntimo com os contaminantes 

dissolvidos na água, o presente trabalho teve como objetivo avaliar o potencial 

toxicológico da atrazina em concentrações subletais sobre as brânquias de 

curimbatá, Prochilodus lineatus utilizando biomarcadores bioquímicos, fisiológicos e 

morfológicos durante exposição aguda e subcrônica. 

 

 

2.2  Objetivos específicos 

 

• Avaliar as respostas dos sistemas de defesas antioxidantes em brânquias de 

P. lineatus expostos à atrazina durante 48 h ou 14 d e determinar os efeitos 

da atrazina sobre a produção de hidroperóxidos de lipídeos. 

• Avaliar os efeitos na osmorregulação e no equilíbrio iônico de P. lineatus 

expostos a atrazina durante 48 h ou 14 d. 

• Avaliar, através de análises histopatológicas, o efeito da atrazina nas 

brânquias de P. lineatus em exposição por 48 h ou 14 dias.  

• Avaliar o potencial toxicológico da atrazina sobre a densidade das células-

cloreto e células mucosas branquiais de P. lineatus expostos à atrazina por 

48 h ou 14 d. 



     Material e Métodos   26 
__________________________________________________________ 

 

3 MATERIAL E MÉTODOS 

 

 

 

3.1  Animais 

 

 

Exemplares de curimbatá, Prochilodus lineatus (n=80), juvenis [Massa corpórea 

(Mc) = 29,3 ± 2,8 g e comprimento total (Ct) =13,7 ± 0,6 cm] foram provenientes da 

Estação de Aquicultura da Usina Hidroelétrica de Furnas, São José da Barra, MG, 

Brasil. Os animais foram transportados para o Laboratório de Zoofisiologia e 

Bioquímica Comparativa (LZBC) de Departamento de Ciências Fisiológicas da 

Universidade Federal de São Carlos.  

Os peixes foram aclimatados, em torno de 30 dias, em tanques de 1000 L, com 

aeração e fluxo contínuo de água sem cloro. A água foi mantida a 24 ± 2°C e o 

fotoperíodo natural (~12:12 horas). Eles foram alimentados diariamente ad libitum 

com ração comercial (40% de proteína). Os parâmetros da qualidade da água foram 

monitorados e mantiveram-se em: oxigênio dissolvido (7.0-7.5 mg.L-1), pH (7,1-7,4), 

condutividade (125-130 µS.cm-1), alcalinidade (35-43 mg.L-1 CaCO3) e dureza total 

(39-50 mg.L-1 CaCO3). 

 

 

 

3.2 Delineamento Experimental 

 

 

Os peixes foram divididos aleatóriamente em oito grupos e após aclimatação por 

24 horas. Cada grupo de peixes (n = 10) foi colocado em aquário (200 L) e mantido por 

48 horas ou 14 dias em sistema semi-estático com renovação a cada 48 horas. Para 

cada tempo de exposição, um grupo controle (C) foi mantido em água do laboratório e 

os demais foram expostos à atrazina (Sigma, CAS n°: 1912-24-9) nas seguintes 

concentrações: 2 µg.L-1 (máxima permitida na água pela resolução CONAMA 
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357/2005), 10 µg.L-1 (aproximadamente a concentração intermediária da aplicada na 

agricultura) e 25 µg.L-1, que é indicada para o uso da agricultura (Ventura et al., 2008).  

As concentrações de atrazina foram obtidas de uma solução estoque preparada 

em metanol a 10 mg.mL-1.  Os parâmetros da água, temperatura e o fotoperíodo foram 

medidos como descritos na aclimatação. Os procedimentos foram aprovados pelo 

Comitê de Ética Animal (Protocolo nº 004/2009) e Ambiental local (Protocolo 

nº013/2009). 

 

 

 

3.3 Coleta de Amostras  

 

 

No final do período de 48 horas ou 14 dias, amostras de sangue (0,5 a 1 mL) 

foram obtidas via punção caudal, com o auxílio de seringas heparinizadas e em 

seguida, os peixes foram medidos, pesados e imediatamente sacrificados por 

secção medular. Posteriormente, as brânquias foram cuidadosamente removidas e 

lavadas em solução de salina fisiológica (NaCl 0,9%), os arcos branquiais foram 

separados e amostras foram fixadas, por 24 h, em solução de glutaraldeído (GTA) 

2,5% em tampão fosfato de sódio 0,1 M (pH 7,3) para análises histopatológicas e de 

microscopia eletrônica de varredura, e em solução de Bouin (ácido pícrico; 

formaldeído e ácido acético glacial) para análises histoquímica de células mucosas e 

imunohistoquímica de células-cloreto. Outra parte das amostras foi congelada a -80 

°C, em tampão SEI (Sacarose 0,3M-EDTA 0,0001M-Imidazol 0,03M, pH 7,4), para 

determinação da atividade da enzima Na+/K+-ATPase (NKA) e congeladas a -80°C 

para determinação da atividade das enzimas antioxidantes. 
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3.4 Análises Plasmáticas  

 

 

 

3.4.1 Separação do Plasma 

 

 

As amostras de sangue foram centrifugadas a uma velocidade de 11,235 xg a 

4°C por 5 minutos. O plasma foi removido e congelado a -80 °C para análise da 

osmolaridade e concentração iônica plasmática. 

 

 

 

3.4.2 Determinação da Osmolalidade Plasmática Total 

 

 

Para determinação da osmolalidade plasmática total foi utilizado 50 µL do 

plasma. A análise foi realizada em um semi-microsmômetro (µOSMETTE 

PRECISION SYSTEM), que tem como base o ponto de congelamento. A 

osmolaridade foi expressa em mOsmol.Kg-1. 

 

 

 

3.4.3 Determinação da Concentração dos Íons Plasmáticos 

 

 

As concentrações dos íons Na+ e K+ foram determinadas utilizando um 

fotômetro de chama (DIGMED DM-61). Para isso foi utilizado 30 µl do plasma 

diluídos em 3 mL de água destilada (1:100). A concentração de íons Cl- foi 

determinada utilizando um kit comercial (LABTEST) com absorbância de λ = 490 nm, 

em uma leitora de microplaca (Dynex Technologies Ltd., MRXTC, UK.).  

As concentrações de íons plasmáticos foram expressas em mEq.L-1.  
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3.5 Análises Bioquímicas 

 

 

 

3.5.1 Preparação do Homogeinizado 

 

 

Depois de descongelados, os filamentos branquiais foram separados e 

homogeneizados (1:3 m/v) por maceração em tampão fosfato de sódio 0,1M (pH 

7,4) e centrifugados a 11000 xg por 5 minutos a 4°C para determinação da atividade 

das enzimas do estresse oxidativo. 

Para a atividade da enzima NKA, os filamentos branquiais foram separados e 

homogeneizados (1:2 m/v) por maceração em tampão SEI + β-mercaptoetanol e 

centrifugados a 11000 xg por 5 minutos a 4°C. 

 

 

 

3.5.2 Determinação da Proteína Total 

 

 

O teor da proteína total da brânquia foi determinado segundo o método de 

Bradford utilizando Coomassie brilliant blue G-250 (Bradford, 1976), adaptado para 

leitura em microplaca (Dynex Technologies Ltd., MRXTC, UK), conforme descrito por 

Kruger (1994) e albumina bovina como padrão. A absorbância das amostras foi 

medida em λ = 595 nm. Os valores de proteína foram utilizados para expressar a 

atividade das enzimas antioxidantes e atividade da enzima Na+/K+-ATPase.  
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3.5.3 Determinação das enzimas antioxidantes 

 

 

 

3.5.3.1 Determinação da atividade da superóxido dismutase (SOD) 

 

 

A atividade da SOD foi determinada pela medida da inibição da taxa de 

redução do citocromo C pelo radical superóxido, segundo a metodologia de McCord 

e Fridovich (1969). Como referência, 1 mL de uma mistura reativa (tampão fosfato 

de sódio 50 mM pH 7,8; EDTA 0,1 mM; xantina 1mM; NaOH 0,001 M) mais 40 µl de 

xantina oxidase foi utilizada para absorbância padrão de 0,025 abs.min-1. Para as 

amostras, adicionou-se 10 µl da amostra e as leituras foram feitas em λ = 550 nm. 

Uma unidade de SOD representa a quantidade de enzima necessária para produzir 

50% de inibição da taxa de redução do citocromo C, uma vez que a SOD dismuta o 

radical superóxido em H20 e H2O2.  A atividade da enzima foi expressa em U 

SOD.min-1.mg proteína-1.  

 

 

 

3.5.3.2 Determinação da atividade da catalase (CAT) 

 

 

A atividade da CAT foi mensurada pela avaliação contínua do decréscimo da 

concentração de peróxido de hidrogênio em λ = 240 nm, segundo a metodologia de 

Beutler (1975). A redução foi medida durante um minuto em cubeta contendo 1 mL 

de solução recém preparada de H2O2 em água destilada (30%), tampão da catalase 

(tris 1M; EDTA 5mM) e 10 µl da amostra. A reação foi iniciada na adição do peróxido 

de hidrogênio. A atividade da enzima foi expressa em µmol H2O2 metabolizado. min-

1.mg proteína-1. 

 

 

 



     Material e Métodos   31 
__________________________________________________________ 

 

3.5.3.3 Determinação da atividade da glutationa peroxidase (GPx) 

 

 

A atividade da GPx selênio-dependente foi determinada pelo método de 

Hopkins e Tudhope (1973), baseado na oxidação do NADPH + H+ em presença do 

peróxido de hidrogênio em λ = 340 nm.  

Em uma cubeta de quartzo foi adicionado 1 mL de meio de reação (NADPH, 

azida sódica 5 mM, GSH, tampão fosfato de sódio 0,1 M pH 7,0) juntamente com 20 

µl de glutationa redutase (GR), 20 µl de H2O2 20 mM e 10 µl de amostra. A GPx 

presente na amostra degrada o H2O2 na presença de GSH. A atividade da enzima 

foi expressa em µmol NADPH oxidado. min-1.mg proteína-1. 

 

 

 

3.5.3.4 Determinação da atividade da glutationa S-transferase (GST) 

 

 

A atividade da GST foi medida de acordo com Keen et al (1976), utilizando-se 

1-cloro-2-4-dinitrobenzeno (CDNB) como substrato. A mistura reativa continha 100 

mM de CDNB em etanol 100%, 100 mM de GSH, tampão fosfato de potássio 100 

mM (pH7,0) e extratos enzimáticos. Utilizou-se 990 µL da mistura e 10 µL de 

amostra. A formação do aduto glutationa-2-4-dinitrobenzeno foi monitorada pelo 

aumento da absorbância a 340 nm contra um branco (sem amostra). O coeficiente 

de extinção molar de 9,6 mM-1.cm-1 foi utilizado para o cálculo da atividade da 

enzima.  

A atividade da GST foi expressa como a quantidade da enzima que catalisa a 

formação de 1 nmol de produto por minuto por miligrama de proteína. 
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3.5.3.5 Determinação do conteúdo de glutationa reduzida (GSH) 

 

 

A concetração de tióis não protéicos, incluindo a GSH foi determinada de 

acordo com o método de Beutler e colaboradores (1963), utilizando o reativo de 

Elmann (ácido 5,5’-ditio di-2-nitrobenzoico – DTNB), adaptada por Wilhelm-Filho 

(1996) e Wilhelm-Filho et al. (2005).  

As amostras foram tratadas com ácido tricloroacético (TCA) 12% (1:1) e após 

centrifugação (5,62 xg , 4°C, 15 minutos) para precipitar as proteínas, o 

sobrenadante foi utilizado para analisar o conteúdo de GSH.  Aos sobrenadantes foi 

adicionado um tampão fosfato de potássio 0,1 M (pH8,0), contendo 0,25 mM de 

DTNB (1:1). A formação do ânion tiolato resultante da reação da GSH com o reativo 

de Elmann, foi determinada em espectrofotômetro a λ = 412 nm.  

O conteúdo de GSH foi expresso em µg GSH.mg proteína-1, a partir de uma 

curva padrão de GSH. 

 

 

 

3.5.3.6 Determinação dos níveis de peroxidação lipídica (LPO) 

 

 

A peroxidação lipídica foi quantificada pela oxidação do Fe+2 (sulfato ferroso 

amoniacal – FeSO4) a Fe+3 pelos hidroperóxidos em meio ácido na presença de um 

pigmento complexador de Fe (III), o alaranjado xilenol (Ferrous Oxidation-Xylenol 

Orange) como descrito por Jiang e colaboradores (1991). 

Cerca de 100 µl de amostra foram tratados com TCA 10% na proporção 1:1 e 

centrifugados a 5,62 xg a 4°C por 10 minutos. Após centrifugação, o sobrenadante 

foi encubado por 30 minutos à temperatura ambiente com 900 µl de mistura reativa 

(alaranjado xilenol 100 µM; FeSO4 250 µM; ácido sulfúrico 25 mM; butilato 

hidroxitolueno 4mM; diluídos em metanol 90%).  

O Fe+3 formado na presença dos hidroperóxidos reage com o alaranjado de 

xilenol formando um composto colorido, com um pico de absorção em 560 nm 

(comprimento de ondas que as leituras foram realizadas no espectrofotômetro). As 
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concentrações de LPO foram determinados em 560 nm e expressas em µM 

hidroperóxido de cumeno.mg de proteína-1 a partir de uma curva padrão para o 

hidroperóxido de cumeno (CHP). 

 

 

 

3.5.4 Determinação da atividade da enzima Na+/K+-ATPase branquial 

 

 

A atividade específica da enzima Na+/K+-ATPase foi determinada em frações 

de homogenados pelo método descrito por Quabius et al. (1997) e adaptado para 

microplaca por Nolan (2000). A técnica consiste em quantificar a concentração de 

fosfato inorgânico (Pi) liberado pelo funcionamento da bomba.  

Utilizou-se 7 µl do sobrenadante em cada poço da microplaca e adicionado 100 

µl de tampão imidazol 30mM (pH7,4), contendo 3mM de Na2ATP (vanadium free) 

Posteriormente, aos poços de cada amostra foram adicionados 100 µl de tampão de 

incubação (NaCl 100 mM; MgCl2 8 mM; imidazol 30 mM e EDTA 0,1 mM) contendo 

KCl (1mg.mL-1) ou oubaína (1mg.mL-1). O padrão usado foi o cálcio-fosfato que tem 

a quantidade de Pi conhecida (10/5 mg/dL). 

As microplacas foram incubadas por 60 minutos a 25 °C no escuro e a reação 

foi interrompida pela adição de 200 µl de uma mistura contendo TCA 8,6% e 

reagente de cor (0,66 mM H2SO4;  9,2 mM de molibdato de amônia; 0,33 mM de 

FeSO4). A leitura foi feita em λ = 595 nm em leitora de microplacas (Dynex 

Technologies Ltd., MRXTC, UK.) e a atividade da enzima expressa em 

µM.Pi.mg.proteína.h-1. 
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3.6  Procedimentos Histológicos 

 

 

3.6.1 Imunohistoquímica de Células-Cloreto (contra Na+/K+-ATPase) 

 

Após fixadas, as amostras foram desidratadas em bateria crescente de etanol 

(50-100%), diafanizadas em xilol (100%) e incluídas em parafina histológica. Cortes 

longitudinais (8 µm) foram realizados em micrótomo (Micron HM 360) para rotina de 

imunohistoquímica de células-cloreto. As secções foram desparafinizadas em xilol 

100% (2x) por 5 minutos e hidratadas em bateria decrescente de etanol (100-50%) 

por 3 minutos. 

Os cortes histológicos foram lavadas (2x) em tampão salino Tris base + triton 

0,5 mM pH 7,4 (TBS-T) diluído (1:10) por 10 minutos com agitação contínua. As 

laminas foram escorridas e as amostras foram pré-incubadas (em câmara úmida) 

com soro normal de cabra 20% - NGS (Normal Goat Serum – Gibco Invitrogen) por 

20 minutos, para bloquear sítios de ligação não específicos. A incubação com o 

primeiro anticorpo (α5) anti Na+/K+-ATPase (diluído 1:300) (adquirido da Universidade 

de Iowa USA) foi ‘overnight’ em câmara úmida a 20 °C.  

No dia seguinte, as secções foram lavadas novamente em TBS-T e incubados 

com o segundo anticorpo anti-rato com peroxidase conjugada - GAMPO (Goat anti-

mouse Peroxidase - Chemicon international, USA) diluído (1:100) por 1 hora. Após a 

incubação, foi realizada uma lavagem com tampão salino Tris base (TB) diluído 

(1:10). O complexo foi visualizado utilizando a coloração com 3,3’-diaminobenzidina 

+ Sulfato níquel amoniacal (DAB-Ni) e H2O2. A coloração foi interrompida em água 

destilada (2x) por 10 minutos. 

 As lâminas foram finalizadas usando Entellan e analisadas com o software 

Motic Image Plus 2.0 em microscópio de luz Olympus BX51 (Olympus, Denmark) 

com a contagem de células cloreto no filamento e lamelas (por mm² de epitélio) em 

25 campos aleatórios. 
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3.6.2 Determinação de Densidade e Área Fracional de Células-Cloreto 

 

 

Para as análises em microscopia eletrônica de varredura (MEV), as amostras 

foram fixadas em glutaraldeído 2,5% em tampão fosfato 0,1M (pH 7,3), lavadas no 

mesmo tampão e desidratadas em série crescente de etanol (50 a 100%). Em 

seguida, as amostras foram desidratadas em 1,1,1,3,3,3-hexadimetildisilazano 

(HMDS) a temperatura ambiente para secagem completa. 

 Após a secagem, as amostras foram coladas com cola adesiva de prata 

(Degusa) em suportes de alumínio apropriados para o microscópio eletrônico de 

varredura. Posteriormente, as amostras receberam uma camada de ouro (Degusa 

99%), em um Sputtering FCD 004 BAUSER a vácuo. As amostras foram então 

observadas em microscópio eletrônico de varredura (PHILIPS – TMP) em 2500 x, 

distância de trabalho de 10 µm e a 20 kV. As imagens armazenadas digitalmente 

para posterior análise morfológica da superfície epitelial das células pavimentosas 

branquiais e características das células de cloreto.  

Para determinação da densidade e área fracional das células-cloreto (AFCC), 

usou-se 5 campos aleatórios e não contínuos do filamento, de acordo com a 

metodologia de Bindon et al. (1994a e 1994 b) e Moron et al. (2003). Utilizando o 

software Motic Image plus 2.0, os perímetros de cada imagem e de cada CC 

(totalmente ou parcialmente visíveis) foram delineados e a área ocupada por cada 

célula e a área fracional das células de cloreto por mm2 de filamento foram 

calculadas de acordo com as equações: 

 

          AFCC = Σ área de todas as CC/área da fotografia 

 

             Densidade = AFCC / Média das áreas das CC 
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3.6.3 Histoquímica de Células Mucosas 

 

 

Após fixadas em solução de Bouin e lavadas em álcool 50% para remover o 

excesso de corante , as amostras foram desidratadas em bateria crescente de 

etanol (50-100%), diafanizadas em xilol (100%) e incluídas em parafina histológica. 

Cortes transversais (6 µm) foram realizados em micrótomo (Micron HM 360) para 

rotina de histoquímica de células mucosas. As secções foram desparafinizadas em 

xilol 100% (2x) por 5 minutos e hidratadas em bateria decrescente de etanol (100-

50%) por 3 minutos. 

Para determinar as mucinas presentes nas CMs, foi utilizada a reação do ácido 

periódico de Schiff (PAS) + Azul de Alcian (AB) pH 2,5 ou pH 1,0. As lâminas foram 

submetidas a reação com AB por 30 minutos e em seguida com PAS por 15 

minutos, em ambos pH. Para interromper a reação histoquímica utilizou-se água 

sulforosa (metabissulfito de sódio 5%; HCl) por 10 segundos e lavagem em água 

destilada.  

Mucosubstâncias contendo hexoses e ácidos siálicos (McManaus, 1948) são 

PAS positivas (PAS+) e foram denominadas como CM tipo 1. As mucinas AB 

positivas (AB+) contém substâncias sulfatadas e ácidas (pH 2,5) ou sulfatadas (em 

pH 1,0) (Lev e Spicer, 1964; Mowry, 1956; Pearse, 1985) e foram denominadas 

como CM tipo 2 e  CM tipo 3, respectivamente. As CM contendo todas as mucinas 

conjugadas são AB e PAS positivas (AB-PAS +) independente do pH e foram 

denominadas CM tipo 4. 

A quantificação de células mucosas e identificação das glicoproteínas foram 

baseadas na coloração das reações histoquímica contra o background. As lâminas 

foram finalizadas com Entellan e analisadas com o software Motic Image Plus 2.0 

em microscópio de luz Olympus BX51 (Olympus, Denmark) com a contagem de 

células mucosas no filamento em 10 campos aleatórios. 
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3.6.4 Análises Histopatológicas 

 

 

Após a fixação em glutaraldeído 2,5% em tampão fosfato 0,1M (pH 7,3), as 

amostras foram desidratadas em bateria crescente de etanol (70-95%) por 1 hora 

cada e, em seguida, embebidas em etanol 95% e historesina pura (Leica, Alemanha) 

durante 4 horas. Posteriormente, as amostras ficaram ‘overnight’ em historesina pura 

para posterior inclusão. 

Após inclusão, cortes histológicos foram confeccionados longitudinalmente a 3 

µm em micrótomo (Micron HM 360), coradas com Azul de Toluidina  e utilizadas 

para análises histopatológica de brânquias. As lâminas foram finalizadas utilizando 

Entellan. 

A ocorrência de alterações histopatológicas nas brânquias foi avaliada semi-

quantitativamente de duas formas: 

 

 

A) Cálculo do valor médio de alteração (VMA): 

 

 

O VMA está associado à incidência e distribuição de lesões, de acordo 

com Schwaiger et al. (1997). Para isso, atribuiu-se um valor numérico, de 

acordo com a distribuição das alterações para cada animal conforme a escala: 

grau 1: ausência de alteração histopatológica, 

grau 2: ocorrência de lesões pontualmente localizadas 

grau 3: lesões amplamente distribuídas pelo órgão 

 

 

B) Calculo do Índice de Alteração Histológica (IAH): 

 

 

O IAH foi calculado de acordo com a freqüência e severidade de cada 

alteração histológica (lesão). As lesões foram classificadas em estágios 

progressivos quanto ao comprometimento da função tecidual (Tabela 2), 
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segundo Poleksic e Mitrovic-Tutundzic (1994) e modificada por Silva (2004). 

Esses dados foram utilizados para os cálculos de IAH através da seguinte 

fórmula:  

 

IAH = 100.∑I + 101. ∑II + 102. ∑III 

 

Onde ∑I, ∑II e ∑III corresponde ao número total de alterações em cada 

estágio, e 100, 101 e 102 são fatores para o cálculo do IAH, segundo a 

severidade da lesão.  

 

 

 

Tabela 2. Classificação das alterações histopatológicas quanto aos estágios de 
comprometimento da função branquial. 

 Estágios  

I II III 
 

Hipertrofia do epitélio lamelar 
 

Fusão total das lamelas 
 

Necrose 
Hiperplasia do epitélio lamelar Aneurisma lamelar  

Congestão vascular Ruptura epitelial  
Dilatação do canal marginal   

Descolamento epitelial   
Constrição do sistema de células 

pilares 
  

Proliferação de células-cloreto   
Proliferação de células mucosas   

Fusão parcial das lamelas   
Edema   

 

 

Os valores de IAH entre 0 e 10 indicam um funcionamento normal do órgão; de 

11 a 20 indicam danos leves a moderados no órgão; entre 21 e 50 indicam danos 

moderados a severos e os valores acima de 100 danos irreparáveis no tecido.  

As lâminas foram analisadas com o software Motic Image Plus 2.0 em 

microscópio de luz Olympus BX51 (Olympus, Denmark). 
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3.7 Análises Estatísticas 

 

 

Os resultados estão apresentados como média ± erro-padrão da média. Após 

submetidos ao teste de normalidade (D’Agostino & Pearson), as diferenças entre os 

animais expostos em relação aos animais controle foram detectadas por análise de 

variância (ANOVA) one-way, seguida pelo pós-teste de Bonferroni, utilizando 

software GraphPad Prism 5.0. Diferenças estatisticamente significante foram 

consideradas quando P < 0,05 em relação ao grupo controle. 
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4  RESULTADOS 

 

 

 

4.1  Atividade das Enzimas Antioxidantes e Peroxidação Lipídica 

 

 

Em relação ao controle, os animais expostos por 48 horas não apresentaram 

diferenças significativas nos parâmetros enzimáticos de defesa antioxidantes da 

superóxido dismutase, catalase e glutationa peroxidase, entretanto em 14 dias a 

atividade da SOD e CAT aumentaram 42% e 66%, respectivamente, no grupo 

exposto a 10 µg.L-1 (Figura 11). 

Nas brânquias dos animais expostos a 10 µg.L-1 a atividade da glutationa s-

transferase aumentou 135% em relação ao controle quando os animais foram 

expostos por 14 dias (Figura 12 C). O conteúdo do dissulfeto de glutationa não 

apresentou diferença significativa em nenhum período de exposição (Figura 12). 

A concentração da LPO no grupo exposto a 10 µg.L-1 aumentou 

significativamente (81%) em relação ao grupo controle dos animais expostos por 14 

dias, em 48 horas não houve diferença significativa (Figura 13). 
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Figura 11. Atividade da superóxido dismutase (SOD) (A); catalase (CAT) (B); glutationa 
peroxidase (GPx), em 48 horas de exposição e da superóxido dismutase (D); catalase (E); 
glutationa peroxidase (F), em 14 dias de exposição, nas brânquias de Prochilodus lineatus 
do grupo controle (c) e grupos expostos a 2, 10 e 25 µg.L-1 de atrazina. * Indica diferença 
estatística (P>0,05) em relação ao controle. 
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Figura 12. Atividade da glutationa s-transferase (GST) (A) e concentração do dissulfeto de 
glutationa (GSH) (B) expostos por 48 horas e a atividade glutationa s-transferase (C) e 
concentração do dissulfeto de glutationa (D) expostos por 14 dias, nas brânquias de 
Prochilodus lineatus do grupo controle (c) e grupos expostos a grupos expostos a 2, 10 e 25 
µg.L-1 de atrazina. * Indica diferença estatística (P>0,05) em relação ao controle. 
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Figura 13. Concentração de hidroperóxido de cumeno (CHP) na peroxidação lipídica (LPO) 
em brânquias de P. lineatus expostos a um grupo controle (c) e expostos 2, 10 e 25 µg.L-1 
de atrazina por 48 horas (A) ou 14 dias (B). * Indica diferença estatística (P>0,05) em 
relação ao controle. 

 

 

 

4.2  Histopatologia de brânquias 

 

 

A estrutura normal do epitélio lamelar está representada pela figura 14 A, onde 

se nota uma fina camada de revestimento formada pelas células pavimentosas 

(CPVs). As principais patologias encontradas em brânquias de P. lineatus estão 

apresentadas na figura 14 de B a F. Em 48 horas, as patologias mais frequentes 

foram hipertrofia do epitélio lamelar, hiperplasia do epitélio lamelar, congestão 

vascular e constrição do sistema de células pilares, enquanto que em 14 dias, as 

mais freqüentes foram hipertrofia do epitélio lamelar, congestão vascular e ruptura 

epitelial. 

A freqüência e o tipo de alteração nas brânquias dos animais expostos à 

atrazina por 48 horas ou 14 dias estão representados pela tabela 3 e 4 

respectivamente. As alterações histopatológicas mais freqüentes em ambos os 

períodos de exposição são classificadas como estágio I. 
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Figura 14. Histopatologia em brânquias de P. lineatus expostos a diferentes concentrações 
de atrazina. (A) Estrutura branquial normal indicando suas respectivas estruturas; (B) seta 
vermelha indica hipertrofia do epitélio lamelar e setas pretas, ruptura epitelial; (C) 
Hiperplasia e fusão de varias lamelas; (D) Constrição do sistema de células pilares; (E) * 
indica os aneurismas lamelar e (F) Setas indicam dilatação do canal marginal e # indica 
congestão vascular. Abreviações: CMar = canal marginal; CPV = células pavimentosas; E = 
eritrócito; CPi = células pilares; CC = células-cloreto; L= lamela e F= filamento. Barra de 
escala = 20 µm. Coloração = Azul de Toluidina. 
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Tabela 3. Freqüência de alterações histopatológicas encontradas nas brânquias de 
P. lineatus expostos a diferentes concentrações de atrazina por 48 horas.  

 
Alteração 

  Atrazina (µg.L-1) 
Estágio Controle 2 10 25 

Hipertrofia do epitélio lamelar I ++ +++ +++ +++ 

Hiperplasia do epitélio lamelar I 0 0+ + 0+ 

Congestão vascular I + +++ ++ 0+ 

Constrição do sistema de células 

pilares 

I + 0+ + + 

Proliferação de células mucosas I 0 0 0+ 0 

Fusão parcial das lamelas I 0 0 0+ 0+ 

Aneurisma lamelar II 0+ + 0 0 

Ruptura epitelial II 0+ 0+ ++ ++ 

0 = ausente; 0+ = raramente presente; + = pouco freqüente; ++ = freqüente; +++ = 
muito freqüente  

 

 

 

Tabela 4. Freqüência de alterações histopatológicas encontradas nas brânquias de 
P. lineatus expostos a diferentes concentrações de atrazina por 14 dias. 

   Atrazina (µg.L-1) 
Alteração Estágio Controle 2 10 25 

Hipertrofia do epitélio lamelar I ++ +++ +++ +++ 

Hiperplasia do epitélio lamelar I 0 + 0+ 0+ 

Congestão vascular I 0 ++ 0+ +++ 

Dilatação do canal marginal I 0 0 0+ 0 

Constrição do sistema de células 

pilares 

I 0 0 0 ++ 

Fusão parcial das lamelas I 0 0 0 0+ 

Aneurisma lamelar II 0 0+ 0+ + 

Ruptura epitelial II + ++ ++ + 

0 = ausente; 0+ = raramente presente; + = pouco freqüente; ++ = freqüente; +++ = 
muito freqüente 
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As análises histopatológicas em brânquias de animais expostos a 2, 10 e 25 

µg.L-1 de atrazina por 48 horas apresentaram uma freqüência maior de lesões em 

relação ao controle. Entretanto, o cálculo do índice de alteração histopatológica 

(IAH) resultou em um valor próximo a 10 e os grupos expostos não apresentaram 

diferença significativa em relação aos grupos controle. O valor médio de alteração foi 

próximo de 2. Esses resultados indicam que as lesões estavam pontualmente 

localizadas e, dessa forma, o órgão tem funcionamento normal (Figura 15).  

Em 14 dias, os grupos expostos apresentaram uma maior freqüência de lesões  

que os animais controle. O IAH do grupo exposto a 25 µg.L-1 de atrazina foi 

significativamente diferente  do controle, indicando danos leves a moderados no 

epitélio branquial desses animais. O VMA do grupo exposto a 2 e 25 µg.L-1 foi igual a  

grau 2, indicando que nesses grupos as lesões estavam pontualmente localizadas 

(Figura 16) 
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Figura 15. (A) Índice de alteração histopatológica (IAH) em brânquias de Prochilodus 
lineatus expostos a diferentes concentrações de atrazina por 48 horas. (B) Valor médio de 
alteração. 
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Figura 16. (A) Índice de alteração histopatológica (IAH) em brânquias de Prochilodus 
lineatus expostos a diferentes concentrações de atrazina por 14 dias. (B) Valor médio de 
alteração. * indica diferença estatística (P < 0,05) em relação ao controle. 
 
 
 
 
 
4.3.  Células Pavimentosas e Células-Cloreto 
 
 
 

A superfície branquial é constituída, principalmente, pelas células 

pavimentosas (CPV) que, próximo à base das lamelas apresentam sempre o mesmo 

padrão: superfície convexa e presença de microdobras na sua região apical, tanto 

no grupo controle de 48 horas (Figura 17 A) quanto no grupo controle de 14 dias 
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(Figura 17 C). Apesar das mesmas características, as CPV nos grupos expostos a 

10 µg.L-1 de atrazina por 48 h ou 14 dias (Figura 17 B e 17 D, respectivamente) 

apresentaram delimitações mais definidas com a presença de microdobras mais 

longas em relação aos respectivos controles. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 
 
 
 

Figura 17. Eletromicrografias de varredura da superfície do epitélio do filamento branquial 
de Prochilodus lineatus. (A) grupo controle e (B) grupo exposto a 10 µg.L-1 de atrazina por 
48 horas. (C) Controle e (D) 10 µg.L-1 expostos por 14 dias. Setas pretas mostram a 
diferença entre os padrões das microdobras das células pavimentosas (CPV) entre o grupo 
exposto e o grupo controle. Escala = 10 µm. 
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As células-cloreto (CC) diferem das CPVs por apresentarem a membrana 

apical côncava, com projeções no epitélio apical, conferindo a elas um aspecto de 

esponja. Em todos os grupos (controle e expostos), essa região apresentou um 

mesmo padrão, independente do período de exposição à atrazina (Figura 18). 

 

 

 

Figura 18. Eletromicrografias de varredura da superfície do epitélio do filamento branquial 
de Prochilodus lineatus. (A) grupo controle - 48 horas e (B) grupo exposto a 25 µg.L-1 de 
atrazina por 48 horas. (C) grupo exposto a 10 µg.L-1 expostos por 14 dias e (D) grupo 
exposto a 25 µg.L-1 por 14 dias. Setas pretas indicam a superfície apical das células-cloreto. 
Escalas = 10 µm. 
 
 
 

As CCs estão principalmente distribuídas pelo epitélio do filamento branquial, 

embora essas células possam ser encontradas no epitélio lamelar. Nos grupos 

controle (48 h e 14 dias), as CCs estavam presentes no filamento e nas lamelas 
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A B

C D

(Figura 19 A e 19 C, respectivamente). O número de CC diminuiu significativamente 

apenas no filamento do grupo de peixes expostos à 25 µg.L-1 de atrazina durante 48 

horas (Figura 19 B e 20 A). No grupo de animais expostos por 14 dias, a diminuição 

no número de CCs do filamento e lamela não foi estatisticamente significante (Figura 

20 B).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 19. Imunohistoquímica contra Na+/K+-ATPase das células-cloreto branquiais de P. 
lineatus. (A) Grupo controle 48 horas e (B) Após exposição à concentração de 25µg. L-1 em 
48 horas. (C) Grupo controle 14 dias (D) 25µg. L-1 de atrazina por 14 dias. Barra de escala = 
40 µm. 
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Figura 20. Valores médios (média ± erro) de células-cloreto imunomarcadas no filamento e 
lamela de P. lineatus exposto á atrazina. (A) Número de CC/mm² no filamento e lamelas de 
peixes expostos por 48 horas. (B) Número de CC no filamento e na lamela do grupo exposto 
durante 14 dias. * indica diferença significativa (P < 0,05) em relação ao grupo controle. 
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A atividade da enzima Na+/K+-ATPase, nas brânquias de P. lineatus, não foi 

alterada significativamente em nenhuma das concentrações de atrazina em relação 

aos respectivos controles (Figura 21), independente do tempo de exposição.  

 
 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

 

 

 

 

Figura 21. Atividade específica da enzima Na+/K+-ATPase de P. lineatus expostos á atrazina 
durante 48 horas (A) e 14 dias (B). Valores médios (média ± erro). 
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No período de 48 h ou 14 d, o número de CC expostas (densidade das CCs) na 

superfície do epitélio do filamento aumentou significativamente no grupo exposto à 

concentração de 25 µg.L-1 de atrazina (Figura 22 A e B, respectivamente), 

entretanto, no mesmo período, a AFCC foi significativamente mais alta nos animais 

expostos à 10 µg.L-1 de atrazina (P < 0,05) (Figura 22 C e D, respectivamente). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 22. Morfometria da superfície das células-cloreto (CC) de P. lineatus. (A) Densidade 
de CC em animais expostos a 48 horas e (B) Densidade de CC em animais expostos por 14 
dias. (C) Área fracional de células-cloreto (AFCC) do grupo exposto por 48 horas e (D) 
AFCC da exposição por 14 dias. * Indica diferença estatística com P < 0,05 e ** indica 
diferença estatística com P < 0,01 em relação ao controle. 
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4.4  Células Mucosas 
 

 

Nos filamentos branquiais de P. lineatus foram identificadas 4 tipos de células 

mucosas contendo glicoproteínas com diferentes propriedades: células mucosas tipo 

1 (PAS positiva), contendo mucosubstâncias neutras e ácidos siálicos; tipo 2 (AB pH 

2,5 positiva), contendo mucinas sulfatadas com grupo carboxil; células mucosas tipo 

3 (AB pH 1,0 positiva), contendo mucinas sulfatadas ácidas com um éster sulfatado 

e CM tipo 4 (PAS + AB positiva), contendo todas as mucosubstâncias acima (Figura 

23). 

A exposição da atrazina não causou alteração na freqüência de CM tipo 1 

(Figura 24). As CM tipo 2 aumentaram em animais exposto por 48 h à 10 µg.L-1 de 

atrazina e não causou alteração quando expostos por 14 dias. Em relação ao 

controle, as CM tipo 3 diminuíram quando os peixes foram expostos em 2 e 10 µg.L-1 

em 48 h, porém, quando os animais foram expostos por 14 dias, foi observado uma 

diminuição das mesmas nas concentrações de 10 e 25 µg.L-1 (Figura 25). As CM tipo 

4 aumentaram apenas nos animais expostos por 48 horas na concentração de  25 

µg.L-1 de atrazina (Figura 26). 
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Figura 23.  Histoquímica de células mucosas (CM) nas brânquias de Prochilodus lineatus. 
(A) Corte transversal do filamento branquial mostrando a localização das células mucosas. 
(B) CM tipo 1 (seta azul); CM tipo 2 (seta verde) e CM tipo 4 (seta vermelha); (C) CM tipo 3 
(seta preta).  Abreviações: C= cartilagem; F= filamento; L= lamela; Af= artéria aferente; Ef= 
artéria eferente. Barra de escala = 20 µm. 
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Figura 24.  Células mucosas (CM) tipo 1 no filamento de P. lineatus controle e expostos à 
atrazina. (A) Grupo exposto por 48 horas e (B) Grupo exposto por 14 dias.  
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Figura 25. Células mucosas tipo 2 e tipo 3 no filamento de P. lineatus expostos à atrazina. 
(A) Grupo exposto por 48 horas e (B) Grupo exposto por 14 dias. * indica diferença 
estatística com intervalo de confiança de 95% em relação ao controle; ** p>0,01.  
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Figura 26. Células mucosas tipo 4 no filamento de P. lineatus expostos à atrazina. (A) 
Grupo exposto por 48 horas e (B) Grupo exposto por 14 dias. * indica diferença estatística 
com intervalo de confiança de 95% em relação ao controle.  
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4.5  Análises Plasmática 

 

 

Após exposição aguda (48 h) à atrazina, apenas o grupo de peixes expostos à 

25 µg.L-1 apresentou uma diminuição na osmolalidade plasmática em relação ao 

grupo controle no mesmo período, enquanto que após exposição crônica (14 dias), 

um aumento significativo (P < 0,01) na osmolalidade foi observado em animais 

expostos à 10 µg.L-1 de atrazina, em relação ao grupo controle.  

As concentrações do Na+ e Cl- aumentaram significativamente (P < 0,05 e P < 

0,01, respectivamente) em animais expostos a 25 µg.L-1 de atrazina após 14 dias em 

relação ao respectivo grupo controle. O íon potássio não apresentou alteração 

durante a exposição à atrazina, independente do período de exposição e das 

concentrações testadas (Tabela 5). 

 

 

 

Tabela 5. Concentração dos íons e osmolaridade plasmática em P. lineatus 
expostos a diferentes concentrações de atrazina.  
Exposição Atrazina Osmolalidade total 

(mOsmol.Kg-1) 
Íons (mEq.L-1) 

Na+ K+ Cl- 

 
48 horas 

Controle 259,0 ± 5,6 139,3 ± 4,9 3,83 ± 0,13 94,8 ± 6,8 
2 µg.L-1 267,0 ± 8,2 146,0 ± 4,6 3,27 ± 0,13 89,3 ± 4,1 

10 µg.L-1 254,8 ± 4,7 139,8 ± 3,1 3,11 ± 0,07 99,3 ± 7,4 
25 µg.L-1 238,2 ± 3,8* 137,8 ± 9,4 3,98 ± 0,24 90,8 ± 8,5 

 

14 dias 
Controle 244,8 ± 2,1 129,2 ± 3,1 3,55 ± 0,24 84,6 ± 4,9 
2 µg.L-1 248,2 ± 3,3 137,1 ± 2,2 3,68 ± 0,14 95,8 ± 6,6 

10 µg.L-1 257,7 ± 2,4** 140,4 ± 5,1 3,67 ± 0,17 99,9 ± 4,6 
25 µg.L-1 241,3 ± 3,1 154,2 ± 9,4* 3,56 ± 0,27 109,1 ± ,4** 

 Valores expressos em média ± erro-padrão da média. (*) = diferença significativa (P 
< 0,05) e (**) = diferença significativa (P < 0,01) em relação ao controle. 
 



     Discussão   61 
__________________________________________________________ 

 

5  DISCUSSÃO 

 

 

O organismo tem dois principais mecanismos de eliminação de agentes 

químicos: excreção, podendo ser na sua forma original, ou biotransformação, 

levando à formação de compostos hidrofílicos, os quais são excretados mais 

facilmente que o composto original (Vermeulen, 1996; Van der Oost et al., 2003). 

Apesar do principal órgão de biotransformação de xenobióticos ser o fígado 

(Jimenez e Stegeman, 1990; Van der Oost et al., 2003), alguns autores destacam a 

importância de outros órgãos detoxificantes como os rins, intestino e brânquias 

(Jönsson et al., 2002). 

Em áreas poluídas, a exposição de peixes aos xenobióticos pode resultar em 

alterações na atividade das enzimas antioxidantes (Gül et al., 2004), causadas pelo 

excesso de espécies reativas de oxigênio. A expressão dessas enzimas é um 

mecanismo de adaptação importante ao estresse induzido por poluentes 

(Livingstone, 2001; Zhang et al., 2004). A atrazina e outros herbicidas, como o 

paraquat, são conhecidos por induzir estresse oxidativo nos tecidos de mamíferos e 

peixes (Elia et al., 2002). Como outros organismos, os peixes podem combater os 

níveis elevados de ERO, por ativação do sistema de defesa como a SOD, CAT e 

GPx. No presente estudo, a exposição aguda à atrazina não provocou um 

desequilíbrio entre a produção de espécies reativas de oxigênio e a atividade das 

enzimas antioxidantes nas brânquias de P. lineatus. Nas brânquias, a atrazina 

parece não ter ação deletéria muito acentuada.  Estudo prévio (Elia et al., 2002) já 

havia mostrado que Lepomis macrochirus expostos (96 h) a altas concentrações de 

atrazina (3000 a 9000 µg.L-1)  não apresentaram alteração na atividade da SOD em 

brânquias, assim como em outras enzimas envolvidas no mecanismo antioxidante. 

Dessa forma, algumas células são capazes de suportar, até certo ponto, alterações 

oxidativas sem que ocorra nenhum efeito deletério na função ou viabilidade celular 

(Jin et al., 2010). Na maioria das espécies, a ativação do sistema SOD-CAT, 

primeira linha de defesa antioxidante, indica uma rápida resposta dos mecanismos 

de defesa antioxidante e a exposição subcrônica à atrazina pode ativar o sistema 

SOD-CAT de forma dose não-dependente (John et al., 2001). Segundo Spanó 

(2004), a exposição de Carassius auratus a 100 e 1000 µg.L-1 de atrazina não tem 
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efeito dose-depentente no crescimento gonadal em machos e fêmeas expostos por 

21 dias. Esses resultados corroboram com os estudos de Jin et al. (2010), onde o 

aumento da SOD e CAT teve o máximo de indução na concentração de 10 µg.L-1 em 

ovário de Danio rerio expostos por 14 dias, mas não em 100 ou 100 µg.L-1. Além 

disso, a atrazina não parece ser tecido-específica em relação às concentrações 

testadas nos diferentes estudos. O fígado, por exemplo, pode responder de forma 

dose-dependente à atrazina (Jin et al., 2010).  

As enzimas glutationa S-transferase (GST) e a glutationa peroxidase (GPx) 

atuam em conjunto no processo oxidante, utilizando a glutationa reduzida (GSH) 

como co-fator (Monteiro et al., 2010). A GST atua na biotransformação dos 

xenobióticos. Em brânquias de P. lineatus expostos por 48 h, não houve alteração 

da atividade da GST (presente estudo), entretanto, no fígado, nas mesmas 

condições experimentais desse trabalho, a atividade da GST diminuiu 

significativamente, indicando uma inativação hepática dessa enzima (Santos, 2010).  

Por sua vez, a atividade da GST nas brânquias de P. lineatus aumentou de forma 

não-dependente das concentrações testadas (2, 10 e 25ug. L-1) após exposição 

crônica (14 dias) a 10 µg.L-1. A exposição a altas concentrações de atrazina (9000 

µg.L-1) durante 96 h induziu um aumento da atividade da GST no fígado de Lepomis 

macrochirus (Elia et al., 2002) e evidencia uma complexa resposta, de forma que a 

toxicidade da atrazina em concentrações dentro de uma faixa (por exemplo, 1 a 100 

µg.L-1) oscilam pelo envolvimento de outros mecanismos de defesa, que poderia 

envolver as enzimas de biotransformação de fase I, como a CYP1A (citocromo 

P450).  A exposição a concentrações de atrazina acima de 1000 µg.L-1 levou ao um 

aumento da atividade da GST em brânquias de Lepomis macrochirus e em ovos de 

Danio rerio, sugerindo que a biotransformação da atrazina ocorre em diversos 

tecidos, independentemente da concentração e tempo de exposição, como 

evidenciado pelos trabalhos de Wiegand et al. (2001) e Elia e colaboradores (2002).  

O conteúdo de GSH é importante para a eficiência dos mecanismos 

antioxidantes e de detoxificação. Além disso, a estrutura química da atrazina 

possibilita a conjugação direta com a GSH (Figura 27) e é uma possibilidade de 

detoxificação a partir de caminhos como a N-desalquilação e hidrolização 

(Shimabukuoro, 1970; Lamoureux e Rusness, 1989; Wiegand et al., 2001)  
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Figura 27. Conjugação da atrazina com a GSH, catalisada pela GST como uma via de 
detoxicação inicial do herbicida (Wiegand et al., 2001). 

 

 

 

Nas brânquias de P. lineatus, a inalteração da concentração de GSH pode ser 

devido a uma rápida transferência do herbicida absorvido para o sangue e fígado, 

principal órgão de detoxificação, onde pode ocorrer a biotranformação do herbicida. 

Corroborando com essa hipótese, há diminuição de GSH no fígado de P. lineatus 

expostos a 2 e 10 µg.L-1 de atrazina por 48 horas (Santos, 2010) e essa diminuição 

de GSH poder ter ocorrido em razão do aumento na utilização da GSH, que estaria 

sendo convertida à forma oxidada (GSSG) ou ineficiência da sua regeneração pela 

glutationa redutase (GR).  

Da mesma forma, a GPx, que está intimamente relacionada ao conteúdo de 

GSH, não foi alterada nas brânquias de P. lineatus em ambos os períodos de 

exposição. Resposta semelhante foi observada nas brânquias de L. 

macrochirus,mas não em fígado, no qual houve diminuição da GPx  (Elia et al. 

(2002), também no fígado de P. lineatus ocorreu uma diminuição da atividade da 

GPx (Santos, 2010).  Alguns estudos mostram que a atividade da GPx pode 

aumentar  (Almeida et al., 2002; Zhang et al., 2004) ou diminuir (Fátima et al, 2000; 

Oruc et al., 2004), a fim de neutralizar os impactos dos peróxidos. Considerando os 

dados do presente estudo e aqueles obtidos por Santos (2010) no fígado de P. 

lineatus, há evidencias de que o fígado pode ser o principal órgão para a 

biotrasnformação desse herbicida.  

Um dos danos oxidativos envolve a peroxidação de ácidos graxos insaturados, 

que se mostrou aumentada nas brânquias de P. lineatus expostos a 10 µg.L-1 por 14 



     Discussão   64 
__________________________________________________________ 

 

dias, sugerindo que nesse grupo as defesas antioxidantes (SOD, CAT e GST), 

apesar de estarem aumentadas, não foram eficientes em evitar que o dano 

ocorresse.  

As histopatologias branquiais são alterações morfológicas em conseqüência de 

alterações bioquímicas e fisiológicas nas células e tecidos branquiais causados por 

fatores ambientais, como patógenos e poluentes, que podem modificar a função 

normal do órgão (Couch e Fournie, 1993). A maioria das lesões branquiais que 

ocorrem em exposições subletais afeta o epitélio da lamela secundária, uma vez que 

esse tecido é extremamente sensível, dinâmico e metabolicamente ativo (Hinton 

et.al., 1992). Alguns poluentes têm efeito direto sobre o tecido branquial, porém a 

maioria das lesões aparece como resultado de mecanismos de defesa ou 

mecanismos compensatórios, que podem ser locais ou mediados pelo eixo 

hipotálamo-hipófise-células interrenais e pelo sistema nervoso autônomo 

(Wendelaar Bonga, 1997).  

No presente estudo, os grupos expostos a concentrações testadas de atrazina 

apresentaram hipertrofia e ruptura do epitélio lamelar. Hipertrofia do epitélio lamelar, 

assim como proliferação de células-cloreto ou mucosas, são exemplos de 

mecanismos de defesas contra o agente tóxico, impedindo que o agente entre no 

organismo. Entretanto, esses mecanismos aumentam a distancia água-sangue e 

pode dificultar a efetividade das trocas gasosas (Mallat, 1985; Poleksic e Mitrovic-

Tutundzic, 1994; Fernandes e Mazon, 2003). Hipertrofia e ruptura no epitélio 

branquial também foram observadas por Jayachandran e Pugazhendy (2009) em 

brânquias de Labeo rohita expostas a 180 µg.L-1 de atrazina por 120 h. As rupturas 

epiteliais são lesões que refletem o efeito direto de poluentes (Temmink et al., 1983), 

ocorrendo em condições de maior toxicidade (Abel et al., 1976). O aumento do fluxo 

sanguíneo das brânquias, em conseqüência do aumento da demanda metabólica 

para a detoxificação do xenobiótico, pode promover lesões nas células pilares (CP), 

que controlam o fluxo sanguíneo nas lamelas, influenciando na trocas gasosas e na 

permeabilidade do epitélio e, consequentemente, a osmorregulação (Randall, 1982; 

Wilson e Laurent, 2002). Ruptura ou dilatação do canal marginal e flange das células 

pilares promovem alterações secundárias do estágio I e II, como congestão 

sanguínea e aneurisma lamelar (Rosety-Rodriguez, 2002).  



     Discussão   65 
__________________________________________________________ 

 

Outro mecanismo de defesa é a hiperplasia celular nas lamelas e filamento. 

Essa proliferação tende diminuir os espaços interlamelares, reduzindo o contato do 

epitélio branquial com o agente estressor. Em condições mais severas, a hiperplasia 

pode levar à fusão parcial ou total da lamela, pontualmente ou de uma forma geral, 

reduzindo a superfície respiratória, devido ao desaparecimento das lamelas 

(Rajbanshi & Gupta, 1988). Embora pouco freqüentes, neste estudo, a fusão lamelar 

nas brânquias de P. lineatus ocorreu nos dois períodos de exposição, nas 

concentrações mais altas. Em relação à atrazina, tanto em 96 h como em 14 dias, 

Neskovic et al. (1993) encontraram fusão das lamelas nas brânquias de carpas em 

animais expostos a concentrações de atrazina entre 1500 a 6000 µg.L-1. 

Observações semelhantes foram descritas por Jayachandran e Pugazhendy (2009) 

em brânquias de Labeo rohita. De acordo com Neskovic et al. (1993), alterações nas 

brânquias de peixes expostos à atrazina são mais freqüentes do que em fígado e 

rins e parecem ser dose-dependentes.  As alterações estruturais encontradas no 

presente estudo não são específicas para um tipo de toxicante. Tais alterações são 

observadas em peixes expostos a diversos tipos de contaminantes (Fanta et al., 

2003; Martinez et al., 2004; Figueiredo-Fernandes et al., 2007; Simonato et al., 2008; 

Camargo et al., 2009) e parece ser um mecanismo protetor contra a entrada do 

contaminantes, mas que pode resultar em redução da superfície respiratória e um 

aumento da distância de difusão poluente-sangue (Black e McCarthy, 1990).  De 

uma forma geral, as alterações encontradas as brânquias de P. lineatus nas 

concentrações testadas são classificadas como moderadas e não inferem nas 

funções das brânquias.  

A superfície apical da membrana das células do epitélio branquial em contato 

direto com o meio pode ser alterada, devido às características do ambiente. A 

superfície apical das CC de P. lineatus é caracterizada por microvilosidade e 

algumas apresentam superfície apical de forma convexa e com aparência de 

‘esponja’. Após exposição à atrazina aumentou o numero de CC com essa 

microdobras foi mais evidente. Esse tipo é característico das CCs de outras 

espécies, como Ictalurus nebulosus e Oncorhynchus mykiss (Perry, 1997). Em 

tilápias, Oreochromis mossambicus, a membrana apical está localizada abaixo das 

células pavimentosas (CPVs), formando uma ‘cripta’, que é um formato 

característico presente em teleósteos marinhos (Perry, 1997). Existem diferentes 
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tipos de arquitetura apical das CC e todas elas são distintas das demais células 

presente no epitélio branquial, como as células pavimentosas e células mucosas 

(CM). 

As CPVs são normalmente grandes e com formato poligonal e podem 

apresentar em sua superfície microdobras ou microvilosidades e microdobras longas 

marcam os limites celulares (Laurent, 1984; Wilson e Laurent, 2002). A superfície da 

CPV pode ser alterada quando os animais estão expostos a algum tipo de agente 

estressor. Oreochromis mossambicus expostos ao cádmio mostra perda nas 

microdobras das CPVs (Wong e Wong, 2000). No presente estudo, as microdobras 

das CPVs próximas à região lamelar aumentaram nos animais expostos à atrazina, 

o que poderia ser uma resposta do animal para aumentar a superfície de contato 

com a água e/ou promover a retenção de muco que poderia funcionar como uma 

barreira de proteção contra a atrazina e auxiliar na regulação iônica. Hughes (1979) 

propôs diferentes funções para o aumento das microdobras em CPVs de trutas, 

Salmo gairdneri, como o aumento da superfície respiratória e produção de 

‘microturbulências’ na região que faria a recepção do oxigênio, além da retenção de 

muco. Alterações morfológicas na superfície celular podem ser registradas após 1 

hora de exposição a um determinado agente estressante (Machado e Fanta, 2003).  

As águas continentais brasileiras são moles e pobres em íons, principalmente 

de Na+, Cl- e Ca+2 (Fernandes e Perna-Martins, 2002). Em água dura e rica em íons, 

as células-cloreto estão restritas à região interlamelar do epitélio do filamento e na 

borda do filamento próximo à região basal das lamelas (Perry, 1997), sendo que o 

número de CC está intimamente relacionado com a concentração dos íons na água, 

de forma a manter a homeostase iônica (Perry, 1997; Fernandes e Perna-Martins, 

2002). A presença de xenobióticos na água pode alterar a densidade das CCs e 

interferir na sua função. No presente estudo, o número de CC diminuiu nos 

filamentos branquiais dos peixes expostos a 25 µg.L-1 por 48 h. Alteração desse tipo 

ocorre em respostas compensatórias na troca iônica para manter ou restaurar o 

balanço hidroeletrolítico (Van der Heuvel et al., 2000; Dang et al., 2000).  

Vários estudos relacionam o aumento ou a diminuição do Na+ e Cl- com o 

aumento ou diminuição da atividade da Na+/K+-ATPase (NKA) (Laurent e Hebibi, 

1989; Bury et al., 1998). Muitos pesticidas são conhecidos por alterar a atividade das 

ATPases que são enzimas-chave do transporte ativo das membranas (Moore et al., 
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2003). No presente estudo, apesar das alterações na osmolaridade e concentração 

de íons, a atividade da NKA não apresentou diferença em relação ao controle. 

Similarmente aos nossos resultados, Matsumoto e colaboradores (2010) mostraram 

que mesmo em concentrações mais elevadas de atrazina (100 µg.L-1), a atividade 

da NKA branquial de Salmo salar permaneceu inalterada. A NKA é responsável pelo 

transporte de íons sódio e potássio de forma a manter o equilíbrio iônico, mas 

também auxilia outros sistemas de transportes nas brânquias (Hwang e Lee, 2007). 

Estudos anteriores têm mostrado que a exposição à atrazina causa alterações nos 

níveis de eletrólitos no plasma e essas alterações são acompanhadas pela alteração 

da atividade específica da NKA (Waring e Moore, 2004; Nieves-Puigdoller et al., 

2007). Outro fator limitante associado à atividade da NKA é o número de células-

cloreto presente nas brânquias e a concentração de íons na água.  

Apesar da diminuição no número de CCs em P. lineatus, a função na 

homeostase iônica foi parcialmente compensada pelo aumento na AFCC, de forma 

que a concentração de íons Na+ e Cl- plasmáticos foi mantida. O aumento da AFCC 

aumenta a superfície de contato do meio com a célula favorecendo a absorção de 

íons (Laurent e Hebibi, 1989; Greco, 1995). Perry et al. (1992) estabeleceram uma 

correlação positiva entre a área fracional das células-cloreto e a taxa de captação de 

Na+ e Cl- em quatro espécies diferentes de peixes de água doce. Portanto, a 

capacidade de transporte de íons está relacionada com a área fracional das células-

cloreto em contato com o ambiente externo e não apenas com o número total de 

células, que incluem células em diferentes estágios do ciclo celular, incluindo células 

imaturas e em degeneração, as quais têm uma menor capacidade de transporte 

iônico (Fernandes e Perna-Martins, 2002). Em teleósteos, existe uma grande 

diversidade a respeito do número de CC e sua área exposta ao meio. Por exemplo, 

em Anguillidae (família das enguias) há poucas CC no epitélio enquanto que em 

salmonideos as CC são abundantes (Perry et al., 1992; 1997). Em P. lineatus, as CC 

estavam presentes tanto nos filamentos, borda e em regiões interlamelares quanto 

nas lamelas, na ausência de atrazina. A presença de CC nas lamelas é 

característica da espécie, como já foi mostrado por Mazon et al., (2002) e Camargo 

et al. (2009). A localização e densidade desse tipo celular, na maioria dos 

teleósteos, dependem da quantidade de íons presentes na água e eficiência iônica e 

osmoregulatória da espécie (Moron et al., 2003).  
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A densidade das células mucosas, assim como a produção de muco, varia 

entre as diferentes espécies e pode variar, dependendo das condições ambientais 

(Laurent, 1984; Moron et al., 2009). A exposição a agentes poluidores, em geral, 

promove alteração no número e tipo de muco dessas células.  A maioria das 

glicoproteínas (ácidas ou neutras) possui cargas elétricas na superfície da molécula, 

a qual atrai íons e assim favorecem a absorção desses íons pelas células-cloreto e 

tem uma influencia indireta na osmorregulação (Powell et al., 1994; Varsamos et al., 

2005). A natureza poliônica do muco ajuda a reter os cátions próximos ao epitélio 

branquial, resultando em um gradiente iônico na camada mucosa (Shepard, 1989). 

 Mucosubstâncias neutras, como hexoses e ácidos siálicos, têm baixa 

viscosidade e lubrificam o epitélio branquial contra injúrias físicas (Sibbing e Uribe, 

1985), enquanto que mucinas ácidas e sulfatadas têm alta viscosidade, favorecendo 

a retenção de partículas em suspensão (Sibbing e Uribe, 1985). Em P. lineatus, o 

número de CM tipo 1 que produzem mucosubstâncias neutras não foi alterada, 

mantendo a lubrificação normal do epitélio. Entretanto, as alterações observadas no 

número de CM tipo 2 e 3 evidenciam um efeito da exposição à atrazina,  

particularmente nas células que produzem substâncias sulfatadas ácidas, contendo 

um grupamento éster sulfatado. A redução no número dessas células pode estar 

associada à hiposecreção de mucinas viscosas, com consequente diminuição da 

retenção de partículas junto à superfície branquial.  O muco é importante para as 

defesas naturais contra parasitas e micro-organismos patogênicos (Fletcher, 1978), 

por outro lado, pode indicar um processo patológico em resposta às condições 

ambientais (Wendellar Bonga e Lock, 1992; Ortiz et al., 1999; Sarasquete et al., 

2001). O muco liberado ou a coagulação do mesmo na superfície branquial pode 

dificultar a transferência de oxigênio da água para o sangue, como observado por 

Grobler e colaboradores (1989) em Tilapia sparrmanii expostas a 8,1 mg.L-1 de 

atrazina, cuja hipersecreção do muco diminuiu a obtenção de oxigênio. 

Muitos agentes estressores podem causar distúrbios hidrominerais em peixes 

(Barton et al, 1991). Em teleósteos de água doce, o fluido corporal é hiperosmótico 

em relação ao meio, dessa forma, esses animais precisam evitar o ganho de água e 

a perda de íons por difusão. Os contaminantes podem interferir com esse balanço 

osmótico por alteração do tecido branquial e/ou fluxo através das lamelas (Heath, 

1995). Como as brânquias são os principais órgãos osmorregulatórios dos peixes, 
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as alterações no epitélio branquial podem resultar em aumento da perda de íons e 

ganho osmótico de água, alterando a concentração iônica e osmolaridade 

plasmática. Vários estudos mostraram que a atrazina pode também afetar a 

capacidade osmorregulatória em peixes (Hanke et al., 1983; Prassad e Ready, 1994; 

Graymore et al., 2001; Silvestre et al., 2002), por exemplo, em pacu (Piaractus 

mesopotamicus), expostos a 100 µg.L-1 de atrazina por 96 h, houve uma diminuição 

nas concentrações de Na+ e Cl- plasmático  (Moron et al., 2006).  A diminuição da 

osmolaridade após exposição aguda a 25 µg.L-1 de atrazina (48 h)  e o seu aumento 

após exposição crônica (14 dias) a 10 µg.L-1 que ocorreram em P. lineatus sem 

alterações nos íons plasmáticos, sugerem uma possível perda ou ganho de algum 

osmólito, sem interferência na concentração iônica. Por sua vez, o aumento das 

concentrações plasmáticas de Na+ e Cl- nos animais expostos à atrazina a 25 µg.L-1  

(14 dias) não causou desequilíbrio eletrolítico, uma vez que a razão Na+/Cl- 

permaneceu similar em todos os grupos. Os processos que tendem a aumentar ou 

diminuir os íons sódio tendem a aumentar ou diminuir os íons cloreto e quando isso 

não ocorre, há o desequilíbrio eletrolítico. 

Em geral, os estressores afetam o balanço hidromineral em peixes diretamente 

ou indiretamente, devido ao aumento de catecolaminas circulantes, aumentando, 

assim, a permeabilidade das brânquias aos íons e à água (McDonald e Milligan, 

1992; Wendelaar Bonga, 1997). Alterações na osmolaridade com modificações nas 

concentrações de íons plasmáticos foram relatadas em salmões (Salmo solar), 

transferidos para água doce, expostos a 6,5 µg.L-1 ou mais de atrazina por 7 dias 

(Waring e Moore, 2004) e ausência de alteração no equilíbrio eletrolítico também foi 

relatada em animais expostos a concentrações de 1, 10 e 100 µg.L-1 de atrazina em 

experimentos realizados por Matsumoto e colaboradores (2010). As alterações na 

osmolaridade podem estar associadas a desvios de água entre plasma e líquido 

intersticial, além da presença ou não de metabólitos no sangue. Outro fator que 

pode alterar a osmolaridade e concentrações de íons no plasma é alteração no 

tecido renal, uma vez que a atrazina pode ser metabolizada nos rins e excretada 

pelas brânquias Braunbeck (1992). A atrazina induz lesões renais em concentrações 

de 10 a 160 µg.L-1 durante  uma exposição crônica (Braunbeck, 1992) e essas 

lesões podem aumentar a excreção renal de Na+, Cl- e K+, além de proteínas (Santa 
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Maria, 1986; Fischer-Scherl, 1991), levando a alterações na homeostase iônica do 

animal.  

Os resultados obtidos mostram claramente que as concentrações testadas do 

herbicida atrazina promove alterações no funcionamento normal das brânquias de P. 

lineatus, desde o nível bioquímico até o tecidual. As alterações no epitélio branquial 

não resultaram em um desequilíbrio eletrolítico e todas as respostas celulares 

promovidas pela exposição sugerem um ajuste bioquímico e morfológico para a 

manutenção da homeostase. 
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6  CONCLUSÕES  

 

 

 

No presente trabalho, a exposição de P. lineatus às concentrações subletais (2, 

10 ou 25 µg.L-1) de atrazina por 48 horas ou 14 dias avaliadas em brânquias permitiu 

as seguintes conclusões: 

 

 

 

1. A atrazina, mesmo em baixas concentrações, pode alterar o funcionamento 

normal das brânquias de P. lineatus como mostrado pela exposição 

subcrônica. 

 

2. Em 14 dias de exposição à atrazina, há dano oxidativo nas brânquias de P. 

lineatus, indicado pelo aumento da LPO. 

 

3. A atrazina, nas concentrações testadas, não causou um desequilíbrio iônico 

nem alteração da atividade da NKA, apesar das alterações nas 

concentrações dos íons sódio e cloreto. 

 

4. Apesar da redução do número de CCs no filamento branquial durante a 

exposição aguda, o aumento da área apical das CCs na superfície branquial 

evidencia um ajuste morfo-funcional dessas células, possivelmente para 

manutenção da homeostasia iônica.  

 

5. O aumento de microdobras em células pavimentosas próximas à região 

lamelar nos grupos expostos à atrazina promove um aumento da superfície 

celular e pode estar associado à retenção de muco. 

 

6. As alterações no número de células mucosas estão associadas à 

hiposecreção de mucinas viscosas, diminuindo a retenção de partículas 

junto ao epitélio branquial. 
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7. A exposição crônica à atrazina (25 µg.L-1) causa alterações histopatológicas 

moderadas nas brânquias de P. lineatus.  
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