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RESUMO 

O sulfato de cobre (CuSO4) é amplamente utilizado na aqüicultura. A exposição ao cobre pode ser danosa 
aos peixes e resultar em alterações no metabolismo oxidativo e danos no tecido branquial, dificultando as 
trocas gasosas. Pacus, Piaractus mesopotamicus, (Wt = 43,4 ± 3,35 g), foram distribuídos em tanques 
experimentais (n = 10; 180 L) e expostos por 48 h ao controle (sem adição de cobre), 0.4Cu (0.4 mg.L-1), 
2.0Cu (2.0 mg.L-1), 0CupH (sem adição de cobre, pH = 5.0), 0.4CupH (0.4 mg.L-1, pH = 5.0), 2.0CupH (2.0 
mg.L-1, pH = 5.0), 0CuHpx (sem adição de cobre, hipóxia), 0.4CuHpx (0.4 mg.L-1, hipóxia), e 2.0CuHpx (2.0 
mg.L-1, hipóxia). As respostas do metabolismo oxidativo ao cobre mostraram-se tecido-específicas. No fígado 
e no músculo vermelho a superóxido desmutase (SOD) foi responsiva aos aumentos de cobre aquático. As 
atividades da glutationa peroxidase (GSH-Px) e catalase (CAT) mostraram íntima relação entre a atividade 
destas peroxidases. Os intermediários metabólicos plasmáticos e os parâmetros hematológicos nos peixes do 
grupo 0.4Cu foram semelhantes aos do grupo controle. Por outro lado, a exposição a 2.0Cu causou aumento 
na concentração de piruvato plasmático, número de eritrócitos (Eri) e concentração de hemoglobina (Hb). A 
concentração de cobre no plasma [Cup] aumentou no grupo 0.4Cu e diminuiu no 2.0Cu, sugerindo não haver 
relação linear entre o cobre presente na água e o cobre absorvido. As exposições a 0.4Cu e 2.0Cu resultaram 
em diminuição da atividade da Na+/K+-ATPase e aumento na concentração de metalotionina (MT) branquial. A 
exposição dos peixes a 0CupH diminuiu a concentração de glicose e piruvato com aumento do Eri, da Hb e 
na atividade da Na+/K+-ATPase branquial. Estas respostas sugerem que o organismo acionou mecanismos 
para reverter o quadro de acidez no sangue, poupar energia e elevar a captação de oxigênio. No metabolismo 
oxidativo hepático do grupo 0CupH houve aumento da atividade da SOD. Possivelmente, a GSH-Px foi 
efetiva em manter as concentrações de hidroperóxido (HP). A CAT foi sensível às variações do pH. No 
músculo branco houve aumento do HP sem alteração das defesas antioxidantes (DAs). Houve diminuição na 
concentração plasmática de glicose, lactato, piruvato, amônia e aumento no Eri, Hb e na atividade da Na+/K+-
ATPase branquial, sugerindo que, em hipóxia, o pacu tendeu a aumentar a captação de O2 e reduziu o 
metabolismo na tentativa de reverter a diminuição do pH do sangue. A avaliação dos biomarcadores em 
resposta ao cobre em meio ácido sugere uma interação entre estes fatores do metabolismo oxidativo, sendo, 
estas respostas, tecido-específicas. Os intermediários metabólicos se comportaram de maneira diferente, mas 
Eri e Hb tiveram o mesmo padrão de resposta nos peixes expostos ao cobre em pH neutro e pH ácido. Os 
intermediários metabólicos, os parâmetros hematológicos e o metabolismo oxidativo foram influenciados pela 
interação significativa entre cobre e oxigênio dissolvido. A MT se mostrou um efetivo biomarcador por 
responder ao cobre em diferentes pHs e oxigênio dissolvido. Os fatores associados, cobre + meio ácido e 
cobre + hipóxia, causaram distúrbios significativos nos biomarcadores em relação aos fatores isolados. 



ABSTRACT 
 
Copper sulfate (CuSO4) is widely used in aquaculture. Exposure to this compound can be harmful to fish, 
resulting in oxidative metabolism alterations and gill tissue damages, prejudicing the respiratory gasses 
exchange. Pacu, Piaractus mesopotamicus, (Wt = 43,4 ± 3,35 g) were distributed in experimental tanks (n = 
10; 180 L) and exposed for 48 h to control (without copper addition), 0.4Cu (0.4 mg.L-1), 2.0Cu (2.0 mg.L-1), 
0CupH (without copper addition, pH = 5.0), 0.4CupH (0.4 mg.L-1, pH = 5.0), 2.0CupH (2.0 mg.L-1, pH = 5.0), 
0CuHpx (without copper addition, hypoxia), 0.4CuHpx (0.4 mg.L-1, hypoxia), e 2.0CuHpx (2.0 mg.L-1, hypoxia). 
The oxidative metabolic responses to copper were tissue-specific. In liver and red muscle the superoxide 
dismutase (SOD) was responsive to the increases in the aquatic copper. Glutathione peroxidase (GSH-Px) 
and catalase (CAT) showed close relation between the activities of these enzymes. The plasmatic 
intermediary metabolites and hematological variables in fish of group 0.4Cu were similar to those of control 
group. Conversely, the exposure to 2.0Cu caused an increase in the plasmatic pyruvate, number of red blood 
cells (RBC) and hemoglobin (Hb). Plasmatic copper concentration [Cup] increased in group 0.4Cu and 
decreased in 2.0Cu, suggesting the absence of linearity between aquatic and the absorbed copper. Exposure 
to 0.4Cu and 2.0Cu resulted in a reduction in Na+/K+-ATPase activity and an increase in metallothionein (MT) 
in the gills. Exposure to 0CupH caused a decrease in glucose and pyruvate concentrations and increase in 
RBC, Hb, and branquial Na+/K+-ATPase activity. These responses suggest that the fish acted mechanisms to 
revert the blood acidosis, save energy and increase the oxygen uptake. In the hepatic oxidative metabolism of 
fish exposed to 0CupH, an increase in SOD activity was observed. Probably GSH-Px was effective in keeping 
the hydroperoxides concentrations (HP). CAT was affected by pH variations. In the white muscle there was an 
increase in HP concentration without alteration in the antioxidante defenses (ADs). Plasmatic concentrations of 
glucose, lactate, pyruvate and ammonia decreased, while RBC, Hb and branquial Na+/K+-ATPase increased, 
suggesting that pacu exposed to hypoxia tended to increase the oxygen uptake and reduce the metabolism in 
order revert the blood pH fall. The evaluation of biomarkers in response to copper in acid medium suggests an 
interaction between these factors in the oxidative metabolism. These responses were tissue-specific. The 
intermediary metabolites showed different response pattern, but RBC and Hb presented similar responses in 
fish exposed to copper in neutral and acid pH. The intermediary metabolites, hematological parameters and 
oxidative metabolism were influenced by the significant interaction between copper and dissolved oxygen. MT 
was an effective biomarker, responding to copper in different pHs and dissolved oxygen. Combined-factors, 
copper + acid medium and copper + hypoxia, caused significant disturbance in the biomarkers than single-
factors. 
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1. INTRODUÇÃO 

 O aumento mundial da contaminação de sistemas de água doce com inúmeros 

compostos químicos industriais e naturais é hoje um dos principais problemas ambientais 

(Schwarzenbach et al., 2006). Mineração, emissão de esgoto doméstico, aplicação de 

fertilizantes e pesticidas degradam severamente os ecossistemas aquáticos com metais pesados. 

Estas substâncias por não serem componentes naturais do organismo são chamadas 

xenobióticos (Livingstone, 1993; 1998; Zagatto e Bertoletti, 2006). O ambiente aquático está, 

portanto, exposto a processos de poluição causados pela variedade e quantidade de substâncias 

químicas que nele ingressam. Via de regra, os estudos realizados para se conhecer o 

comportamento e os efeitos dos químicos nos organismos aquáticos são baseados na 

observação dos efeitos dos componentes isolados. Ferreira et al. (2008) acreditam que este 

modo de abordagem vem sendo modificado com o aumento das pesquisas de exposição a 

efeitos combinados. 

 As principais fontes de poluição nas águas interiores podem ser atribuídas a descargas de 

águas não tratadas, resíduos de efluentes industriais e resíduos da agricultura. A aqüicultura, 

caracterizada nas últimas décadas como potencial atividade agropecuária (Newman, 1993), não 

está isenta desta negativa contribuição, uma vez que utiliza, em sua cadeia produtiva, 

compostos que interferem diretamente na cadeia trófica dos sistemas aqüícolas. Muitas vezes, 

estes compostos se revelam tóxicos também aos organismos em produção e, na verdade, a 

intensificação da aqüicultura teve como conseqüência a elevada incidência e severidade de 

doenças (Pavanelli et al., 1998). Além disso, as altas densidades de cultivo dos organimos 

aquáticos aumentam a concentração de matéria orgânica nos viveiros de produção, dificultando 

a manutenção da qualidade da água de cultivo (Kubitza, 1998). Dentre os principais produtos 

utilizados na piscicultura, para contornar as dificuldades no processo produtivo, podemos citar 

o sulfato de cobre (CuSO4) que, quando utilizado indevidamente, gera efeitos tóxicos para as 

espécies aquáticas (Beaumont et al., 2000; Novelli Filho et al., 2000). 

 Os metais pesados, quando presentes em altas concentrações, estão entre as mais 

nocivas substâncias ativas capazes de causar sérios impactos nos sistemas metabólicos, 

fisiológicos, e até mesmo estruturais, nos organismos a eles expostos. Ao mesmo tempo, alguns 

metais agem como nutrientes essenciais em concentrações não-tóxicas (Tort, 1987). É o caso 

do cobre, que embora seja elemento essencial para o crescimento saudável dos organismos 

(Prasad, 1984; Cousins, 1985), mesmo em pequenas concentrações, pode ser perigoso para a 

biota aquática (Nriagu, 1990). 
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 O íon cobre, elemento traço essencial em biologia, se torna único quimicamente devido 

à sua propriedade de adotar status redox distinto, apresentando-se nas formas oxidada (Cu2+) e 

reduzida (Cu+). Conseqüentemente, íons cobre servem como importantes co-fatores catalíticos 

na química redox de proteínas que possuem funções biológicas fundamentais exigidas no 

crescimento e desenvolvimento. Segundo Pena et al. (1999) estas proteínas são representadas, 

principalmente, pela Cu-Zn superóxido dismutase, enzima envolvida no processo de 

destoxificação de radicais livres, citocromo c oxidase, transportadora de elétrons na mitocôndria 

e pela metalotionina, seqüestradora de cobre. Proteínas que exigem cobre estão envolvidas em 

uma série de processos biológicos e alterações em suas atividades sempre causam distúrbios nos 

processos fisiológicos. 

 Os padrões de acumulação dos xenobióticos são diferentes para os distintos organismos 

e dependem do balanço entre a taxa de assimilação e a taxa de metabolização e eliminação 

destes compostos. Devido às diferenças nas formas de metabolizar os xenobióticos, é 

necessário detectar e avaliar o impacto de poluentes nos organismos expostos e não somente 

considerar a quantidade de poluentes presentes no ambiente e nos animais. As respostas ao 

estresse são caracterizadas por mudanças fisiológicas e os efeitos dos poluentes nos peixes são 

obtidos por testes de toxicidade aguda e crônica (Heath, 1991). Os processos fisiológicos 

normais são afetados bem antes da morte de um organismo, justificando o uso de indicadores 

fisiológicos e bioquímicos para compreendermos as alterações decorrentes da exposição sub-

letal a tóxicos (Van der Merwe et al., 1993). 
 

2. REVISÃO DE LITERATURA 

2.1 O uso do sulfato do cobre em ecossistemas aquáticos e na aqüicultura 

 Entre os numerosos compostos orgânicos que entram nos ecossistemas aquáticos o 

cobre é um dos mais difundidos poluentes e suas concentrações variam com sua forma química 

(Roy, 1997). O cobre é um componente natural do ambiente aquático e pode ser encontrado 

nas formas particulada, coloidal e dissolvido. Entre as fontes naturais de cobre encontram-se o 

intemperismo e as atividades vulcânicas. Como fontes antropogênicas destacam-se a mineração, 

atividades de fundição e a incineração. Além disso, o cobre é amplamente utilizado em 

formulações de fungicidas, bactericidas, algicidas e fertilizantes (Buratini e Brandelli, 2006). 

Desta forma, os organismos aquáticos podem ser expostos ao cobre tanto de maneira 

intencional como acidental. As descargas industriais de compostos de cobre são geralmente 
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adicionadas em águas onde os parâmetros variam consideravelmente. Características como a 

alcalinidade da água, dureza e pH influenciam fortemente a ação do cobre na água e, portanto, 

sua biodisponibilidade para os peixes (Laurén e McDonald, 1986; Mazon e Fernandez, 1999; 

Tao et al., 1999).  

 O sulfato de cobre (CuSO4) é um dos compostos mais utilizados como algicida e 

herbicida aplicado em reservatórios, lagos, e em viveiros de peixes (Effler et al., 1980; Carbonell 

e Taranoza, 1993). É amplamente utilizado para controlar a floração de algas e o crescimento 

de organismos aquáticos indesejados em viveiros de aqüicultura (Thornton e Rast, 1997). O 

CuSO4 é, também, regularmente utilizado como agente terapêutico em peixes (Straus, 1993) no 

controle efetivo de doenças bacterianas branquiais e uma variedade de parasitas, com destaque 

para infestações tais como a ictiofitiríase (Icthyophitirius multifillis, Piscinoodinium pillulare, Reardon 

e Harrel, 1990) e monogenea, Anacanthorus penilabiatus. Em países como o México, ou em 

continentes como América do Norte (Thorburn e Moccia, 1993), Ásia (Tonguthai, 1997) e 

África (Hecht e Eddemann, 1998), são feitas aplicações intermitentes de CuSO4 em peixes 

saudáveis como forma de profilaxia para prevenção de epidemias (Rábago-Castro et al., 2006). 

 Segundo Zagatto (1995), durante muito tempo foi aplicado quase que diariamente o 

CuSO4, numa quantidade aproximada de quatro toneladas por dia, no controle de algas 

cianofícea do reservatório Guarapiranga, São Paulo, SP, Brasil. Mozeto e Zagatto (2006) 

descrevem que, embora o cobre aplicado se complexe e acabe sendo carreado para o fundo, 

depositando-se no sedimento, é freqüente encontrar residual de cobre dissolvido nas águas do 

reservatório, principalmente, nas regiões onde a aplicação é mais intensa. 

 Em relatos obtidos após entrevista com técnicos e/ou piscicultores de agroindústrias no 

estado de São Paulo, SP, Brasil, o uso de CuSO4 ocorre tanto com o objetivo profilático no 

controle de infestações de parasitas branquiais, como na busca da melhoria das condições da 

água dos viveiros que, em decorrência da intensidade de arraçoamento e da elevada densidade 

de cultivo, podem ficar com excesso de partículas dissolvidas. Os banhos terapêuticos, segundo 

estes relatos, chegam a ser feitos aplicando-se nos viveiros CuSO4 em doses de até 600g.m-2 

(150 mg.L-1 Cu2+). Em parte destas constatações consta também que a aplicação em viveiros de 

cimento, nesta mesma concentração, causou mortalidade em 100% dos animais e que quando 

aplicados em viveiros de terra os animais chegaram a vir à superfície mostrando dificuldade 

respiratória.  

 Carvalho e Fernandes (2006) concluíram que o uso do CuSO4 no controle de algas e 

parasitas de peixes deve considerar a sensibilidade da espécie ao cobre e principalmente o pH 



 

 4

da água dos viveiros de aqüicultura. Além disso, os mecanismos bioquímicos em resposta à 

exposição ao cobre buscam restabelecer a homeostase e ocorrem, muitas vezes, no lugar de 

outras funções fisiológicas, interferindo no ganho de peso e crescimento, comprometendo a 

eficiência produtiva. 

 A toxicidade do cobre tem sido estudada em muitas espécies de peixe, sendo 

influenciada não só pela concentração do metal na água, mas também, por vários fatores que 

interferem na sua biodisponibilidade ao organismo exposto. As concentrações letais (CL50) de 

cobre para peixes de água doce variam intra e inter espécie. Na variação inter espécie, para o 

CuSO4, verificam-se valores de poucos µg.L-1 a alguns mg.L-1. Os dados apresentados na 

publicação do EPA (2007) mostram a amplitude de variação com valores de 18 μg.L-1 para 

“northern squawfish”, Ptychocheilus oreg, (Andros e Garton, 1980) a 84600 μg.L-1 para “golden 

shiner”, Notemigonus crysoleucas (Hartwell et al., 1989). Muitas vezes a CL50 varia para uma 

mesma espécie, como no caso do “fathead minnow”, Pimephales promela, sendo que foram 

citadas CL50 de 15 μg.L-1 (Schubauer-Berigan et al., 1993) a 1485,90 μg.L-1 (Erickson et al., 

1996). Estudos como o de DeBoeck et al. (2004) mostraram que a exposição ao cobre foi 

altamente tóxica à truta arco-íris, Oncorhynchus mykiss, com CL50 (96 h) de 210 μg.L-1. Por outro 

lado, a exposição crônica desta mesma espécie em fase juvenil, a 1000 μg.L-1 por 28 dias, não 

teve efeito no crescimento ou no consumo alimentar dos indivíduos expostos. 

 Variações na toxicidade crônica de cobre entre as espécies de peixes, estágios de vida e 

qualidade da água foram verificados por Brix et al. (2001). Estas grandes variações são 

decorrentes da fase de vida, do tamanho do indivíduo exposto e das características físico-

químicas da água. As concentrações usuais, segundo Boyd e Massaut (1999), variam de 0,5 a 2,0 

mg.L−1 de cobre. As recomendações práticas do uso de CuSO4 em piscicultura são baseados 

somente na alcalinidade da água. De acordo com Wurts e Durborow (1992), o cobre não deve 

ser aplicado em águas com alcalinidade menor que 20 mg.L-1, preservando assim a vida dos 

peixes no viveiro.  

 Concentrações excessivas podem resultar em acúmulo do excesso do íon cobre e 

subseqüente toxicidade, o que pode indiretamente reduzir o crescimento, a reprodução e a 

alimentação dos organismos expostos (Boyd, 1990). As variações nas recomendações técnicas 

baseadas na alcalinidade e na diversidade de dados resultantes dos testes de toxicidade, 

incoerentes com as aplicações praticadas na aqüicultura mundial, demonstram que a utilização 

do CuSO4 vem sendo feita de forma irregular, pois muitas vezes não são observados os 

parâmetros físicoquímicos da água de uso. 



 

 5

 A qualidade da água nos viveiros de cultivo de organismos aquáticos, principalmente de 

piscicultura, é afetada por interações dos diversos componentes químicos presentes neste 

ambiente. O pH dos viveiros varia diariamente devido à respiração e fotossíntese e quanto 

maior a concentração de organismos que liberam CO2 na água, maior a oscilação deste 

parâmetro (Wurts e Durborow, 1992). Alguns autores descrevem a importância de se verificar 

as condições da água dos viveiros antes da aplicação do CuSO4. Muitos destes alertas estão 

relacionados às características de diminuição do oxigênio dissolvido (OD) em conseqüência da 

presença e da mortalidade das algas, demonstrando então a possibilidade de, no momento da 

aplicação destes composto, o OD e o pH estarem diminuídos. 

 Wurts e Durborow (1992) descrevem que se um vasto bloom de algas cobrir grande parte 

do viveiro, não é recomendado o uso de CuSO4, pois este tratamento irá provavelmente causar 

morte repentina das algas, podendo resultar em diminuição de OD, decorrente desta 

mortalidade, sufocando os peixes. Boyd (1998) também alerta para as aplicações de CuSO4 em 

viveiros onde a superfície da água estiver coberta com plantas aquáticas em mais de 2/3. Porém, 

Boyd (1998) indica aplicações sucessivas deste composto de maneira a eliminar gradualmente 

estas macrófitas, evitando depleção de OD em função da decomposição destas. Este mesmo 

autor alerta ainda que assim que a concentração de cobre diminuir a níveis sub-letais para estes 

organismos, eles voltam a crescer, cobrindo novamente a superfície do viveiro. Assim, esta 

prática deve ser feita periodicamente, evitando o crescimento destes organismos indesejáveis, 

carcterizando esta ação como prática sucessiva.  

 Na aqüicultura, devido ao baixo tempo de residência do íon cobre na coluna d´água, há 

grande propensão deste íon se acumular nos sedimentos dos viveiros de cultivo. Han et al. 

(2001) verificaram que viveiros de piscicultura que receberam aplicações periódicas de CuSO4 

acumularam cerca de 40 mg.kg-1 Cu para cada 1kg.ha-1. As aplicações sucessivas destes 

compostos podem levar ao excesso de íon cobre no sedimento, e a maior preocupação com 

este excesso é que ainda não se compreende como age este “reservatório” de cobre, pois, 

acredita-se que ele não é só depósito de materiais mas sim um compartimento ativo que 

intercambia espécies, contaminantes ou nutrientes com a coluna d´água (Mozeto e Zagatto, 

2006). 
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2.2 Toxicidade do cobre 

2.2.1. Conceitos de Toxicologia e Biomarcadores 

 Ecotoxicologia é a ciência que estuda os efeitos das substâncias naturais ou sintéticas 

sobre organismos vivos, populações e comunidades, animais ou vegetais, terrestres ou 

aquáticos, que constituem a biosfera, incluindo a interação entre substâncias com o meio nos 

quais os organismos vivem num contexto integrado (Plaa, 1982). Nos testes de toxicidade, são 

estudadas as relações entre a dose de um poluente e seus efeitos nos organismos expostos. 

Inicialmente, os testes avaliam o efeito na sobrevivência dos organismos em estudo e 

posteriormente avaliam os efeitos da exposição a concentrações sub-letais, na tentativa de 

compreender os mecanismos que auxiliam os organismos a sobreviverem à exposição aos 

xenobióticos. Muitas biotransformações em enzimas ou outras proteínas são induzidas pela 

exposição a diferentes tipos de poluentes, formando a base para a utilização dos biomarcadores. 

 Linvigstone (1993) considera como biomarcadores os fluídos corpóreos, as células ou os 

tecidos que indicam, em termos bioquímicos ou celulares, exposição a xenobiótico. Depledge 

(1993) caracteriza ainda como biomarcador as variações bioquímicas, celulares, fisiológicas ou 

comportamentais que podem ser mensuradas em amostras de tecidos ou fluídos corporais. 

Unânimes são os autores em apontar que as diferenças nestes biomarcadores fornecem 

evidências da exposição ou efeitos de um ou mais poluentes químicos. Existem biomarcadores 

moleculares, celulares ou sistêmicos, sendo alguns deles específicos para determinados 

poluentes. Os biomarcadores podem ser classificados como de exposição ou de efeitos. Um 

biomarcador de exposição será qualquer alteração biológica mensurável que evidencie a 

exposição dos organismos a um poluente, exemplificado pela atividade das enzimas 

antioxidantes (Winzer et al., 2001) ou pela concentração de metalotioninas (McCarthy e 

Shugart, 1990). Biomarcadores de efeito serão aqueles que evidenciam algum efeito tóxico 

associado à exposição do organismo ao poluente, assim como, a peroxidação de lipídeos ou 

danos no DNA (Van Der Oost, 2003). 

 O estudo dos biomarcadores frente à exposição a xenobióticos nos permite descrever de 

maneira adequada efeitos induzidos por vários estressores ambientais em qualquer nível de 

organização biológica, do nível celular ao ecossistema. Deste modo, um biomarcador é um 

indicador da qualidade do ambiente, considerado como resposta biológica a químicos e que 

fornece a extensão da exposição do efeito tóxico. Os biomarcadores são mais comumente 

usados em exposições de indivíduos a diferentes concentrações sub-letais. Porém, a 
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concentração de um biomarcador bioquímico em um dado tecido também pode variar em 

resposta a características intrínsecas do organismo, como a fase de desenvolvimento e a idade 

(Hyne e Maher, 2000). Outro aspecto importante a ser considerado quando se avaliam efeitos 

induzidos por contaminantes químicos à biota é que, nos sistemas aquáticos naturais, os 

organismos podem estar expostos não a um único contaminante, mas sim, a uma miríade ou 

mistura de diferentes substâncias (Rand et al., 1995). 

 Os efeitos tóxicos das substâncias dependem de muitos fatores, incluindo a natureza do 

químico, a via de exposição, o local de ação, as vias metabólicas e a dose. Fundamentalmente, 

todos os efeitos tóxicos envolvem mecanismos moleculares e só podem ser entendidos se estes 

mecanismos forem conhecidos. A toxicidade se inicia com a interação com o alvo bioquímico. 

Segundo Mazon e Fernandes (2001), a relação entre o ambiente aquático e a superfície epitelial 

implica em que o tecido branquial, a pele e o intestino sejam os primeiros a entrar em contato 

com os poluentes, tornando estes órgãos potenciais indicadores da qualidade ambiental. 

 Para a compreensão dos efeitos de poluentes como metais, são fundamentais os estudos 

da assimilação, acumulação e excreção destes poluentes em organismos aquáticos. O termo 

biodisponibilidade varia consideravelmente e é normalmente específico a certas situações. 

Porém, uma definição genérica e usual é a relativa facilidade com que o químico é transferido 

do ambiente a uma localidade específica nos organismos de interesse. A biodisponibilidade, 

entre outros fatores, é diretamente influenciada pela forma química do componente avaliado 

(McDonald et al., 1989). 

 A superfície ativa dos metais na água é altamente dependente da química da água 

(McDonald et al., 1989). Entre os fatores mais importantes estão o pH, a dureza e a capacidade 

complexante do metal. A caracterização físico-química da água pode interferir diretamente na 

influência do cobre para os organismos. Sunda e Lewis (1978) descreveram que a presença de 

quelantes reduz a toxicidade do cobre por meio da formação de complexos biológicos 

indisponíveis. O efeito dos quelantes na redução da toxicidade do cobre para fitoplâncton foi 

demonstrado por Erickson et al. (1970) e Davey et al. (1973). Para Grosell et al. (2007), grande 

parte da variação dos efeitos do cobre é atribuída ao tamanho do peixe. De acordo com Blust et 

al. (1991), não há relação direta entre a concentração de cobre no meio e sua tomada e 

toxicidade. A dureza da água também pode afetar a toxicidade de vários poluentes, 

especialmente de metais. Geralmente, metais são menos tóxicos em águas mais duras, desde 

que o pH seja mantido constante (Aragão e Araújo, 2006).  
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2.2.2. Mecanismos de ação e fatores que influenciam a toxicidade do cobre 

 A toxicidade do cobre varia em relação a aspectos do ambiente de exposição, da sua 

forma química e em relação ao organismo e espécies expostas. Os mecanismos pelo qual o 

cobre irá agir no organismo a ele submetido dependerão inicialmente de sua absorção, o que 

diretamente afetará sua toxicidade. Porém acredita-se que, uma vez absorvido, o cobre induza a 

vários danos que podem levar à morte do organismo (Sanchez et al., 2005). Pesquisas realizadas 

com a exposição de diversas espécies de peixes ao cobre demonstraram que não somente sua 

absorção, mas a luta contra a absorção do cobre causa distúrbios nestes organismos aquáticos. 

 Existe grande influência do meio na absorção do cobre, pois ele compete com outros 

metais pelos sítios ativos de ligação nas brânquias. Há também a influência das características 

do meio aquático nas formas químicas do cobre, o que influencia diretamente sua 

biodisponibilidade e, indiretamente, seus efeitos nos organismos, pois irá interferir na captação 

do metal do meio. Os efeitos dos fatores físico-químicos que afetam a toxicidade do cobre são 

muitos e a especificidade química da água de exposição irá determinar se existirá efeito na 

especificidade do cobre e dos resultados da forte relação da toxicidade do cobre livre. 

 Em águas com concentrações adequadas de oxigênio, o cobre livre existe na forma de 

Cu2+, fracamente associado com moléculas de água (Cu.nH2O+2) mas, esta espécie 

normalmente representa a menor porcentagem do cobre total. Muito do cobre dissolvido é 

parte de complexos fortes com vários ligantes, incluindo compostos orgânicos dissolvidos, 

hidróxidos, carbonatos e outros ligantes inorgânicos (EPA, 2007). A diversidade de formas 

químicas que o cobre apresenta na água, torna complexa sua forma de absorção pelos 

organismos e a compreensão da sua biodisponibilidade. O modelo proposto por Pagenkopf 

(1983) é, atualmente, a base para a compreensão dos mecanismos de ação do cobre (EPA, 

2007) nos organismos aquáticos. Este modelo (Figura 1) descreve a complexidade da ação do 

cobre, influenciado diretamente pela caracterização do ambiente aquático. Os estudos da 

toxicidade deste metal priorizam, ainda, a relação entre a existência de um ligante biótico neste 

contexto. Este ligante é representado pelas brânquias, por sítios de ligações nelas presentes e 

por sua complexidade química que também interfere na toxicidade do metal, caracterizando 

assim o Modelo Biótico Ligante (BLM).  

 Reações que ocorrem entre soluções podem afetar a forma e abundância em que uma 

espécie química, em particular uma substância, está presente e, conseqüentemente, pode 

influenciar a toxicidade direta que uma dada concentração total desta substância tem para 

organismos aquáticos. Isto parece ser o caso de soluções contendo cobre onde muito do cobre 



 

 9

Cu2+ combina-se com outros compostos (Shaw e Brown, 1974). A influência da especificidade 

do cobre decorrente da sua forma química é apresentada em vários estudos. Campbell et al. 

(1999) descrevem que a tomada de cobre pelas brânquias da truta arco-íris segue um modelo 

cinético, relativo à redução do Cu2+ a Cu+ e que estas alterações ocorrem antes mesmo do 

contato com a membrana de transporte. Bogdanova et al. (1999) descreveram a possibilidade 

desta redução ocorrer na superfície da membrana extracelular sendo catalisado por substâncias 

com grupamento sulfidrila. 
 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 De acordo com Grosell et al. (2002; 2007), a concentração de cobre em ambientes 

aquáticos não é o único fator que dita a possibilidade de ocorrência de efeitos adversos. Muitos 

autores relatam que a toxicidade do cobre varia em função das mudanças nas características 

fisicoquímicas da água de exposição, tais como temperatura, compostos orgânicos dissolvidos, 

partículas suspensas, pH e vários cátions e ânions inorgânicos, incluindo os que determinam 

dureza e alcalinidade. 

 Normalmente, a toxicidade do cobre é reduzida pelo aumento na dureza da água 

(Sprague, 1968; Hunt, 1987; Campbell, 1995; Allen e Hansen, 1996) que é composta de cátions 

(principalmente de cálcio e magnésio) que não interagem diretamente com o cobre em solução 

para reduzir sua biodisponibilidade. Em muitos casos, o efeito aparente da dureza na toxicidade 

pode ser parcialmente em função da complexação do cobre com altas concentrações de 

hidróxidos e/ou carbonatos (aumento do pH e da alcalinidade) normalmente associados com 
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Figura 1. Diagrama conceitual das formas químicas do cobre e do modelo-branquial de ligação do cobre. Adaptada de 
Pagenkopf, 1983
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alta dureza (Inglis e Davis, 1972; Chakoumakos et al., 1979; Miller e Mackay, 1980; Erickson et 

al., 1987). 

 Existem evidências de que a toxicidade do cobre é afetada pelas condições de exposição 

cujos efeitos lhe são atribuídos por interferirem na sua biodisponibilidade. Entretanto, não 

pode ser presumido que todos os efeitos observados dos fatores físico-químicos na toxicidade 

do cobre refletem na biodisponibilidade ou que o efeito na biodisponibilidade é devido 

somente à complexação e competição com os cátions pelos ligantes. O efeito varia em função 

do tipo de metal e da água. Portanto, em estudos ecotoxicológicos é necessário considerar a 

dureza da água.  

 Neste sentido Aragão et al. (2003) avaliaram a dureza total das águas superficiais do 

Estado de São Paulo. Os resultados obtidos permitiram classificar essas águas como moles, 

com dureza média de 31 mg.L-1 CaCO3 e possibilitaram justificar a utilização de água mole para 

a realização de ensaios de toxicidade com organismos aquáticos no Estado. Assim, dependendo 

da química da bacia hidrográfica, sistemas caracterizados por apresentarem baixa dureza 

normalmente contém uma variedade de ligantes, tais como bicarbonato, flúor, sulfato, ácidos 

fúlvico e húmico. Muitos destes ligantes irão formar complexos relativamente estáveis, 

diminuindo a toxicidade dos metais. Sabe-se ainda que não somente a dureza e alcalinidade 

ditarão se o cobre estará mais ou menos biodisponível pois, o pH, temperatura, quantidade de 

material ligante entre outras características influenciarão na toxicidade deste metal.  

 Segundo Cassee et al. (1998), a interação entre compostos pode interferir em 

mecanismos do sistema biológico como no próprio processo de absorção, na distribuição, no 

metabolismo e na excreção ou até mesmo na toxicodinâmica, agindo nos receptores químicos 

destes. Grande (1967), por exemplo, relatou que quando peixes salmonídeos foram expostos ao 

cobre, em águas altamente moles, a toxicidade do cobre foi reduzida quando substâncias 

húmicas estavam presentes. Baixos níveis de nitrogênio, contendo ácidos orgânicos com 

propriedades quelantes, também reduziram a toxicidade de soluções de sais de cobre (Sprague, 

1968).  

 Assim, acredita-se que existam fatores que interferem na forma química em que o cobre 

está presente na água, outros que irão modificar sua absorção por alterarem sua forma química 

na superfície de absorção, os que competem com este metal pelos mesmos sítios de ligação na 

superfície de absorção e fatores que indisponibilizam o cobre por se associarem a ele. Devido 

às dificuldades e limitações em se determinar e avaliar os metais e suas ações, tornaram-se 



 

 11

necessárias pesquisas que mostrassem e quantificassem os efeitos de parâmetros da qualidade 

da água que modificam a toxicidade de cada metal. 

 As brânquias dos peixes são a principal via de absorção de metais, representando uma 

vasta área de superfície (McKim, 1994). A especificidade do metal no microambiente pode ser 

alterada pela secreção de muco branquial pois o epitélio branquial é normalmente coberto com 

uma matriz extracelular contendo uma variedade de glicoproteínas (Tao et al., 2002). Assim, os 

metais podem se ligar ao muco branquial diminuindo sua disponibilidade (Varanasi e Markey, 

1978). 

 O pH no microambiente da superfície branquial é diferente do pH da água do ambiente 

ao seu redor devido à influência das liberações de amônia, dióxido de carbono e outros 

compostos (Lin e Randall, 1990). Tem sido adotado, portanto, que mudanças na 

biodisponibilidade dos metais podem ser decorrentes das mudanças do microambiente 

branquial. Estas mudanças são associadas basicamente às alterações do pH deste 

microambiente e da complexação dos metais com o muco. Porém, estes dois fatores 

respondem a mudanças no pH do ambiente (Tao et al., 2002). 

 Tao et al. (2000) verificaram que, em carpa comum, Cyprinus carpio, a perda de carbono 

orgânico, que indiretamente corresponde ao muco branquial quando determinada na água que 

passou pelas brânquias, aumentou exponencialmente em resposta ao aumento de cobre 

aquático em pH ácido. O muco protetor é continuamente lavado pelo fluxo de água na 

respiração (Tao et al., 2000; Takasusuki et al., 2004) e reposto por novo muco secretado pelas 

células.  

 Pelgrom et al. (1995) expuseram a tilápia mossâmbica a níveis de cobre (50, 100 e 200 

µg. L-1) resultando em aumento significativo da concentração de cobre nas brânquias e no 

plasma, de modo mais proeminente nos peixes expostos a 200 µg.L-1. Estes mesmos autores 

afirmaram que somente o plasma e não as células sangüíneas apresentou elevada concentração 

de cobre, indicando que muito do cobre que entra pelas brânquias é transportado pelo plasma. 

Estes resultados indicaram haver ceruloplasmina no sangue da tilápia sendo esta a principal 

proteína transportadora do cobre na corrente sangüínea. Entretanto, não houve direta relação 

entre a concentração de ceruloplasmina plasmática e concentrações de cobre na água. 

 Paris-Palacios et al. (2000) não encontraram linearidade entre a bioconcentração de 

cobre e sua concentração na água. Em “snakehead”, Chana sp., e “killifish”, Fundulus heteroclitus, 

a bioconcentração diminuiu com o aumento do cobre ou de outros metais na água (Segner e 

Branubeck, 1990). De acordo com estes autores, os peixes não desenvolvem regulação das 
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ligações com metais abaixo de certas concentrações e baixas concentrações de metais na água 

podem resultar em alta bioacumulação. Estudos na cinética da toxicidade do cobre em truta 

arco-íris sugerem rápida eliminação do cobre. Assim, a concentração plasmática deve alcançar 

situação de equilíbrio após poucas horas ou dias (Carbonell e Tarazona, 1994). 
 

2.2.3. Influência do pH aquático na toxicidade do cobre 

 O pH é definido como o logaritmo negativo (co-log) da concentração de íons 

hidrogênio (H+) e, de modo simples, indica quão ácida ou básica está a água. Águas com pH = 

7,0 são consideradas neutras. Abaixo deste valor são caracterizadas como ácidas e acima de 7,0 

básicas. O pH da maioria dos tanques de cultivo de água doce estão entre 6,0 e 9,0, podendo 

variar diariamente em até dois pontos (Boyd, 1998). Vários fatores, como a poluição ambiental 

e a chuva ácida, afetam o pH aquático (Heath, 1991). Tanto o pH alto quanto o baixo são 

potencialmente tóxicos para peixes, conforme exemplificado na Figura 2. Existe uma faixa ideal 

de pH (6,5 a 9,0) para a sobrevivência da maioria dos peixes e abaixo ou acima dela, 

mecanismos bioquímicos e fisiológicos podem ser acionados na busca de sobrevivência a esta 

adversidade.  

 

 

 

 

 
Figura 2: Escala de pH, mostrando a faixa recomendável para piscicultura. (Adaptado de Wurts 

e Durborow, 1992). 

 

 O pH tem efeito marcante na forma química em diversas substâncias potencialmente 

tóxicas e, conseqüentemente, pode ter grande influência na toxicidade. Stiff (1971) relatou que 

substâncias alcalinas inorgânicas ligam-se ao Cu2+ em pH neutro ou alcalino. Por outro lado, a 

diminuição no pH libera íon cúprico deste complexo. Muitos fatores bióticos e abióticos 

influenciam a biodisponibilidade e a toxicidade dos metais para organismos aquáticos. Além 

disso, as relações entre fatores que afetam a toxicidade nem sempre são lineares. Por exemplo, 

o pH baixo pode tanto aumentar como diminuir a toxicidade de metais em ecossistemas de 
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água doce (Campbell e Stokes, 1985). Os efeitos do pH aquático na atividade dos metais são 

complexos, uma vez que o pH afeta tanto a solubilidade quanto a especificidade de muitos 

metais (McDonald et al., 1989). 

 Dentre os efeitos das características químicas da água na toxicidade dos metais, o fator 

pH é o mais complexo de ser compreendido (McDonald et al., 1989). Os efeitos do pH na 

toxicidade do cobre são de particular importância em águas moles e de baixa alcalinidade, como 

a maioria das águas continentais brasileiras. Em água dura, a toxicidade do cobre é menor 

devido a complexação com Ca2+ e CO23- (Playle et al., 1992), enquanto que em águas moles, 

que têm baixa concentração de Ca2+ e têm baixo poder tampão, acredita-se que a toxicidade do 

cobre seja maior, especialmente em baixo pH. A dureza da água, altos valores de pH ou baixa 

alcalinidade reduzem a letalidade do cobre para os peixes (Zitko e Carson, 1976; Howarth e 

Sprague, 1978; Erickson et al., 1996) mas, em pHs menores que 6,5, hiróxidos de cobre tóxicos 

são formados (Stouthart et al., 1996).  

 O cobre e o pH baixo parecem ser similares no mecanismo de toxicidade pois, ambos 

são caracterizados por causar produção excessiva de muco e sua precipitação nas brânquias, 

sendo a morte então atribuída por asfixia. O baixo pH inibe a absorção de Na+ e Cl- através das 

brânquias e estimula a difusão passiva do efluxo destes íons (Wood, 1989; 2001). O cobre 

também inibe a absorção de íons e favorece sua perda, o que pode aumentar os efeitos do pH 

(Wood 2001; Mazon et al., 2002a). Estudos realizados em água doce, onde as mudanças de 

concentração dos íons hidrogênio são mais pronunciadas, mostraram que a formação de 

complexos do cobre com ligantes orgânicos diminuem a sua absorção e toxicidade (Dodge e 

Theis, 1979; Guy e Kean, 1980, Borgmann e Ralph, 1983; Buckley, 1983; Starodub et al., 1987). 

Entretanto, também foi demonstrado que a absorção e toxicidade do cobre aumentou com a 

diminuição da concentração de íons hidrogênio, diminuindo a concentração de íons cuprico 

(Andrew et al., 1977; Howarth e Sprague, 1978; Chakoumakos et al., 1979; Miller e Mackay, 

1980; Cusimano et al., 1986; Laurén e McDonald, 1986; Starodub et al., 1987). Nestas 

circunstâncias, acredita-se não haver relação direta entre a concentração de íons cúprico na 

solução e a absorção e toxicidade deste metal em organismos aquáticos (Blust et al., 1991). 

 O pH pode alterar a biodisponibilidade do cobre de três maneiras distintas: (1) 

modificando a forma química do metal na solução; (2) modulando a atividade do sistema de 

transporte do metal e (3) modificando processos fisiológicos que influenciam direta ou 

indiretamente os processos de tomada do metal (ex. alterando os potenciais de membrana, 

regulação osmótica e iônica; metabolismos energéticos) (Williams, 1981; Viarengo, 1989). Em 
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ambientes ácidos, a forma mais biodisponível do cobre é o cátion livre (Cu2+) (Laurén e 

McDonald 1985; 1986; Tao et al., 2000; 2002). Já em água com pH alcalino, a forma mais 

biodisponível é o complexo de hidróxido de cobre (Cu(OH)2) (Playle et al., 1992; Tao et al., 

2002). 

 Em ambientes básicos o cobre é complexado com hidrogênio e carbonato, mas  em 

ambientes ácidos os íons cúprico e algumas espécies inorgânicas (ex: CuCl+ e CuSO4) tornam-

se mais importantes. Para a mesma concentração de CO2 dissolvido, o complexo com o 

carbonato é importante em um ambiente básico mas não em ambiente ácido (Blust et al., 1991). 

Por isto, é esperada maior toxicidade do cobre em pH ácido e menor em pH alcalino.  

 Os resultados da exposição do crustáceo eurialino artêmia, Artemia franciscana, a 

concentrações crescentes de cobre mostraram que a absorção deste metal aumentou 

linearmente em relação à sua concentração na solução e que este fato foi maior em água básica 

e neutra, quando comparado à água ácida (Blust et al., 1991). Estes mesmos autores explicam 

que o efeito dos íons hidrogênio na absorção do metal é expresso como ionização do sistema 

de transporte do metal, ressaltando que alterações no pH do meio modificam o processo de 

absorção do cobre. A protonação dos sítios de ligação envolvidos no seqüestro e transporte do 

cobre é exemplo da modificação causada pelas alterações na concentração de íon hidrogênio no 

mecanismo de absorção do cobre. Por isto, a protonação aumenta a absorção e 

biodisponibilidade dos íons cúprico livres e/ou outras espécies de íons cúprico com alterações 

do pH. Uma vez que mudanças na concentração de íons cúprico e na concentração de 

hidróxidos cúpricos são dependentes de pH, não é experimentalmente possível, de forma clara, 

separar os efeitos do pH na especificação do metal do efeito do pH no processo de absorção 

dos metais. 

 Menezes (2005) encontrou para o tambaqui, Colossoma macropomum, uma CL50 (96 h) de 

2,68 mg.L-1 Cu em pH 4,0. Este valor é quatro vezes maior do que o estimado por Oliveira 

(2003) para a mesma espécie, porém em pH 7,3. Outros resultados demonstraram que o 

curimbatá, Prochilodus scrofa, apresentou maior sensibilidade ao cobre em pH 8 (15 µg.L-1), se 

comparado com o valor de CL50 em pH 4 (200  µg.L-1) (Takasusuki et al., 2004). 

 Carvalho e Fernandes (2006) avaliaram a toxicidade do cobre em curimbatá e obtiveram 

valores de CL50 (96 h) de 98 e 88 µg.L-1 em pH 4,5 e 16 e 14 µg.L-1 em pH 8,0, nas 

temperaturas de 20 e 30°, mostrando que esta espécie foi mais sensível ao cobre em pH básico 

que em pH ácido, nas duas temperaturas, concluindo que a toxicidade do cobre para esta 
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espécie depende do pH da água, corroborando os achados de Takasusuki et al. (2004). Os 

achados de Cusimano et al. (1986) também confirmaram que os efeitos do cobre em pH ácido 

diminuiram para truta arco-iris. Carvalho e Fernandes (2006) sugeriram que a diminuição da 

toxicidade do cobre em pH ácido pode ser decorrente da competição do H+ e do Cu2+ pelo 

mesmo sítio de ligação no epitélio branquial (Laurén e McDonald, 1985), que é a principal 

superfície corporal de difusão água-sangue (Mazon et al., 2002a). 

 Çoğum e Kargin (2004) avaliaram a bioconcentração do cobre no fígado, brânquias e 

músculo da tilápia do Nilo em diferentes pHs (5,5, 7,8 e 9,5) por 7, 15 e 30 dias, nas 

concentrações de 0,1; 0,5; 1,0 e 5,0 mg.L-1. Estes autores verificaram que em todos os pHs 

testados o acúmulo de cobre nos tecidos aumentou, significativamente, com o aumento de 

cobre na água e com o tempo de exposição. O acúmulo de cobre nos tecidos dos peixes 

expostos ao pH ácido foi maior do que o dos peixes expostos aos outros valores de pH. 

 Takasusuki et al. (2004) verificaram que, em curimbatá, a exposição a concentrações 

crescentes de cobre aumentou o acúmulo deste metal no plasma, em pH alto e baixo. Porém, 

em pH 4,5 a concentração no plasma foi maior que em pH 8,0. As maiores concentrações, após 

96 h de exposição, ocorreram nas brânquias e plasma com valores 250% maiores que no grupo 

controle. 
 

2.2.4. Influência do oxigênio dissolvido na toxicidade do cobre  

a. Compreendendo os conceitos do metabolismo oxidativo 

 O oxigênio, no seu estado molecular (O2), é essencial para muitos processos metabólicos 

vitais, forçando a vida aeróbica a resistir a uma notável toxicidade caracterizada pelo chamado 

“paradoxo da vida aeróbica” (Ahmad, 1995). Os organismos aeróbicos são, muitas vezes, 

sujeitos a variações na concentração de oxigênio no meio (Davies, 2000). O paradoxo do 

oxigênio é derivado de sua natureza química. Na sua forma atômica (O), o oxigênio é um 

radical livre e na sua forma molecular (O2) é um bi-radical livre (Davies, 2000), caracterizado 

por possuir um elétron não pareado na sua camada atômica mais externa. Quando dois átomos 

de oxigênio combinam para formar uma molécula de oxigênio, seus elétrons permanecem 

como dois elétrons não pareados. Esta natureza de bi-radical permite a reação de 

oxidação/redução. A redução tetravalente do oxigênio, catalisada pela citocromo c oxidase no 

final da cadeia transportadora de elétrons da mitocôndria, produz água. Entretanto, reduções 

monovalentes geram diversos intermediários reativos, comumente conhecidos como espécies 
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reativas do oxigênio (EROs) (Sies, 1986). Se um único elétron é aceito pela molécula de O2 ele 

deve atingir um dos orbitais mais externos, obtendo como produto o radical superóxido (O2•-). 

Além da origem comum no metabolismo aeróbico (Fridovich, 1975), outra fonte importante de 

O2•- é o “burst respiratório” das células fagocíticas quando estas entram em contato com 

partículas invasoras. 

 Adicionando-se um segundo elétron ao O2•- ocorre a formação do íon peróxido O22- 

que não possui elétron não pareado e não é um radical, mas é capaz de gerar novos pró-

oxidantes (Dröge, 2002). Qualquer O22- formado em pH fisiológico irá imediatamente sofrer 

protonação, gerando peróxido de hidrogênio (H2O2). Em soluções aquosas o O2•- sofre a 

reação de dismutação para formar H2O2 e O2. A taxa de dismutação é mais rápida em valores 

de pH mais ácidos (Halliwell e Gutteridge, 1984).  

 A ruptura hemolítica de O-O do H2O2 produz dois radicais hidroxilas (•OH) que 

possuem alta taxa de reação com grande parte das moléculas encontradas nos organismos 

vivos. A reatividade do •OH é tão alta que se os •OH forem formados em organismos vivos 

irão reagir imediatamente com moléculas biológicas ao redor, produzindo radicais secundários 

com reatividade variada. Um sistema biológico que produz O2•- provavelmente produzirá 

H2O2, a não ser que o O2•- reaja imediatamente com outra molécula, por meio da reação de 

dismutação. A taxa na qual isto ocorre depende do pH, da concentração de O2•- e da ação de 

mecanismos de defesa. Acredita-se que os radicais hidroxila são os responsáveis por danos 

celulares que incluem peroxidação lipídica em membranas, oxidação direta de proteínas e 

clivagem de moléculas de DNA e RNA (Pena et al., 1999). 

 A oxidação biológica é um processo primitivo e, em face da inevitável conseqüência da 

toxicidade do O2, a evolução proporcionou estratégias apropriadas de defesa para sobreviver ao 

“paradoxo do oxigênio”. Quando formas mais complexas da vida aeróbica se desenvolveram, a 

elaboração de defesas antioxidantes se diversificou e se adaptou a novas situações. A primeira 

linha de defesa é composta por substâncias antioxidantes como a vitamina C, E, o ácido úrico, 

glutationa e carotenóides. Além do mais, diversas enzimas de defesa antioxidantes (DAs) 

previnem a cascata oxidante, reagindo, interceptando e inativando os EROs, encerrando o ciclo 

da peroxidação lipídica. As enzimas antioxidantes são cruciais no esforço em conter a 

toxicidade do oxigênio, quando o suprimento de outros compostos antioxidantes está escasso 

ou esgotado (Ahmad, 1995), atuando ainda em conjunto com estes compostos. O estresse 

oxidativo (EO) ocorre quando a taxa de geração de EROs excede a da sua remoção (Sies, 

1986), podendo haver excesso na produção de EROs em níveis que comprometem a 
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capacidade destes compostos em combater sua formação ou até mesmo a inibição destes 

mecanismos. Os efeitos deletérios do EO incluem a oxidação de proteínas, DNA e 

componentes esteróides, assim como, a peroxidação de lipídeos na membrana celular. Esta 

reação produz hidroperóxidos de lipídeos (HP) instáveis, produtos que, em decomposição, são 

altamente reativos, ameaçando a integridade celular, perpetuando o ciclo de peroxidação (Sies, 

1986). Muitos poluentes ambientais podem induzir o EO em animais aquáticos, incluindo os 

peixes e estes mecanismos vêm ganhando muita atenção no campo da ecotoxicologia (Lemaire 

et al., 1996).  
 

b. Variações na concentração de oxigênio dissolvido na água e seu efeito na toxicidade do 
cobre 

 Segundo Braum e Junk (1982), Saint-Paul (1984) e Val (1986) as oscilações extremas no 

oxigênio dissolvido no ambiente exigem dos organismos aquáticos, notadamente dos peixes, 

uma série de respostas adaptativas. Estas respostas envolvem desde manifestações 

comportamentais, como migrações laterais e o acionamento da respiração na superfície 

aquática, até o desencadeamento de ajustes fisiológicos e bioquímicos, com aumento do 

hematócrito e da taxa de hemoglobina, alterações enzimáticas e processos de regulação gênica. 

 A produção de EROs tem íntima relação com a proporção de O2 consumido pelo 

organismo. Neste sentido, mudanças na disponibilidade do O2 podem resultar em estresse 

oxidativo (Wilhelm Filho et al., 1993). Segundo Degroot e Littauer (1989), como a velocidade 

de formação dos EROs é proporcional ao consumo de O2 e à quantidade de mitocôndrias 

presentes no tecido, a expectativa inicial é de que situações de hipóxia resultem em diminuição 

da velocidade de geração de EROs. Entretanto, sob determinadas condições, a geração pode 

ser aumentada também durante estas condições. No caso de um quadro isquêmico ou mesmo 

hipoxêmico, onde o O2 está presente em concentrações que limitam sua redução para H2O pela 

citocromo c oxidase, o aumento da capacidade de redução da cadeia respiratória, aliado ao 

acúmulo de co-fatores reduzidos (potencial redutor) nas células, pode aumentar a produção de 

O2•- pelos componentes da cadeia transportadora de elétrons (Freeman e Crapo, 1982). 

Geralmente os aumentos destes intermediários reativos são acompanhados, 

compensatoriamente, por respostas dos sistemas de proteção antioxidantes enzimáticos 

(Freeman e Crapo, 1981), evitando assim o EO. 
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 Sabe-se que em órgãos de mamíferos submetidos à hipóxia e à reoxigenação ocorre 

aumento na produção de EROs causando oxidação dos componentes celulares, incluindo 

proteínas e lipídeos de membranas (Halliwell e Gutteridge, 1985; Kramer et al., 1994). Os 

elétrons liberados na cadeia respiratória mitocondrial são reduzidos durante a isquemia. 

Entretanto, a reoxigenação imediata destes elétrons ocorre após o reinício do refluxo do O2, 

reperfundindo o sistema, levando a superprodução de oxiradicais (Ruuge et al., 1991). Tais 

alterações não só terminam com o período de privação de O2, mas também, com as 

conseqüências da reintrodução do O2 (Storey, 1990; Storey e Storey, 1996). Por outro lado, 

animais que convivem naturalmente com alterações na disponibilidade de O2 podem apresentar 

adaptações bioquímicas. Se a potencialização da produção de EROs e da peroxidação lipídica 

são prejudiciais aos mamíferos em situação de isquemia e reoxigenação, isto pode ser também 

um problema para os peixes durante a volta de uma situação de hipóxia ou anóxia. Segundo 

Lushchak et al. (2001), os sistemas enzimáticos de defesa antioxidante são componentes chave 

do mecanismo bioquímico, que permitem a sobrevivência de certos moluscos e algumas 

espécies de vertebrados inferiores durante a anóxia/hipóxia seguida da reoxigenação. O 

aumento da atividade destas enzimas parece ser importante para a defesa contra a formação de 

EROs durante a reoxigenação nestas espécies. 

 Em relação a anóxia ou a hipóxia severa, existem relatos de que não é a redução de 

oxigênio per se, mas sim o retorno à normóxia que se constitui no fator mais crítico das 

oscilações de OD, influenciando diretamente o metabolismo oxidativo (Barry, 1994). A 

resposta mais comum à hipóxia observada em peixes é o aumento das defesas antioxidantes, 

tanto enzimáticas quanto não enzimáticas. Este processo foi denominado por Hermes-Lima et 

al. (2001) como “preparação para o estresse oxidativo”. Luchchak et al. (2001) em douradinho, 

Carassius auratus, e Cooper et al. (2002), em “spot fish”, Leiostomus xanthurus, mostraram que a 

anoxia ativou as defesas antioxidantes, corroborando os achados de Víg e Necmcsók (1989), 

Hermes-Lima e Storey (1993; 1998), para ectotérmicos. 

 A concentração de oxigênio dissolvido na água varia constantemente até mesmo em 

condições naturais. Ações antropogênicas também contribuem para condições de hipóxia, pois 

a adição excessiva de compostos orgânicos no meio aquático resulta em bloom de algas e 

microorganismos que podem causar alterações na concentração de OD, especialmente à noite, 

na fase escura da fotossíntese. Entretanto, a influência do OD na toxicidade foi muito estudada 

nas décadas de 60 e 70 mas, surpreendentemente, poucas pesquisas foram realizadas após este 

período (Ratter e Heath, 1995). 
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 Os peixes amazônicos possuem mecanismos que incluem modificações 

comportamentais, morfológicas, fisiológicas e bioquímicas que permitem, até certo ponto, a 

sobrevivência dos indivíduos em ambientes hipóxicos (Almeida-Val et al., 1993; 1999). As 

respostas fisiológicas frente às reduções nos níveis de OD ocorrem via: (1) aumento da 

freqüência ventilatória, volume ventilatório e redução na freqüência cardíaca; (2) aumento no 

número de eritrócitos circulantes, taxa de hemoglobina e porcentagem de hematócrito; (3) 

aumento na afinidade da hemoglobina pelo oxigênio ajustado à proporção de fosfato 

inorgânico (NTP) e taxa de hemoglobina e ajustes no pH sangüíneo; (4) expressão de múltiplas 

hemoglobinas com diferentes propriedades funcionais; e (5) depressão do metabolismo (Val, 

1996). Os ajustes fisiológicos buscam favorecer a tomada de O2 e transferência para os tecidos. 

Tais ajustes são acionados assim que o animal detecta alterações na concentração de OD, via 

sistema sensorial ou via processos metabólicos (Hochachka e Somero, 1984; Woottonm, 1990). 

Peixes oxi-reguladores são capazes de manter o aporte de O2 ao organismo até uma tensão 

crítica de O2 (PcO2), a qual varia entre as espécies. A partir desta PcO2 a tomada de O2 

branquial diminui com sua redução no ambiente. As respostas fisiológicas buscam manter a 

concentração de oxigênio no sangue até que o custo da ventilação seja maior do que o ganho 

com o oxigênio tomado do ambiente (Hochachka, 1980; Jensen et al., 1993; Jobling, 1994). 

Portanto, até a PcO2 da espécie, é esperado que as respostas fisiológicas e hematológicas à 

hipóxia mantenham os níveis de O2 adequados. No entanto, estes ajustes implicam em maior 

gasto de energia obtida por meio de reservas, como glicogênio, proteínas e lipídeos. 

 A baixa concentração de OD, condição característica de muitos rios poluídos, foi 

apontada por muitos autores por aumentar o efeito de tóxicos para peixes (Lloyd, 1961). De 

acordo com Berner (1981), os depósitos sedimentares e portanto, as formas químicas em que 

os metais se encontram, podem ser classificadas em função da concentração de OD no 

ambiente, mostrando a instabilidade dos minerais em função deste fator e as mudanças que irão 

ocorrer nos sistemas aquáticos, influenciando na toxicidade de diferentes metais pesados. 

Jackson (1984) avaliou a interação de diversos metais, entre eles o cobre, o zinco e o selênio e 

seus efeitos em organismos aquáticos, sugerindo haver alterações em função da predominância 

de condições aeróbias e anaeróbias nos sistemas naturais. Esta inter-relação foi exemplificada 

com resultados obtidos na interação cobre-zinco, havendo influência do zinco no acúmulo de 

mercúrio em concentrações hipóxicas, que não se modificaram na presença de maiores 

concentrações de OD. Lloyd (1961) demonstrou que a toxicidade aguda de zinco, cobre, 

chumbo, compostos fenólicos e amônia aumentou significativamente em águas com baixa 
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concentração de OD. O fator principal para esta modificação foi a diminuição do OD, 

induzindo a um aumento na freqüência respiratória, alterando o fluxo de água nas brânquias e, 

conseqüentemente, influenciando a absorção dos compostos tóxicos. A toxicidade do ácido 

sulfídrico para Carassius auratus aumentou 1,4 vezes quando em hipóxia (Adelman e Smith, 

1972). Esses achados demonstraram que as mudanças na toxicidade desses metais não se 

devem somente à concentração destas substâncias no meio. 

 Além das ocorrências naturais, a hipóxia em ambientes aquáticos pode também ser 

conseqüência de ações antropogênicas, aumentando sua freqüência, duração e intensidade, 

resultando muitas vezes em diminuições da biodiversidade (Connolly et al., 2004). Hanazato e 

Dodson (1995) observaram efeito sinérgico do carbanil (CO.N.C6H5) e hipóxia em Daphinia 

pulex. Ferreira et al. (2008) avaliaram os efeitos das concentrações de OD na toxicidade do 

cádmio e do carbendazim (fungicida agrícola), para Daphinia magna. Descreveram que a 

exposição a condições agudas destes fatores resultou em sinergismo, verificado principalmente 

na diminuição da CL50, com a diminuição gradativa do OD. Porém, estes autores ressaltaram 

que a interpretação das possíveis interações entre tóxicos e variações no OD devem ser 

cautelosas pois, a exposição à hipóxia implica em aumento de estresse. A hipóxia severa causa 

redução gradual de elétrons na cadeia mitocondrial, levando à formação incontrolada de EROs 

com conseqüente alteração no status redox (Chandel e Schumacker, 2000). O acúmulo de 

metais também causa aumento de EROs como H2O2, O2•- e •OH, culminando em estresse 

oxidativo (Livingstone, 2001; Dautremepuits et al., 2002). Este pode ser o motivo pelo qual, 

durante exposição de curto período à hipóxia, a Daphnia elevou as taxas ventilatórias e cardíaca 

levando ao aumento da absorção de cádmio (Paul et al., 1998). 
 

2.4 O uso de biomarcadores na exposição ao cobre e aos fatores que influenciam sua 
toxicidade 

a. Metabolismo oxidativo 

 Como todos os organismos, os peixes também são susceptíveis aos efeitos das EROs e 

possuem inerentes e efetivas defesas antioxidantes que já estão bem descritas na literatura 

(Wilhelm Filho, et al., 2005; Martinéz-Álvarez et al., 2005). Dentre os mecanismos de defesa 

destacam-se a atuação das enzimas antioxidantes. Dentre elas a enzima superóxido dismutase 

(SOD) que remove o O2•- por meio da aceleração da reação de dismutação, transformando 

ânions superóxido em peróxido de hidrogênio (Yim et al., 1993). A SOD é de grande 
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importância em permitir que os organismos sobrevivam na presença do O2 e tolerem aumentos 

na concentração de EROs (Halliwell e Gutteridge, 1985). Yim et al. (1993) e Sanchez et al. 

(2005) acreditam que, por ser uma metaloenzima, a SOD apresenta rápida resposta à exposição 

ao cobre como resultado da ligação do metal à enzima. A catalase (CAT), enzima responsável 

pela decomposição do peróxido de hidrogênio (H2O2) em água e oxigênio, está distribuída em 

praticamente todos os tipos celulares, principalmente no fígado e no sangue dos vertebrados 

superiores. Por possuir alto Km, a CAT é dificilmente saturada pelo substrato (Scandalios, 

2005). Por outro lado, altas concentrações de O2•- podem inibir sua atividade (Kono e 

Fridovich, 1982). A enzima glutationa peroxidase, GSH-Px, encontrada também em diferentes 

tecidos animais. Ela converte a glutationa reduzida (GSH) em glutationa oxidada (GSSG), 

utilizando como substrato o H2O2 (Grisham, 1992). 

 Fatores como o comportamento, condições do ambiente e mudanças sazonais 

influenciam a atividade das enzimas das DAs. A atividade destas enzimas é tecido-específica. 

Alguns trabalhos citam atividades em tecidos diferentes e até mesmo ausência de atividade em 

alguns tecidos, como é o caso da atividade eritrocitária da CAT. Wdzieczak et al. (1982) 

demonstraram variação da atividade da CAT em muitas espécies de peixes de água doce e de 

água salgada. A maior atividade, entre os peixes de água doce, foi para a atividade da CAT 

eritrocitária da perca, Perca fluviatilis. Entretanto, Wilhelm Filho et al. (1993) relataram a ausência 

de atividade da CAT nos eritrócitos de outras espécies de peixes. Diferenças entre tecidos já 

foram relatadas por Wdzieczak et al. (1982), Radie et al. (1985a; 1985b), Wilhelm Filho et al. 

(1993) e Otto e Moon (1996). O epitélio das glândulas gasosas da bexiga natatória (Morris e 

Albright, 1984) e da retina dos peixes (Desrochers e Hoffert, 1983) apresentaram aumento da 

atividade da SOD, permitindo maior tolerância à toxicidade do oxigênio nestas estruturas. Algo 

similar foi encontrado no músculo vermelho, que normalmente mostra maiores atividades de 

SOD (Mazeaud et al., 1979). Estes mesmos autores descreveram que as maiores atividades das 

DAs ocorrem nos tecidos mais oxidativos. Cassini et al. (1993) e Wilhelm Filho et al. (1993) 

encontraram correlação positiva entre enzimas antioxidantes e intensidade metabólica. 

 Nas últimas décadas as pesquisas em ecotoxicologia têm buscado evidências que 

associem a produção de EROs à contaminação ambiental. Sugere-se que os biomarcadores de 

estresse oxidativo possam ser utilizados em programas de monitoramento ambiental (McCarthy 

e Shugart, 1990). Uma vez descoberta a importância de reações de radicais livres nos processos 

biológicos como mecanismos que auxiliam na destoxificação de xenobióticos, várias pesquisas 
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sobre processos pró-oxidantes e antioxidantes têm sido realizadas (Halliwell e Gutteridge, 

1989). 

 As águas residuais contêm uma variedade de poluentes orgânicos e metálicos. Muitos 

deles são fortemente oxidantes (Avci et al., 2005). Ciprinídeos de água doce de áreas 

sabidamente poluídas mostraram sinais de estresse oxidativo, com aumento das atividades da 

SOD e CAT e maior peroxidação lipídica quando comparado aos peixes de áreas não poluídas 

(Gϋl et al., 2004). Pedrajas et al. (1995) acreditam que a indução da CAT e GSH-Px após 

exposição ao cobre indica que este metal induz espécies de HP no fígado, sendo que, 

provavelmente, o H2O2 resultante da atividade da SOD foi a fonte para o subseqüente aumento 

da atividade da CAT. Matés (2000) descreveu a capacidade da GSH-Px na destoxificação dos 

lipoperóxidos produzidos. 

 O cobre é requisito absoluto para o metabolismo aeróbico e, não obstante, é altamente 

genotóxico e citotóxico. Muitas teorias buscam explicar os mecanismos pelos quais o cobre é 

considerado pró-oxidante no metabolismo. Sua toxicidade pode ser causada pela capacidade de 

catalisar as reações que levam à formação de EROs em peixes (Roméo e Gnassia-Barelli, 1997; 

Roméo et al., 2000; Lopes et al., 2001). O cobre pode ser reduzido de Cu2+ a Cu+ via reação de 

Haber-Weiss (A + B) (Storey, 1996), catalisando a formação de •OH, o mais potente radical 

oxidante capaz de ligar-se a praticamente todas as moléculas biológicas (Buerttner, 1993). Além 

disso, quando em altas concentrações, o cobre também colabora com a formação de •OH a 

partir de hidro e lipoperóxidos (B) já formados por outros processos fisiológicos, aumentando 

a peroxidação das membranas celulares (Baker et al., 1998). 

 

 

 

 A exposição a elevadas concentrações de cobre é danosa. Sua toxicidade crônica afeta 

inicialmente o fígado, pois este é o primeiro local de deposição após entrar na corrente 

sangüínea. Umas das conseqüências mais conhecidas do excesso de cobre é o dano 

peroxidativo de membranas lipídicas (Chow, 1979), o que pode gerar alterações nos parâmetros 

sangüíneos, como hematócrito e concentração de hemoglobina (Gatlin e Wilson, 1986). Os 

mecanismos de DAs são conhecidos por serem capazes de inativar esta cadeia de peroxidação, 

evitando a formação do •OH.  

 Por ser parte integrante da importante enzima antioxidante cobre-zinco superóxido 

dismutase (Cu, Zn-SOD), a restrição de cobre pode diminuir a função catalítica desta enzima 

(A) O2
• - + Cu 2+ Cu+ + O2

(B) Cu+ + H2O2 Cu 2+ + OH- + •OH

(A) O2
• - + Cu 2+ Cu+ + O2

(B) Cu+ + H2O2 Cu 2+ + OH- + •OH
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em vários tecidos, tornando sua atividade um marcador do status de cobre nos diferentes 

tecidos. O cobre apresenta, portanto, importante papel na prevenção de danos oxidativos 

(Linder, 2001). Por outro lado, sua carência resulta na redução das atividades da GSH-Px e da 

CAT (McDermott et al., 1994). 

 Outras teorias propõem que o cobre liga-se a proteínas inibindo inúmeras enzimas 

essenciais. Na presença do O2, a ligação metal-proteína pode ser oxidada irreversivelmente, 

inativando a enzima (Nakamura & Yamazaki, 1972). As diversas teorias explicativas para a 

atuação do cobre no metabolismo oxidativo indicam que há, em muitos casos, sinergismo entre 

estes mecanismos, podendo, participar tanto na formação dos EROs quanto atuar nos 

mecanismos protéicos, estimulando ou mesmo inibindo enzimas. Rowley e Halliwell (1983) 

descreveram que, in vitro, a adição de sais de Cu+ a um sistema gerou altas concentrações de 

H2O2, levando à formação de radicais •OH, mas que esta reação foi prevenida pela adição de 

concentrações fisiológicas de histidina e albumina. Estes autores concluíram que, as altas 

concentrações de proteínas no sangue ligam-se ao cobre indisponibilizando-o para catalisar a 

formação de radicais livres de •OH. 

 Em peixes existem relatos de que o cobre pode tanto estimular quanto inibir as enzimas 

antioxidantes, dependendo da dose, da espécie e/ou da via de exposição. Após exposição do 

“stickleback”, Gasterosteus aculeatus aculeatus, às concentrações de cobre de 0, 25, 100 e 200 μg.L-1, 

Sanchez et al. (2005) observaram rápido aumento nas concentrações das enzimas SOD, CAT e 

GSH-Px e diminuição das concentrações de GSH. A exposição ao cobre, aumentou a atividade 

das enzimas antioxidantes eritrocitárias no bass europeu, Dicentrarchus labrax (Gwozdinski et al., 

1992) e aumentou a atividade da CAT no fígado e rim de carpa comum (Dautremepuits et al., 

2004). Paulistinhas (“zebrafish”, Danio rerio) expostos a 40 e 140 μg.L-1 de CuSO4, por duas 

semanas, mostraram inibição nas atividades da CAT e GST (Paris-Palacios et al., 2000). Da 

mesma forma, em carpa comum, CAT e GST foram inibidas após 96 h de exposição ao cobre 

nas concentrações de 100 e 250 μg.L-1 (Dautremepuits et al., 2002). Utlizando injeção 

intraperitonial de cobre, houve inibição da SOD em carpas após 48 h (Varanka et al., 2001), 

enquanto esta enzima foi rapidamente induzida em dourada, Sparus aurata (Pedrajas et al., 1995). 

 Muitas das pesquisas de EO em peixes objetivam os aspectos toxicológicos, assim 

como, os efeitos de diferentes xenobióticos na atividade das enzimas antioxidantes e na 

intensidade da peroxidação lipídica (Di Giulio et al., 1989; Bainy et al., 1996; Zikic et al., 1996; 

Hai et al., 1997). Estes parâmetros foram propostos como biomarcadores para contaminantes. 

Entretanto, revisando os estudos disponíveis, há tendência clara, em muitos casos, de que as 
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respostas estejam relacionadas à espécie, tecido, parâmetro antioxidante e/ou dose-resposta 

(Martinéz-Alvarez et al., 2005). Estudos relacionados ao estresse oxidativo em peixes abrem 

novas linhas de pesquisa, gerando maiores conhecimentos na fisiologia e toxicologia de peixes. 

Novos estudos poderão agregar informações mais precisas a respeito das respostas das defesas 

antioxidantes nas diferentes espécies de peixes sob variadas circunstâncias, assim como, a 

respeito dos mecanismos regulatórios destas respostas, trazendo benefícios relacionados à 

piscicultura e à aqüicultura (Martinéz-Alvarez et al., 2005). 

 Normalmente, a avaliação do metabolismo oxidativo é realizada no fígado de peixes 

(Fitzgerald, 1992). Na musculatura dos peixes, a avaliação do status oxidativo também tem 

importância, principalmente, pelo alto metabolismo oxidativo e produção de EROs no músculo 

vermelho (Asknes e Njaa, 1981; Wilhelm Filho et al., 1993) e pela influência direta do 

metabolismo oxidativo e da oxidação lipídica na qualidade do filé dos peixes a serem 

consumidos (Sant´Ana e Mancini-Filho, 2000). 
 

b. Intermediários metabólicos 

 A alteração nas concentrações dos intermediários metabólicos plasmáticos ou teciduais 

vem sendo empregada em estudos de efeitos de poluentes. Tais parâmetros permitem desenhar 

os ajustes no metabolismo energético de carboidratos durante o período de exposição a 

condições adversas (Heath, 1995). A estimulação do metabolismo pode ser claramente refletida 

nas mudanças no consumo de oxigênio durante a exposição ao cobre (McGeer al., 2000) ou 

pelo aumento de excretas metabólicos (ex: amônia; Taylor et al., 1996). Uma das principais 

fontes de energia utilizada pelos peixes são os carboidratos e sua taxa de utilização depende 

diretamente da demanda energética do indivíduo (Soengas e Moon, 1995). Muitos peixes 

quando submetidos a situações de estresse realizam ajustes metabólicos que incluem a redução 

do metabolismo basal e a utilização de processos como a glicogenólise, que converte o 

glicogênio armazenado no fígado em glicose (Hochacka e Somero, 1984). Os níveis de glicose 

sangüíneos são freqüentemente citados como indicador fisiológico sensitivo ao estresse em 

peixes (Wedemeyer e McLeay, 1981). Segundo Wendellar Bonga (1997) e Van Weerd e Komen 

(1998), o aumento de glicose no plasma, após exposição ao estresse assegura o abastecimento e 

redistribuição de energia para defender o equilíbrio homeostático.  

 A hipersecreção de adrenalina e de cortisol são consideradas as primeiras respostas ao 

estresse. Estas respostas nos peixes podem ser ativadas em decorrência da exposição a metais 
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pesados (Pratap e Wendelaar Bonga, 1990), alavancando um amplo conjunto de alterações 

bioquímicas e fisiológicas chamados de estresse secundário. Os efeitos metabólicos incluem 

hiperglicemia, depleção das reservas teciduais de glicogênio, catabolismo da proteína muscular e 

alteração dos níveis de proteína no sangue, colesterol e ácidos graxos livres (Wendelaar Bonga 

et al., 1990; Jobling, 1994). O cortisol afeta o metabolismo de carboidratos, assim aumentos nos 

níveis de cortisol são freqüentemente seguidos de hiperglicemia em peixes (Wendelaar Bonga, 

1977). Os níveis plasmáticos de glicose têm mostrado correlação com os níveis de cobre na 

brânquia, até mesmo em longas exposições, e deste modo tem sido sugerido como indicador de 

estresse (Laurém e McDonald, 1985). A exposição ao cobre interfere no processo de captação 

de oxigênio por causar alterações histopatológicas nas brânquias. Segundo Mazon et al. (2002b), 

o aumento da glicose plasmática pode ocorrer de maneira mais severa refletindo a ação do 

cobre no processo de troca gasosa decorrente das alterações na estrutura branquial. Para suprir 

a demanda energética na destoxificação e reparação dos processos de exposição ao cobre, o 

glicogênio e/ou a glicose são mobilizados no fígado. Carvalho (2003) afirma que o cobre em 

excesso altera o metabolismo celular, requerendo energia para destoxificação. 

 Hiperglicemia é uma resposta comum a estressores em peixes de água doce e tem sido 

considerada como indicador de exposição sub-letal a poluentes (Hatting, 1976). Monteiro et al. 

(2005) avaliaram os efeitos da exposição ao cobre nas concentrações de 40 e 400 µg.L-1 em 

tilápia do Nilo, Oreochromis niloticus, por 3, 7, 14 e 21 dias. Observaram aumento na concentração 

de glicose plasmática com a elevação de cobre aquático, porém, não houve linearidade em 

relação às concentrações e ocorreu interação positiva entre tempo de exposição e cobre na 

glicose plasmática. Pelgrom et al. (1995) observaram aumento da glicose plasmática em tilápia 

mossâmbica, Oreochromis mossambicus, exposta ao cobre (200 µg.L-1). Tavares-Dias et al. (2002) 

observaram hiperglicemia em pacu, Piaractus mesopotamicus, após exposição a duas doses de 1 

mg.L-1 CuSO4.  

 Em situações estressantes, como em ambientes com concentração de oxigênio reduzida, 

determinados peixes podem produzir lactato (Hochacka e Somero, 1984). As concentrações de 

lactato plasmático são indicativas de ativação de metabolismo anaeróbico. A exposição ao cobre 

não promoveu alterações nas concentrações de lactato plasmático de bagre do canal, Ictalurus 

punctatus (Griffin et al., 1999). Dethloff et al. (1999) expuseram truta arco-íris, Oncorhynchus 

mykiss, ao cobre na concentração de 16 µg.L-1 e não verificaram alterações de glicose e lactato 

plasmáticos. Outros autores pesquisando os efeitos de concentrações sub-letais do cobre que 

variaram de 9,5 a 27 µg.L-1 também não verificaram alterações do metabolismo glicolítico 
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(McKim et al., 1970; Christensen et al., 1972). Alterações significativas foram verificadas em 

concentrações de cobre iguais ou acima de 30 µg.L-1 (McKim et al., 1970; Christensen et al., 

1972; Cyriac et al., 1989; Shah et al., 1995). 

 Peixes cronicamente expostos a contaminantes químicos podem apresentar 

hipoglicemia, provavelmente devido à combinação de alguns efeitos como depleção do 

glicogênio hepático, redução da alimentação e até perda de glicose na urina (Heath, 1995). Por 

exemplo, Haux et al. (1981) observaram que trutas arco-iris expostas ao chumbo, durante 16 

semanas, apresentaram redução da glicemia. Winkaler et al. (2001) avaliaram a glicemia de 

lambaris, Astyanax sp., coletados em diferentes ambientes. Estes autores verificaram que os 

peixes provenientes dos locais potencialmente mais contaminados apresentaram redução da 

glicemia, podendo representar estresse crônico. A inibição da atividade da piruvatoquinase pelo 

cobre e zinco foi descrita em robalo, Dicentrarchus labrax, e os efeitos destes metais têm relação 

com a competição direta com cátions bivalentes pelos sítios de ligação da proteína induzindo 

variações na conformação da enzima (Isani et al., 1994). 

 Evidências nas alterações da atividade das enzimas, chave da via glicolítica no fígado de 

curimbatá, Prochilodus scrofa, mantido em pH baixo ou alto, com ou sem adição de cobre, 

demonstram o efeito do ambiente nas respostas metabólicas adaptativas (Carvalho e Fernandes, 

2008). Estes autores observaram alterações no metabolismo dos peixes exigindo alta energia 

para sobreviver aos efeitos da temperatura, pH e cobre. Takasusuki et al. (2004) expuseram 

curimbatás a concentrações de cobre de 200 µg.L-1 em pH 4,0 e de 15 µg.L-1 em pH 8,0, por 96 

h. Observaram aumento na glicose plasmática dos animais expostos ao cobre e pH (alto e 

baixo) em relação às exposições isoladas destes fatores, refletindo aumento na demanda 

energética para manter a homeostase. Observaram, ainda, aumento nas concentrações 

plasmáticas de lactato dos peixes expostos por 24 h ao cobre em pH 4,5; indicando o uso de 

glicólise anaeróbica neste tecido para suprir os requerimentos energéticos. 

 A exposição ao cobre e baixo pH, isolados e associados, causou aumento da amônia 

plasmática (Wilson e Taylor, 1993; Beaumont et al., 1995b; Day e Butler, 1996). Beaumont et al. 

(2000) encontraram correlação negativa entre a velocidade de natação e a concentração de 

amônia plasmática, sugerindo que a amônia pode afetar a performance natatória por sua função 

reguladora de certas vias metabólicas ou por efeitos na função neuromuscular (Beaumont et al., 

1995b). Aumentos na concentração de amônia plasmática foram observados por outros autores 

na associação de exposição a cobre e pH ácido como em truta marrom, Salmo trutta (Beaumont 

et al., 1995a; 2000; Day e Butler, 1996) e truta arco-iris (Wilson e Taylor, 1993). 
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 A PcO2 é a tensão de O2 abaixo da qual o peixe não é capaz de suprir a demanda de O2 

necessária à manutenção de seu metabolismo aeróbico. Desta forma, o animal passa a utilizar 

mecanismos como o metabolismo anaeróbico para suprir a demanda energética (Santos, 2006). 

Hochachka e Somero (1973; 1984) propuseram que organismos ectotérmicos, particularmente 

os peixes, utilizam estratégias bioquímicas para manter a homeostase metabólica durante 

oscilações de OD, de temperatura e de outros parâmetros químicos da água. Diminuições do 

OD são normalmente encontradas em águas tropicais (Almeida-Val et al., 1993). Animais que 

vivem nestas condições apresentam diferentes estratégias para sobreviver e se adaptar a ela. 

Dentre elas as respostas bioquímicas contribuem para que os peixes possam enfrentar baixos 

níveis de OD, tamponando seus efeitos (Moraes et al., 2002). 

 Em condição de hipóxia severa, a quantidade de oxigênio liberada para os tecidos é 

menor do que a necessária para a manutenção do metabolismo aeróbico. Como conseqüência, 

ocorre uma reorganização metabólica seguida de uma das vias: aumento da taxa de produção 

anaeróbica de ATP ou diminuição da taxa de ATP (depressão metabólica) (Dunn e Hochachka, 

1986). Estes mecanismos envolvem ativação glicolítica tendo como substrato a glicose e/ou o 

glicogênio e lactato como produto intermediário (Panepucci et al., 2001). Independentemente 

da resposta bioquímica, as estratégias comportamentais ou fisiológicas decorrentes da 

exposição à hipóxia são observadas em muitas espécies de peixes, para preservar a deficiência 

energética celular (Moraes et al., 2002). 

 Tem sido sustentado que a supressão metabólica é elemento chave da tolerância à 

hipóxia em uma variedade de organismos, incluindo os peixes (Hochachka e Somero, 1984). 

Esta diminuição no metabolismo aeróbico, juntamente com a ativação do metabolismo 

anaeróbico, possibilita a algumas espécies de peixes sobrevirem por longos períodos hipóxicos. 

Estes ajustes podem ocorrer simultaneamente com outros mecanismos, melhorando a 

transferência de oxigênio (Val, 1996). Muitos animais expostos à hipóxia e anóxia por longos 

períodos podem inibir a ativação glicolítica para prevenir acidificação metabólica (Sidell, 1983), 

pois a diminuição do pH pode prejudicar processos fisiológicos e causar danos severos às 

células (Van den Thillard e Van Waarde, 1985; Wood, 1991). 

 De acordo com Vijayan et al. (1997), em tilápia mossâmbica submetida a estresse, o 

cortisol contribui direta ou indiretamente na produção de glicose, proveniente, provavelmente, 

da gliconeogênese dos substratos, incluindo lactato e aminoácidos. O lactato é o produto final 

da glicólise em condições de hipóxia e aumenta por processos fermentativos nos tecidos 

(Crestani et al., 2006). A fermentação da glicose, gerando lactato, foi descrita por Dunn e 
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Hochachka (1986). De acordo com Begum e Vijayaraghavan (1999) aumento no conteúdo de 

lactato indica desordens metabólicas e pode sugerir estresse respiratório severo nos tecidos de 

peixes. 

 Almeida-Val et al. (1993) mostraram que o tambaqui, Colossoma macropomum, começa a 

utilizar o metabolismo anaeróbico quando a redução da depressão metabólica não foi mais 

suficiente ou quando a concentração de O2 na água alcançou níveis reduzidos (hipóxia severa), 

aumentando a produção de lactato. Affonso et al. (2002) encontraram, em tambaqui exposto à 

hipóxia, acúmulo de lactato plasmático, demonstrando dependência do metabolismo 

anaeróbico. A fermentação glicolítica parece ser uma adaptação comum do tambaqui a 

condições de estresse (Duncan, 1998). Portanto, a utilização do metabolismo anaeróbico pode 

ser importante para a sobrevivência de peixes em condições adversas. 

 Moraes et al. (2002) expuseram a tuvira, Gymnotus carapo, à hipóxia ambiental e 

observaram aumento de duas vezes no lactato plasmático. Virani e Rees (2000) expuseram o 

“gulf killifish”, Fundulus grandis, à hipóxia e verificaram aumento de 20 vezes no lactato 

plasmático, indicando aumento no metabolismo anaeróbico. Moraes et al. (1997a) avaliaram os 

efeitos da exposição do cascudo, Hypostomus regani, à hipóxia extrema (8 mg.L-1 OD). Após 

quatro horas de exposição houve aumento do lactato plasmático, indicando ampla mobilização 

de intermediários e alta atividade fermentativa. Espécies como o douradinho, Carassius auratus, 

(Shoubridge e Hochachka 1981) e a carpa, Cyprinus carpio (Hochachka, 1961) desenvolveram 

notável capacidade de anaerobiose sob hipóxia severa. Santos (2006) observou níveis 

constantes de lactato plasmático em decorrência da exposição do matrinxã, Bryncon cephalus, à 

hipóxia, demonstrando que estes valores não se alteraram em decorrência da diminuição 

metabólica pois foi observada baixa atividade natatória. 

 As proteínas representam grande fonte energética para os teleósteos (Weber e 

Zwingesltein, 1995). A redução hepática de proteína em bagre do canal exposto ao clomazone 

(isoxazolidinonas), herbicida utilizado na agricultura, indica aclimatação fisiológica dos peixes 

para superar a situação de estresse utilizando o catabolismo de proteína para suprir a demanda 

de energia (Crestani et al., 2006). Santos (2006) avaliou a exposição do matrinxã à hipóxia e 

observou um aumento de amônia plasmática, possivelmente decorrente da mobilização de 

aminoácidos para a síntese de glicose e glicogênio em outros tecidos (Walsh e Henry, 1991; 

Moraes et al., 1996; 2002). Moraes et al. (2002) sugeriram que a concentração elevada de 

amônia plasmática acompanhada de aminoácidos livres em tuviras expostas à hipóxia, indica 

nova síntese de glicose pois, o aumento de amônia foi acompanhado de piruvato e glicose. 
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 Moraes et al. (1997b) avaliaram os efeitos da exposição à hipóxia severa (0,5 mg.L-1 

OD), por seis horas, em pacu. Foi observado um aumento da glicose plasmática nas primeiras 

horas de exposição decaindo posteriormente. Os níveis de lactato plasmático aumentaram no 

início da exposição, voltando para os níveis-controle após seis horas. Não houve variação na 

concentração de piruvato plasmático. A relação lactato/piruvato revelou mudanças metabólicas 

significativas no plasma, caracterizando este tecido como via importante para tamponar o 

sistema. 

 Panepucci et al. (2001) avaliaram os efeitos da exposição à hipóxia em pacu, por dois, 

quatro e seis horas. Estes autores observaram um aumento no lactato plasmático após quatro 

horas, diminuindo após seis horas, o que demonstra ativação do metabolismo anaeróbico. A 

diminuição, após 6 h, pode ter-se dado em função da respiração na superfície aquática (ASR), 

mecanismo utilizado por esta espécie durante períodos de hipóxia severa, para a utilização da 

camada mais oxigenada da interface ar-água e ventilar suas brânquias (Rantin e Kalinin, 1996; 

Rantin et al., 1998). 

 Modificações no pH do sangue afetam o pH intracelular que, por sua vez, pode alterar 

profundamente o metabolismo, uma vez que a conformação de proteínas e a atividade 

enzimática são influenciadas por mudanças no pH (Devlin, 1997). A manutenção do pH 

interno e a regulação iônica são normalmente problemas para peixes em pHs baixo e alto, visto 

que muitos processos metabólicos necessitam de pH ideal para sua performance (Yesaki e 

Iwama, 1992).  

 Pelgrom et al. (1995) verificaram uma diminuição no pH sangüíneo de tilápia 

mossâmbica exposta a concentração de cobre de 200 µg.L-1, caracterizando distúrbio da 

regulação ácido-base. Muitos animais expostos à hipóxia por longos períodos podem inibir a 

via glicolítica para prevenir acidose metabólica (Sidell, 1983) pois, a diminuição do pH do 

sangue pode prejudicar processos fisiológicos e causar danos severos às células (Wood, 1991). 

Affonso et al. (2002) verificaram que a exposição à hipóxia causou diminuição significativa do 

pH sangüíneo em tambaqui. 

 

c. Metalotioninas 

 As metalotioninas (MTs) são proteínas não enzimáticas, de baixo peso molecular e alta 

concentração de cisteínas. Os grupos tiol (-SH) dos resíduos de cisteína permitem às MTs se 

ligarem a metais da família I B e II B da Tabela periódica (Kägi e Nordberg, 1979). Devido a 
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esta capacidade de ligação com metais essências, como o Cu e o Zn, as MTs são citadas no 

controle homeostático da disponibilidade destes metais nos sistemas biológicos (Hamer, 1986), 

caracterizando-as por agir como reserva disponível para satisfazer demandas enzimáticas e 

metabólicas destes metais (Brouwer et al., 1989; Viarengo e Nott, 1993; Roesijadi, 1996). 

Diversos autores acreditam que a indução das MTs contribui para aumentar a tolerância à 

exposição de metais (Roesijadi et al., 1982; Geroge e Olosson, 1994; Pavicic et al., 1994; 

Schlenk et al., 1999; Cajaraville et al., 2000; Linde et al., 2001). Desde a descoberta e 

caracterização de MTs por Margoshes e Vallee (1957), houve propostas de implicação destas 

proteínas nos processos de destoxificação por metais pesados, por não exercerem sua ação 

tóxica quando ligados a elas. Ferreira et al. (2008) apontaram que os efeitos antagônicos 

encontrados após a exposição a concentrações de cádmio e carbendazim se devem à redução na 

toxicidade do cádmio causada pela indução na concentração da MT. A MT é induzida por 

metais pesados (Satoh et al., 1996) e também por diferentes químicos e estressores e 

particularmente por pró-oxidantes (Viarengo et al., 1999). 

 A indução da síntese de MT já foi descrita em diversos grupos animais (anelídeos, 

moluscos, crustáceos e peixes) em resposta à contaminação por metais como a Ag, Cd, Cu e 

Hg, sugerindo o uso potencial da concentração de MT como biomarcador (Amiard et al., 2006). 

A MT é parte do conjunto de biomarcadores reconhecidos no continente europeu, sendo 

avaliada em programas de monitoramento ambiental (BEQUALM) (Mathiessen, 2000). É parte 

também dos biomarcadores selecionados para monitorar ambientes marinhos no plano de 

ações da Organização das Nações Unidas para o Meio Ambiente (UNEP/RAMOGE, 1999). 

 Por possuir características altamente conservativas e por ser praticamente onipresente, as 

MTs possuem papel essencial nos processos vitais (Amiard et al., 2006). Mason e Jenkins (1995) 

propuseram duas funções para as MTs. Primeiramente, estas proteínas constituem reservas não 

tóxicas disponíveis para a síntese de metaloenzimas (Brouwer et al., 1989; Viarengo e Nott, 

1993; Roesijadi, 1996). Segundo Roesijadi et al. (1992), as MTs podem reduzir a ligação de 

metais nos sítios de ligação, diminuindo assim seu potencial tóxico. As MTs parecem ter outras 

funções importantes, incluindo a proteção contra radiação ionizante (Cai et al., 1999) e 

prevenção do estresse oxidativo (Cavaletto et al., 2002; Correia et al., 2002). Organismos pré-

expostos a metais, como o Cd, resistiram ao estresse oxidativo aumentando a concentração de 

MTs parecendo limitar os efeitos do •OH e O2•- por reagirem com eles. A atuação das MTs 

como parte do sistema de defesas antioxidantes ainda está em discussão. Amiard et al. (2006) 

fizeram uma revisão dos conceitos atuais do papel da MT em organismos invertebrados e sua 
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utilização como biomarcadores. Parece que a ligação do cobre com o grupamento sulfridrila da 

MT é uma das mais estáveis dentre os demais metais, resistindo à degradação e diminuindo a 

disponibilidade destes ao se ligarem à MT (Bremmer, 1991; Amiard et al., 2006). Assim, as 

formas de atuação como antioxidante pode ser por indisponibilizar o cobre para gerar EROs 

ou pela própria ação redox dos resíduos de cisteína (English e Storey, 2003).  

 Compostos oxidantes promovem a ativação de genes para a metalotionina (MT), o que 

implica no envolvimento das MTs nos sistemas de defesa antioxidante celular (English e Storey, 

2003). Porém, alguns autores afirmam que os resultados de pesquisas sobre as propriedades 

antioxidantes das MTs ainda são contraditórios. As funções biológicas das MTs envolvem a 

destoxificação de metais e sua homeostase; por isso a MT é uma proteína importante para o 

metabolismo intracelular do cobre, na proteção contra danos oxidativos e toxicidade resultante 

da exposição excessiva a estes metais (Muto et al., 1999). A MT apresenta ainda importante 

papel como seqüestradora de espécies de radicais livres, protegendo estruturas celulares contra 

o estresse oxidativo (Sato e Bremner, 1993). Por outro lado, Fabisiak et al. (1999) 

demonstraram que as ligações cobre-MT são sensíveis à oxidação pelo H2O2 e que a oxidação 

parece diminuir a habilidade da MT em seqüestrar cobre. Desta forma, a liberação do cobre 

pode potencializar os danos celulares em situação de EO, demonstrando que os mecanismos 

fisiológicos podem potencialmente controlar a ligação e/ou liberação do cobre destas proteínas 

chave. A habilidade da MT em se ligar com o cobre e suprimir o cobre mediador de oxidações 

foi ótima em ambientes redutores e corresponde à capacidade máxima da MT em se ligar ao 

cobre (12 mol de Cu/1mol de MT). Em contraste, só uma fração destes sítios de ligação e desta 

capacidade de supressão foi observada quando a interação MT-Cu ocorreu em ambientes 

oxidados. Assim a proteção da MT por meio da ligação com o cobre é fortemente abalada na 

presença de H2O2, disponibilizando o cobre para eventuais reações redox. 

 Foi constatado que aumentos na concentração de MT podem estar associados à 

diminuição da sensibilidade de um organismo ao excesso de metais (Roesijadi e Fellingham, 

1987; Stuhlbacher et al., 1992; Pavicic et al., 1994). A indução da MT em peixes é influenciada 

por fatores naturais como: diferenças inter-específicas, idade, sexo, maturidade sexual, etc. 

(Duquesne, 1992). Alguns fatores não relacionados com a contaminação de metais também 

podem induzir à síntese de MTs, gerando falsas conclusões no uso deste biomarcador. Fatores 

como temperatura (Serafim et al., 2002), pH (Carvalho et al., 2004), salinidade (Leung et al., 

2002), tamanho do organismo (Leung e Furness, 2001), estresse físico por captura, despesca e 

transporte, salinidade e estágio reprodutivo (Baer e Thomas, 1990), variações na concentração 
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de OD e congelamento (English e Storey, 2003), presença de antibióticos ou herbicidas 

(Mosleh et al., 2004) são os mecanismos descritos na literatura por estimularem aumentos na 

concentração de MTs nos peixes. Entretanto, o nível de indução nestas condições é 

normalmente menor que o causado por metais (Kägi, 1993). Este fator é importante, pois, a 

relevância do uso da MT como biomarcador depende das condições naturais do ambiente e não 

somente da concentração do metal no meio de exposição (Amiard et al., 2006). English e 

Storey (2003) afirmam que as funções das MTs variam de forma espécie-específica e estresse-

específica. 

 A MT tem sido identificada em vários órgãos de peixes expostos a metais (Olsvik et al., 

2000; Bragigand e Berthet, 2003) sendo o fígado o órgão no qual tem sido encontrada em 

concentrações mais altas (Olsvik et al., 2000). Os tecidos normalmente envolvidos com a 

absorção, estoque e excreção de metais, têm alta capacidade de sintetizar MTs. Nos organismos 

aquáticos estas proteínas foram identificadas nas glândulas digestórias (Viarengo et al., 1984) e 

brânquias (Viarengo et al., 1980; Roesijadi e Klerks, 1989; Mouneyrac et al., 1998). As brânquias 

dos peixes são órgãos multifuncionais onde ocorrem os transportes de íons, trocas gasosas, 

regulação ácido-base e excreções (Wendelaar Bonga et al., 1990). É o primeiro local de ação 

tóxica de exposição ao cobre onde ocorrerá acúmulo deste metal em peixes podendo, 

eventualmente, levar a danos e disfunções ao órgão (Mallatt, 1985; Pelgrom et al., 1995). Os 

danos branquiais podem ser prevenidos ou contrabalançados pelo aumento na síntese de MTs 

(Dang et al., 1999). 

 

d. Enzima Na+/K+-ATPase 

 Nos peixes teleósteos, os mecanismos de regulação ácido-base são aperfeiçoados pela 

dinâmica modulação das proteínas transportadoras de íons nas brânquias e rins (Heisler, 1989; 

Clairbone et al., 2002). As brânquias dos peixes de água doce possuem mecanismos para o 

transporte ativo de Na+, Cl-, Ca2+ e K+ (Eddy, 1985). Estes mecanismos são afetados pela ação 

de metais, destacando-se como marcadores de mecanismos de intoxicação (McDonald et al., 

1989). Efeitos potenciais dos metais na fisiologia dos peixes podem estar associados a: 1. 

interrupção de um ou mais mecanismos de transporte, ampliando ou bloqueando as vias de 

difusão; 2. interferindo nos sítios de ligação do Ca2+ na superfície, com concomitante efeito na 

estabilidade da membrana (McDonald et a., 1989). As células cloreto, células de transporte de 

íons do tecido branquial dos peixes teleósteos, que atuam no equilíbrio osmótico e 
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hidroeletrolítico, são ricas em mitocôndria e extensos sistemas de membranas tubulares, 

contendo grande quantidade de enzimas Na+/K+-ATPase. Esta enzima pertence ao grupo das 

ATPases e utiliza energia para o transporte iônico, mantendo o gradiente celular de Na+ e K+. 

Sua atividade possui papel crucial no transporte de íons no epitélio branquial (McCormick, 

1995; Flik et al., 1996). 

 Existem relatos que evidenciam os efeitos de metais no mecanismo de osmorregulação. 

Em truta arco-íris, o cobre induziu distúrbios osmorregulatórios pela diminuição da captação 

ativa de íons, devido à inibição direta da atividade de enzimas específicas para o transporte 

iônico, tal como a Na+/K+-ATPase (Li et al., 1998; DeBoeck et al., 2000). Lorz e McPherson 

(1976) observaram inibição da Na+/K+-ATPase branquial em salmão “coho”, Oncorhynus 

kisutch, expostos a concentrações de cobre de 5 a 30 ppb. Ay et al. (1995) expuseram a tilápia 

“redbelly”, Tilapia zillii, a concentrações de 0,5; 1,2 e 4,0 mg.L-1 de CuSO4 (14 dias) e 

encontraram correlação negativa (r = - 0.756) entre os níveis de cobre aquático e a atividade 

branquial da Na+/K+-ATPase. Dang (2000) observaram que a tilápia mossâmbica exposta por 

quatro semanas à água ácida ou cobre aquático aumentou a densidade de células cloreto mas 

diminuiu a atividade da Na+/K+-ATPase branquial. Wendelaar Bonga et al. (1990) e Li et al. 

(1998) caracterizaram previamente esta alteração afirmando que o aumento de células cloreto 

em condições de estresse ocorre com liberação de células imaturas com baixas concentrações 

da enzima. O cobre diretamente induz necrose e indiretamente, via cortisol, induz apoptose das 

células cloreto na brânquia de tilápias (Li et al., 1998). Dang (2000) descreveram que em tilápia 

mossâmbica houve aumento no número de células cloreto necróticas e apoptóticas e que estas 

continham menores concentrações de Na+/K+-ATPase. 

 McGeer et al. (2000) observaram que a truta arco-íris, quando exposta cronicamente ao 

cobre (2 meses – 75 µg.L-1), apresentou aumento de 2,5 vezes na atividade da Na+/K+-ATPase 

branquial e caracterizou esta resposta como tentativa de restabelecer o transporte iônico 

branquial perdido durante a longa exposição ao metal. Monteiro et al. (2005) observaram que o 

acúmulo de cobre nas brânquias inibiu a atividade da Na+/K+-ATPase branquial em tilápia do 

Nilo exposta às concentrações de cobre de 0,04 e 0,40 mg.L-1. Esta inibição ocorreu com três 

dias de exposição e permaneceu até 21 dias, confirmando a ausência de processo 

compensatório no tecido branquial. Houve diferença entre a exposição aos níveis de cobre 

avaliados, com valor menor para o grupo exposto à concentração de 0,4 mg.L-1. Pelgrom et al. 

(1995) expuseram a tilápia mossâmbica a concentrações de cobre de 0,05; 0,10 e 0,20 mg.L-1, 
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por seis dias, resultando em aumento significativo da concentração de cobre nas brânquias e no 

plasma de forma mais proeminente nos peixes expostos a 0,20 mg.L-1. 

 Pesquisas demonstraram que “fathead minnows”, Pimephales promelas, diminuiu a 

atividade da Na+/K+-ATPase em resposta à exposição ao cobre (0,15 mg.L-1) em 24 horas de 

exposição (Kolok et al., 2002). Entretanto, esta resposta pode ter resultado de danos causados 

nas brânquias e em algumas espécies pode ser reflexo dos mecanismos de defesa que 

resultariam na diminuição da taxa metabólica em um período de 24 h. DeBoeck et al. (2007) 

relataram diminuição da Na+/K+-ATPase em carpa comum e carpa “gibel”, Carassius auratus 

gibelio, em poucas horas de exposição a níveis sub-letais de cobre. Por não terem sido 

observados danos branquiais nestes peixes, os autores sugerem que esta diminuição pode 

permitir ao peixe sobreviver à fase de “choque inicial” de exposição ao cobre, através da 

redução do fluxo de água e da absorção branquial de cobre. Neste cenário, a redução da taxa 

metabólica pode ser resultado tanto da redução de necessidade energética (diminuindo a 

atividade da Na+/K+-ATPase) como da redução da absorção de oxigênio. Pistole et al. (2008) 

descreveram que aumentos no metabolismo decorrentes da exposição ao cobre por períodos 

maiores (96 h) ocorreram também nesta fase “choque inicial”, sugerindo que este incremento 

no metabolismo é decorrente de respostas celulares e mecanismos de compensação resultantes 

do início da exposição. Estes mecanismos incluem a produção de MTs (Kil et al., 2006; Wu et 

al., 2006), assim como, aumentos compensatórios na atividade da Na+/K+-ATPase (Leena e 

Oommen, 2000; DeBoeck et al., 2007). 

 A Na+/K+-ATPase em mamíferos diminuiu consideravelmente em condições de 

hipóxia em estudos de Thevenod e Friedmann (1999) e Comellas et al. (2007). Comellas et al. 

(2007) avaliaram que a possível relação entre exposição à hipóxia e inibição desta enzima está 

correlacionada a um mecanismo sinalizador onde os EROs gerados no EO agem modulando 

ajustes metabólicos do consumo energético, diminuindo a produção de ATP. Este mesmo 

autor relata ainda haver relação entre os níveis de GHS-Px e SOD na prevenção da inibição da 

Na+/K+-ATPase, sugerindo que a exposição celular a concentrações destas enzimas foram 

efetivas em prevenir os danos decorrentes da exposição à hipóxia na atividade da Na+/K+-

ATPase. Por outro lado, Bogdanova et al. (2003a; 2003b) avaliaram hepatócitos de truta arco-

íris e eritrócitos de camundongos e afirmam que a inibição da Na+/K+-ATPase não é 

decorrente da diminuição nos níveis celulares de ATP. 
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e. Parâmetros Hematológicos 

 A qualidade da água é considerada importante fator responsável por variações na 

hematologia, resultado da íntima associação entre o sistema circulatório e o ambiente externo 

(Cassilas e Smith, 1977). Nas últimas décadas, as variáveis hematológicas vêm sendo aplicadas 

no diagnóstico clínico de peixes, auxiliando a avaliação dos efeitos de xenobióticos e 

substâncias tóxicas (Wendelaar Bonga, 1997). Assim, a hematologia pode ser considerada como 

parâmetro essencial para o estado geral da saúde em diversas espécies de peixe (Nussey et al., 

1995). Pesquisadores relatam o uso de parâmetros hematológicos como indicador de estresse 

(Cassilas e Smith, 1977; Tomasso et al., 1983) e de exposição a substâncias tóxicas (Van Vuren, 

1986) como metais (Christensen et al., 1972; Cryiac et al., 1989; Van der Merwe, 1992; Wepner 

et al., 1992). 

 Autores descrevem hipersecreção de muco nas brânquias de peixes expostos a metais. 

Este sistema de defesa busca diminuir a quelação e difusão dos metais do meio externo para a 

corrente sangüínea mas, por outro lado, pode dificultar ou impedir as trocas gasosas levando o 

organismo a uma hipóxia tecidual (Lichtenfels et al., 1996). Para Nussey et al. (1995), durante a 

exposição ao cobre o peixe parece desenvolver déficit na captação de oxigênio, gerando 

situação semelhante à da hipóxia ambiental. Além da secreção de muco, a exposição ao cobre 

pode causar danos morfológicos (Mazon et al., 2002a) e espessamento do epitélio branquial, 

incluindo proliferação celular e hipertrofia (Mallat, 1985; Dang, 2000). Estas alterações reduzem 

consideravelmente a eficiência da superfície respiratória como trocadora de gases. Mudanças na 

morfologia branquial em decorrência da exposição a metais pode ser uma resposta 

compensatória para dificultar a entrada dos metais nas células deste tecido (Mallat, 1985; Dang, 

2000). Como conseqüência, os parâmetros sangüíneos são alterados de forma a otimizar o 

transporte de oxigênio no sangue e sua liberação nos tecidos (Heath, 1995). 

 Dentre os efeitos biológicos do cobre, as mudanças hematológicas são evidentes, 

variando, em muitos estudos, o número de eritrócitos, taxa de hemoglobina e porcentagem de 

hematócrito. Algumas destas mudanças são transientes e outras acontecem por maiores 

períodos. As diferenças que ocorrem entre os experimentos podem muitas vezes ser devidas 

aos níveis de cobre estudados, espécie e qualidade da água, dificultando muitas vezes a 

compreensão destes valores e a comparação entre os estudos. Alguns autores caracterizam 

como resposta de exposição ao cobre a hemoconcentração, com aumento do hematócrito, 

hemoglobina e eritrócito (Nussey et al., 1995; Cerqueira e Fernandes, 2002; Menezes, 2005). De 
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acordo com O´Connor e Fromm (1975), os íons metálicos são conhecidos por estimular a 

eritropoiese. 

 Nussey et al. (1995) expuseram a tilápia mossâmbica a concentrações de cobre de 0,16 e 

0,40 mg.L-1 por 96 h e por quatro semanas. Foram observados aumentos nos eritrócitos e na 

hemoglobina na exposição a 0,16 mg.L-1 por 96 h, sendo estas respostas atribuídas ao cobre por 

estimular a eritropoiese e por meio do aumento da hemoglobina elevar a capacidade de 

transporte de oxigênio para os tecidos (Cyriac et al., 1989). Por outro lado, na exposição a 0,40 

mg.L-1, por 96 h, houve diminuição de eritrócitos indicando inibição na produção de células 

vermelhas. A destruição destas células ocorre em conseqüência da hemólise dos eritrócitos 

decorrentes da debilidade dos mecanismos de osmorregulação e dos danos branquiais (McLeay, 

1973; Wedemeyer e Yasutake, 1977; Larsson et al., 1985). Estes achados também foram 

descritos por Strivastava e Narain (1985) em “stinging catfish” Heteropneustes fossilis submetidos 

ao estresse e por Van der Merwe (1992) no bagre africano, Clarias gariepinus, após exposição ao 

cobre. O acúmulo de cobre nas brânquias, fígado e rins causou hemorragia interna resultando 

na diminuição dos eritrócitos (Raj-Banshi e Gupta, 1986; Van der Merwe , 1992; Nussey, 1994).  

 Nussey et al. (1995) acreditam que, como resultado do aumento da respiração 

anaeróbica em decorrência da exposição ao cobre, os peixes aumentam a concentração de CO2 

no sangue, elevando a produção de ácido lático como efeito tampão a esta elevação, 

diminuindo, portanto, o pH sangüíneo. Este aumento da acidez causa inchaço nas células 

vermelhas, gerando aumento do volume corpuscular médio (VCM) (Soivio et al., 1974). O 

VCM caracteriza o tamanho e condição dos eritrócitos, refletindo divisões celulares normais ou 

anormais durante a eritropoiese. Diminuições no VCM indicam que houve aumento de 

eritrócitos imaturos liberados dos tecidos eritropoiéticos (Larsson et al., 1985). Aumentos deste 

parâmetro, por outro lado, indicam que os eritrócitos sofreram turgescência devido à 

hipoxemia ou estresse osmótico como observado por Nussey et al. (1995) em tilápia 

mossâmbica em resposta à concentração de cobre de 0,40 mg.L-1 (96 h). Irregularidades no 

tamanho celular têm sido correlacionadas a hemodiluição, alterações peroxidativas da 

membrana e distúrbios osmorregulatórios causados por metais pesados (Roncero et al., 1992). 

 A concentração de hemoglobina corpuscular média (CHCM) é a taxa de concentração 

de hemoglobina (Hb) em relação ao hematócrito e não é influenciada pelo VCM ou pelo 

número de eritrócitos (Eri). No entanto, este parâmetro pode ser interpretado de maneira 

incorreta, quando há, por exemplo, a liberação na corrente sangüínea de células vermelhas 

imaturas, com menor VCM e diferente concentração de Hb (Soivio e Nikimaa, 1981). 
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 Tavares-Dias et al. (2002) avaliaram os efeitos do cobre em pacu, aplicando duas doses 

de CuSO4 nas concentrações de 0,50 e 1,00 mg.L-1, com intervalo de dois dias entre cada 

aplicação. No primeiro dia após a segunda aplicação, nas duas concentrações de cobre 

avaliadas, houve redução do número de eritrócitos, da taxa de hemoglobina e do CHCM e 

aumento do VCM. Houve diminuição de hemoglobina na exposição a 0,50 mg.L-1 e aumento 

na glicemia na exposição a 1,00 mg.L-1. A exposição a 1,00 mg.L-1 causou diminuição do VCM 

após 15 dias de exposição. Singh e Reddy (1990) avaliaram que em bagre indiano, Heteropneustes 

fossilis, o tratamento com cobre provocou hiperglicemia, redução de Eri e Hb até 30 dias após o 

tratamento. Similarmente, Singh (1995) observou decréscimo de Eri, Hb, Htc e CHCM e 

aumento do VCM em “murrel” de água doce, Channa punctatus. 

 A exposição ao cobre e ao pH ácido causa alterações hematológicas em peixes (Heath, 

1995; Wood, 1989; Wang et al., 1998; Cerqueira e Fernandes, 2002). Muitas das mudanças nas 

células sangüíneas em baixo pH aquático são reflexos de distúrbios iônicos (Milligan e Wood, 

1982; Wood, 2001). O estresse ácido é responsável por uma grande variedade de respostas 

hematológicas em peixes de água doce (McDonald et al., 1989), bem como, a exposição ao 

cobre (Nussey et al., 1995; Heath, 1995). O decréscimo do pH da água causa acidose sangüínea, 

em razão do aumento da pressão arterial de CO2. Esta acidose primeiramente diminui o 

oxigênio contido no sangue e, associado ao acréscimo nos níveis de catecolaminas circulantes, 

pode causar rápido aumento na taxa de ventilação branquial dos peixes. A elevação da 

hemoglobina, como também, do eritrócito, pode ser uma forma de compensar alguma 

deficiência que ocorra no processo de trocas gasosas no epitélio branquial. A elevação da 

concentração de Hb do tambaqui, observada por Menezes (2005) durante a exposição ao meio 

ácido, sugere um meio para aumentar a capacidade de transporte de oxigênio para os tecidos. 

 Carvalho e Fernandes (2006) avaliaram a associação da exposição ao cobre, em pH 4,5 e 

pH 8,0; em temperatura 20 e 30°C, por 96 h no curimbatá. Estes autores observaram interação 

entre cobre e pH somente em Hb e CHCM. As respostas hematológicas ao cobre em pH baixo 

e alto, a 20 e 30°C, indicaram distúrbios mais complexos que os decorrentes da exposição 

isolada ao meio ácido. Estes autores concluíram que as respostas à exposição ao cobre em 

diferentes pHs e temperaturas têm mostrado que a magnitude das respostas hematológicas 

parece depender das concentrações de cobre na água e a sensibilidade da espécie ao metal. 

 Barcarolli e Martinez (2003) avaliaram os efeitos da exposição do alumínio (15 µg.L-1) 

em pH = 5,0 (24h e 96h) em piaussú, Leporinus macrocephalus, e observaram que os peixes 

expostos somente ao meio ácido não alteraram seus parâmetros hematológicos, iônicos e 
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metabólicos e concluiram que esta espécie é altamente tolerante à exposição ao meio ácido. Por 

outro lado, a exposição (24 h) à associação de meio ácido e Al- aumentou o Htc e a glicose, mas 

não modificou a Hb e a proteína plasmática (PP). 

 Muitos fatores interferem nas respostas hematológicas, dentre eles a hipóxia (Marcon e 

Wilhelm Filho, 1999; Affonso et al., 2002). Val e Almeida-Val (1995) compilaram trabalhos de 

diferentes autores e verificaram que, de modo geral, em condições de hipóxia foi observado 

aumento do hematócrito, da hemoglobina e do número de eritrócitos em diversas espécies de 

peixes amazônicos, tanto em condições ambientais como experimentais. Quando em condições 

de hipóxia, os peixes tendem a apresentar significativas mudanças adaptativas nas funções da 

hemoglobina (Wells, et al., 1989). Krogh e Leitch (1919) sugeriram que os peixes se adaptam à 

hipóxia por meio de aumentos na capacidade de transporte de oxigênio da hemoglobina e que 

normalmente animais nativos de ambientes hipóxicos apresentam altas concentrações de 

hemoglobina. Wells et al. (1989) expuseram o peixe antártico “borchs”, Pagothenia borchgrevinki, à 

hipóxia ambiental e observaram aumento do Htc, da Hb e do lactato. 

 Os peixes compensam a baixa tomada de oxigênio, na prevalência da condição hipóxica, 

com aumento no número de eritrócitos (Wepener et al., 1992). Este aumento é decorrente do 

estímulo adrenérgico nos tecidos hematopoiéticos, para contração esplênica e liberação dos 

eritrócitos armazenados para a circulação sangüínea (Nilsson e Grove, 1974). Moura et al. 

(1997) observaram aumento de eritrócitos circulantes resultantes da contração esplênica em 

tambaqui exposto à hipóxia. Affonso et al. (2002) estudando esta mesma espécie observaram, 

em resposta à hipóxia (12 h), aumento na hemoglobina, eritrócitos e MCHC, sugerindo 

aumento na capacidade do sangue em carrear oxigênio. De acordo com Weber e Jensen (1988) 

e Jensen et al. (1993), o aumento do hematócrito via liberação de eritrócitos presentes no baço 

muitas vezes, é decorrente de exposição aguda à hipóxia e o estímulo à eritropoiese ocorre em 

exposições crônicas. Mas indiferentes ao período de exposição, os eritrócitos liberados podem 

ser imaturos apresentando baixa concentração de Hb. 

 Aumentos no VCM têm sido associados com fatores como a hipóxia e estresse (Weber, 

1982). A exposição à hipóxia aguda libera catecolaminas que interferem no equilíbrio osmótico 

das membranas eritrocitárias, causando inchaço nas células e aumento do VCM (Butler et al., 

1978; Perry et al., 1989; Randall e Perry, 1992). As catecolaminas, por sua vez, elevam o volume 

dos eritrócitos assim como o pH intracelular, aumentando a afinidade da hemoglobina com o 

oxigênio (Spry e Wood, 1984). 
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 Panepucci et al. (2001) avaliaram os efeitos da exposição do pacu à hipóxia por seis 

horas e não encontraram diferenças no hematócrito, na hemoglobina, e nos eritrócitos. Poucos 

estudos avaliaram os efeitos do cobre em meio hipóxico, dificultando a comparação dos 

parâmetros hematológicos nesta associação. 

 

2.5 Considerações sobre a espécie a ser estudada 

 Os ecossistemas tropicais são susceptíveis à atividades humanas e à degradação 

ambiental. Entretanto, pouco tem sido feito para investigar o impacto de contaminantes nestes 

ambientes (Lacher e Goldstein, 1997) e muito poucas espécies de peixes tropicais têm sido 

utilizadas em estudos de toxicidade. O pacu, Piaractus mesopotamicus (Figura 3), peixe da família 

Characidae, é encontrado na América do Sul, com distribuição entre a região Amazônica e bacia 

Paraná-Paraguai (Severi, 1991). Na região central do Brasil, o pacu ocorre em locais pantanosos 

e planícies alagadas onde estão, freqüentemente, sujeitos à hipóxia temporária ou à anóxia 

(Rantin et al., 1998). Assim como outros serrasalmídeos, tais como o tambaqui, Colossoma 

macropomum, e a pirapitinga, Piaractus brachypomum, o pacu pode sobreviver em condições 

hipóxicas devido a padrões comportamentais e recursos anatômicos bem característicos, 

incluindo a formação do edema temporário no lábio inferior que facilita a respiração na 

superfície aquática (ASR). Este recurso favorece a captação da água mais oxigenada da camada 

superficial dirigindo-a para as brânquias para que ocorra a troca gasosa (Saint-Paul e 

Bernardino, 1988). De acordo com Rantin e Kalinin (1996) o pacu apresenta uma PcO2 de 40 

mmHg e respiração na superfície aquática (ASR) durante períodos de hipóxia severa (10 a 20 

mmHg de O2 dissolvido). A espécie, considerada uma boa oxirreguladora, aumenta a ventilação 

branquial em resposta a hipóxia, utilizando-se de um maior aumento no volume ventilatório do 

que na freqüência respiratória, o que é considerado um mecanismo de economia de energia 

metabólica por parte do aparato ventilatório quando em condições de hipóxia severa (Rantin et 

al., 1998). O pacu em testes de toxicidade mostrou-se tolerante à exposição ao cobre conforme 

os resultados da CL50 de 2,37 mg.L-1 Cu2+ (J. Almeida, dados não publicados).  

Em sistema intensivo de produção, o pacu alimentado com dietas formuladas apresenta 

boa conversão alimentar e atinge peso comercial em menos de um ano. Devido a estas 

características, o pacu tem sido intensivamente cultivado em diferentes regiões do Brasil 

(Borghetti e Canzi, 1993) e é uma das espécies de grande importância na aqüicultura da 

América do Sul. O pacu é comumente encontrado em uma variedade de ambientes de água 
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doce, muitos deles submetidos a período de hipóxia aguda e moderada e baixo pH (Rantin et 

al., 1998). Esta espécie também é caracterizada, quando em sistema de cultivo, como 

susceptível à contaminação por íctio e helmintos como a monogenea (Tavares-Dias et al., 2001; 

Schalch e Moraes, 2005), sendo submetido a banhos terapêuticos de CuSO4, quando em 

sistema de cultivo.  

 

Figura 3: Exemplar de pacu, Piaractus mesopotamicus. 

 

3. JUSTIFICATIVA 

 No cultivo de peixes existem vários fatores que alteram a qualidade da água, como a 

presença excessiva de fitoplâncton, plantas aquáticas e algas, as quais causam redução da 

concentração de OD, aumento de CO2 e conseqüentemente redução do pH. A grande 

quantidade de microalgas presente no meio consome oxigênio e libera dióxido de carbono, 

sendo que altas taxas de CO2 acidificam a água, diminuindo o pH. Neste caso, a taxa de 

respiração muitas vezes excede a fotossíntese. 

 O limite superior estabelecido para o cobre, oxigênio dissolvido e pH pelo Conselho 

Nacional do Meio Ambiente (CONAMA, 2006) é 0.009 mg.L-1 de cobre, 5 mg.L-1 OD (≅ 105 

mmHg) e pH entre 6,0 e 9,0 (resolução vigente nº 020/1986) em ecossistemas aquáticos 

destinados para aqüicultura (classe 2). De acordo com o relatório recente, publicado pela 

Companhia de Tecnologia de Saneamento Ambiental, em muitos rios do estado de São Paulo, a 

concentração de cobre dissolvido excede o limite estabelecido, variando de 0.01 a 0.02 mg.L-1 

de cobre. As variações de pH são menos corriqueiras mas as oscilações de OD são freqüentes 

(CETESB, 2007).  
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O uso de produtos com cobre no ambiente aquático é uma questão relevante na química 

ambiental. Produtos como o CuSO4, utilizados em diferentes concentrações na agricultura e 

aqüicultura, representam grande fonte de contaminação. Como descrito nesta revisão, as 

condições em que o CuSO4 é aplicado na aqüicultura, geralmente, são caracterizadas por 

apresentarem baixa concentração de OD, pH ácido e excesso de CO2. Entretanto, a avaliação 

da toxicidade do cobre muitas vezes ocorre em condições controladas, o que poderá mascarar 

seus efeitos quando comparados às condições em que ele é utilizado. 

A capacidade dos organismos para a biotransformação de substâncias exógenas é 

importante fator na determinação de efeitos de poluentes ambientais. Neste contexto, o estudo 

dos efeitos da exposição ao cobre em condições de hipóxia e meio ácido sobre biomarcadores 

em peixes pode, além de elucidar mecanismos de toxicidade do metal, indicar possíveis efeitos 

sobre o bem estar animal, levando ao uso racional deste composto em aqüicultura. 

 

4. OBJETIVOS 

 O presente trabalho teve por objetivos estudar a ação do cobre, do pH e do oxigênio 

dissolvido e possíveis interações na associação entre cobre e pH e entre cobre e oxigênio 

dissolvido nos biomarcadores oxidativos, metabólicos e hematológicos do pacu. 
 

4.1 Os objetivos gerais foram testar as seguintes hipóteses: 
Hipótese 1:  

A exposição às concentrações de 0,4 e 2,0 mg de cobre alteram os biomarcadores oxidativos, 

metabólicos e hematológicos no pacu. 

 

Hipótese 2:  

A exposição ao meio ácido (pH = 5,0) altera os biomarcadores oxidativos, metabólicos e 

hematológicos do pacu. 

 
Hipótese 3:  

A exposição à hipóxia (50 mmHg) altera os biomarcadores oxidativos, metabólicos e 

hematológicos do pacu. 
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Hipótese 4:  

Existe interação entre níveis de cobre aquático e pH (neutro e ácido) nos biomarcadores 

oxidativos, metabólicos e hematológicos do pacu. A associação de cobre e pH ácido modifica 

o comportamento destes biomarcadores. 

 
Hipótese 5:  

Existe interação entre níveis de cobre aquático e oxigênio dissolvido (normóxia e hipóxia) 

nos biomarcadores oxidativos, metabólicos e hematológicos do pacu. A associação de cobre 

e hipóxia modifica o comportamento destes biomarcadores. 

 

4.2 Objetivos Específicos 

 As avaliações das hipóteses propostas foram realizadas por meio da determinação de 

parâmetros bioquímicos. Uma vez que exposições ao cobre, ao pH ácido e à hipóxia exigem 

respostas integradas que envolvem mecanismos regulatórios, foram investigados os efeitos da 

exposição às diferentes condições experimentais no: 

 a) metabolismo oxidativo, avaliando a concentração de hidroperóxido de lipídeos e as 

atividades das enzimas antioxidantes SOD, CAT e GSH-Px no fígado, músculo vermelho e 

músculo branco; 

 b) metabolismo intermediário, determinando as concentrações plasmáticas de glicose, 

lactato, piruvato, amônia, proteína e pH; 

 c) dados bioquímicos da função branquial avaliando a atividade da Na+/K+-ATPase e 

concentração de metalotionina; 

 d) respostas hematológicas, mensurando os parâmetros hematológicos e índices 

hematimétricos; 

 e) absorção de cobre, avaliando a concentração de cobre no plasma. 
 

5. MATERIAL E MÉTODOS 

5.1. Peixes 

 Exemplares juvenis do pacu, Piaractus mesopotamicus, foram adquiridos da Aqüicultura 

Aquapeixe (Conchal, SP, Brasil) e foram mantidos por dois meses em tanques (1000 L) 

equipados com sistema de recirculação e aeração mantendo o ambiente normóxico e 

temperatura constante (25 ± 1oC), fotoperíodo de 12-h luz: 12-h escuro, e pH (7,2 ± 0,06). Os 
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peixes foram alimentados ad libitum diariamente com ração comercial peletizada. A alimentação 

foi suspensa 48 h antes do início do período experimental. 
 

5.2. Exposição ao cobre, à hipóxia, ao meio ácido, isolados ou associados 
 Para determinar os efeitos do aumento das concentrações de cobre aquático, da 

exposição à hipóxia, ao meio ácido e das associações destes nos biomarcadores, grupos de peixe 

(n = 10; peso = 43,4 ± 3,35 g) foram randomicamente distribuídos em aquários experimentais 

(180 L; sistema estático, 2 aquários por grupo). Os peixes foram expostos ao aumento de cobre 

aquático isolado e associados a condições de meio ácido ou hipóxia, por 48 h perfazendo os 

seguintes grupos experimentais. 

• 0Cu = pH neutro e normóxico, sem adição de cobre (controle)  

• 0.4Cu = pH neutro e normóxico, com adição de 0.4 mg.L-1 de cobre 

• 2.0Cu = pH neutro e normóxico, com adição de 2.0 mg.L-1 de cobre 

• 0CupH = meio ácido (pH = 5.0), sem adição de cobre  

• 0.4CupH = meio ácido (pH = 5.0), com adição de 0.4 mg.L-1 de cobre 

• 2.0CupH = meio ácido (pH = 5.0), com adição de 2.0 mg.L-1 de cobre 

• 0CuHpx = hipóxia (50mmHg), sem adição de cobre  

• 0.4CuHpx = hipóxia (50mmHg), com adição de cobre 0.4 mg.L-1 de cobre 

• 2.0CuHpx = hipóxia (50mmHg), com adição de cobre 2.0 mg.L-1 de cobre 
 

5.3 Cobre aquático 
 A fonte de cobre utilizada foi o sulfato de cobre pentahidratado CuSO4.5H2O (Labsynth 

Ltd.). Uma solução-estoque foi preparada pela diluição de 5,0 g de CuSO4.5H2O em 1 L de 

água destilada e utilizada para obter as soluções-teste através da dissolução destas na água dos 

aquários experimentais nas concentrações desejadas. A concentração de cobre na água foi 

medida ao início das exposições e após 48 h em todos os aquários experimentais. As 

concentrações de cobre na água foram determinadas por espectrofotometria de absorção 

atômica (AA 6800) no CEAQUIM – Departamento de Química e Bioquímica do IB/UNESP - 

Botucatu. 
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5.4 Características do meio aquático 

 Os níveis de pH dos aquários do “sistema ácido” foram gradualmente diminuídos de 

neutro a ácido. Estes níveis foram alcançados utilizando-se H2SO4 puro e/ou NaOH com 

ajustes, quando necessário. Os níveis de pH do “sistema ácido” se mantiveram próximos de 

5.04 ± 0.04 e no “sistema neutro” próximo a 7,20 ± 0,06. Os dois sistemas foram monitorados 

continuamente durante o teste de toxicidade com um microeletrodo de pH (Quimis Scientific 

Apparatus, Mod. 400A). 

 Os níveis de OD dos aquários do “sistema hipóxico” foram gradualmente diminuídos 

de normóxia para hipóxia. Os níveis de OD foram alcançados borbulhando mistura N2 na 

água, diminuindo para 49 ± 1,29 mmHg e se mantiveram nestes valores. Nos “sistemas 

normóxicos”, os níveis de O2 se mantiveram em 132 ± 5,74 mmHg durante o período 

experimental. A pressão parcial de O2 em ambos os sistemas foi monitorada constantemente 

por eletrodo de O2 FAC 001 conectado ao analisador de O2 FAC 204A (FAC Electronics, São 

Carlos, SP, Brasil). 

 Os parâmetros de qualidade da água nos aquários foram mensurados em 0 e 48 h do 

período experimental (Tabela 1). 
 

5.5 Obtenção dos tecidos e determinações dos parâmetros  

 Ao término do período experimental, os peixes foram coletados dos aquários e 

anestesiados com benzocaína a 0,01% (Synth). O sangue foi coletado por punção caudal com 

seringa heparizinada (1 mL). Posteriormente, os animais foram sacrificados com secção 

medular. Os tecidos (fígado, Músclo vermelho, músculo branco e brânquias) foram coletados, 

lavados em solução salina (0,9% NaCl), secos em papel filtro, identificados, e posteriormente 

congelados em biofreezer (-80°C).  

 As leituras espectrofotométricas foram realizadas em espectrofotômetro Spectronic 

Genesys 5. Quando as leituras foram realizadas em microplaca, o equipamento utilizado foi o 

leitor de microplaca Dynex MRXTC 250 (Dynex Technologies Inc., UK). As centrifugações 

foram realizadas em centrífuga refrigerada Hernle-Z323K. 
 

a. Metabolismo oxidativo  
 Amostras individuais congeladas de fígado, músculo vermelho e músculo branco foram 

pesadas e homogeneizadas utilizando homogeneizador de tecido Turratec TE 102 (Tecnal, SP, 
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Brasil) a 18000 rpm, por 1 min e tampão gelado contendo 0,1 M fosfato de sódio tampão pH 

7,4 em uma proporção de 1:10. O homogenado foi centrifugado a 12500 x g por 20 min a 4oC. 

O sobrenadante foi retirado para os ensaios enzimáticos. Alíquotas de 10 µL das amostras 

foram tomadas para determinação da proteína total, de acordo com a metodologia descrita por 

Bradford (1976) adaptado por Kruger (1994) para leitor de microplaca, utilizando albumina 

sérica bovina como padrão, determinada a 595 nm.  

 Um ensaio da oxidação do ferro pelo alaranjado de xilenol (FOX) foi utilizado para 

determinar os hidroperóxidos de lipídeos, como proposto por Jiang et al. (1991). Foram 

tomados 100 µL de amostras de tecido (previamente desproteinisados com TCA 10%), 

adicionados 900 µL de reagente de FOX contendo 250 µM de sulfato ferroso de amônia, 100 

µM alaranjado de xilenol, 25 mM H2SO4, e 4 mM BHT em metanol 90 % (v/v). Os níveis de 

HP foram detectados espectrofotometricamente a 560 nm, e apresentados como nmol.g-1 de 

tecido. 

 A atividade da SOD (EC 1.15.1.1) foi baseada na sua habilidade em inibir a redução do 

“nitro blue tetrazolium” (NBT) por radicais superóxido (Crouch et al., 1981), gerados por 37,5 

mM de hidroxilamina em solução alcalina (Otero et al., 1983). O ensaio foi realizado em 0,5 M 

Na2CO3, pH 10,2, com 2 mM EDTA e 1,2 mM NBT. A reação do NBT foi determinada 

espectrofotometricamente a 560 nm. Um ensaio-controle com ausência de tecido foi realizado. 

Uma unidade de SOD foi definida como a quantidade de proteína necessária para diminuir a 

taxa de 50% da inibição máxima. Os dados foram expressos em unidades de SOD.mg-1 de 

proteína. 

 A atividade da GSH-Px (EC 1.11.1.9) foi determinada de acordo com o método descrito 

por Mills (1959) e modificado por Hafeman et al. (1974). Os tubos de ensaio foram incubados a 

37oC contendo 10 µL do homogenado de tecido, 150 µL de água destilada, 0,4 M de tampão 

fosfato de sódio, pH 7,0, EDTA 80 mM, GSH 2 mM, e NaN3 0,01 M. Após 5 min de 

incubação prévia a 37oC, 100 µL de H2O2 0,4 mM foram adicionados. Após 3 min, alíquotas 

desta mistura foram retiradas e tratadas com solução de precipitação contendo ácido 

metafosfórico glacial. O GSH no filtrado livre de proteína foi determinado com um tampão 

fosfato de sódio 0,4 M e ácido 5,5’-ditio di-2- nitrobenzóico - DTNB) 1 mM em 1% de solução 

C6H5Na3O7.2H2O. A redução do H2O2 pela GSH-Px diminuiu as concentrações de GSH. Esta 

concentração foi medida espectrofotometricamente a 412 nm. Uma unidade de atividade da 

GSH-Px foi definida como 1 µg de GSH.min-1. A atividade da GSH-Px foi apresentada em 

nmol.mg de proteína-1. 
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 A atividade da CAT (EC 1.11.1.6) foi determinada pela diminuição das concentrações de 

H2O2, em 15 seg, lendo a absorbância em 240 nm de acordo com Aebi (1974). O volume da 

reação foi de 1 mL contendo 500 µL da amostra de homogenado de tecido e 500µL de tampão 

fosfato de sódio 50 mM, pH 7,0 e H2O2 15 mM. O ensaio do controle foi realizado sem a 

adição de H2O2. Os dados foram expressos em nmol.mg de proteína-1. 
 

b. Parâmetros hematológicos 

 O sangue foi retirado por punção caudal com seringa heparinizada (1 mL). A proteína 

plasmática (PP) foi determinada de acordo com o método descrito por Bradford (1976) 

adaptado por Kruger (1994) para leitor de microplaca como descrito acima. Os valores foram 

expressos em mg de proteína.mL-1 de plasma. A concentração plasmática de cobre, [Cup], foi 

determinada por espectrofotometria de absorção atômica (standard methods AA 6800) e 

apresentada como μg.L-1. O pH do sangue foi medido com microeletrodo de pH (Quimis 

Scientific Apparatus, Mod. 400A) imediatamente após a retirada do sangue. 

 O hematócrito (Htc) foi determinado pela técnica de centrifugação de microcapilares. A 

contagem de eritrócitos (Eri) foi determinada opticamente em câmara de Neubauer. A 

hemoglobina (Hb) foi determinada utilizando o reagente de Drabkin em absorbância de 540 

nm. O volume corpuscular médio (VCM) e a concentração de hemoglobina corpuscular média 

(CHCM) foram calculados utilizando-se os valores de Htc, Hb e Eri. 

 
c. Intermediários metabólicos no plasma 
 Para as determinações das concentrações plasmáticas de glicose, lactato, piruvato e 

amônia, o plasma foi inicialmente desproteinisado em 100 µL de plasma em 900 µL de ácido 

tricloroacético (TCA) 20%, seguido de centrifugação a 12000 rpm por 3 minutos a 4 T°C, 

utilizando-se o sobrenadante nas determinações. 

 a) As concentrações de glicose foram determinadas com base no método descrito por 

Dubois et al. (1956). Esta análise consistiu no emprego de 100 µL da amostra, adicionando água 

destilada até completar 500 µL, seguido da adição de 500 µL de fenol 4,1% e 2,0 mL de ácido 

sulfúrico (H2SO4) concentrado, rapidamente adicionado ao meio de reação. Os tubos de reação 

foram imediatamente resfriados em banho de água e a leitura óptica realizada em 480 nm. A 

concentração de glicose foi estimada contra um padrão de glicose e expressa em µmoL de 

glicose.mL-1 de plasma. 
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 b) O lactato foi estimado segundo metodologia descrita por Harrower e Brown (1972) 

baseada na formação de um complexo entre lactato e sulfato de cobre (CuSO4), sendo o lactato 

revelado pelo p-fenilfenol e H2SO4. Para a determinação da concentração de lactato, 50 µL da 

amostra foram diluídos em água até completar 500 µL, em seguida foram adicionados 20 µL de 

CuSO4 a 4 % e 3,5 ml de ácido sulfúrico concentrado. A solução foi, então, fervida durante 5 

minutos e após resfriamento foram adicionados 80 µL de solução de p-fenilfenol (1,5 g de p-

fenilfenol em solução aquosa de NaOH, 2 %) lentamente adicionado e agitado em vórtex. Após 

uma hora em repouso, os tubos foram novamente fervidos por 90 segundos, imediatamente 

resfriados em banho de água e a leitura óptica realizada em 570 nm. A concentração de lactato 

foi estimada contra um padrão de lactato (Sigma) e foi expressa em µmoL de lactato.mL-1 de 

plasma. 

 c) O piruvato foi estimado segundo método de Lu (1939) pela reação da 

dinitrofenilhidrazina (DNPH) em que 400 µL de amostra de plasma foram diluídos em água 

destilada até completar 500 µL seguidos da adição de 250 µL de DNPH (0,1% em HCl 2,0 N). 

Após 30 minutos de banho-maria à 37oC, foi adicionado à mistura de reação 3,0 mL de NaOH 

1,3 N e a leitura óptica foi realizada em 440 nm. A concentração de piruvato foi determinada 

contra um padrão de piruvato de sódio (Sigma) e expressa em µmoL de piruvato.mL-1 de 

plasma . 

 d) A concentração de amônia foi determinada segundo método de nesslerização, 

adaptado por Gentzkon e Masen (1942), que consiste em adicionar 500 µL do reagente de 

Nessler (Imbralab) aos tubos contendo 300 µL de amostra de plasma dilúidas em água destilada 

até completar 2000 µL. Posteriormente, as amostras do ensaio permaneceram em repouso de 

20 minutos. A leitura óptica foi realizada em 420 nm e a concentração estimada contra um 

padrão de cloreto de amônio (NH4Cl), expressa em µmol.mL-1 de plasma. 

 
d. Concentração de Metalotionina e atividade da Na+/K+-ATPase nas brânquias 

 A Metalotionina (MT) nas brânquias foi determinada pela concentração de grupamento 

SH de acordo com Viarengo et al. (1997), usando como padrão a glutationa reduzida (GSH). 

Aproximadamente 200 mg de filamentos branquiais foram homogeneizados em 3 mL de 

tampão Tris–HCl 20 mM (pH 8,6), contendo sucrose 0,05 M e β-mercaptoethanol 2mM. O 

homogenado foi centrifugado a 30.000-g por 20 min a 4°C. O supernatante foi coletado e uma 

solução de clorofórmio/etanol foi utilizada para a fração-MT, parcialmente purificada. As 

amostras foram secas em speed vac por aproximadamente quatro a seis horas e ressuspensos em 
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solução de 0,25 M NaCl, HCl 1 N e 4mM EDTA. A concentração de MT foi quantificada, 

utilizando-se reagente de Ellman´s contendo NaCl 2M, DTNB 0,43 em tampão fosfato 0,2 M 

(pH 8,0) e determinada espectrofotometricamente a 412 nm e apresentada como MT.g tecido-1. 

 A atividade da Na+/K+-ATPase (EC 3.6.1.3) foi determinada como descrito por 

Quarbius et al. (1997) e previamente adaptada para a espécie. Em resumo, a atividade específica 

foi determinada pela diferença da hidrólise do ATP. As amostras de tecido foram previamente 

homogeneizadas em tampão SI (0,3 M sacarose, 30 mM imidazol) e centrifugadas a 4°C, 10 000 

rpm por 5 min. O sobrenadante foi pipetado em seis poços de uma microplaca e pipetado, em 

cada poço, 100 µL da mistura de reação contendo 250 mM NaCl, 10 mM MgCl2, 10 mM 

imidazol, 3 mM Na2+ ATP (livre de vanadium), 70 µL β - mercaptoetanol, pH 7,6. Triplicatas 

de tecido contendo KCl (5 mM) e outras três contendo ouabaina (2,5 mM) foram incubadas a 

25oC, por 30 min em ambiente escuro. A reação foi interrompida pela adição de 200 µL de 

solução TCA 8,6% (1:1) e reagente de cor contendo 0,66 mM H2SO4, 9,2 mM heptamolibidato 

de amônia e 0,33 mM FeSO4.6 H2O. A absorbância foi lida a 595nm em leitor de microplaca 

Dynex MRXTC 250 (Dynex Technologies Inc., UK). A quantidade de Pi foi estimada nos 

meios que continham KCl e nos meios que continham ouabaína e as diferenças entre estes 

meios indicam a atividade da Na+/K+-ATPase, sendo expressa em µM Pi.mg proteína-1.h-1. 
 

6. ANÁLISE ESTATÍSTICA 

 Para se verificar a curva de distribuição dos parâmetros avaliados, foi utilizado o teste de 

normalidade Kolmogorov-Smirnov, seguindo os conceitos de tamanho amostral. Os resultados 

das variáveis avaliadas estão apresentados como média ± desvio padrão (DP). As análises 

estatísticas foram realizadas com os softwares GraphPad InStat (versão 3.00, GraphPad 

Software), SigmaStat (versão 2.0, Jandel Corporation) e Minitab 15 (versão 15.1.30.0, Minitab 

Brasil). 

 Para avaliação dos efeitos simples dos fatores, foram realizadas análises de variancia 

(Anova), aplicando os pós-testes de Dunnet (na avaliação dos níveis de cobre) ou teste t de 

Student (na avaliação da exposição ao meio ácido e à hipóxia) a fim de verificar em quais 

grupos as diferenças foram significativas para p < 0,05. 

 Para verificar as possíveis interações entre os fatores, foi realizada Anova em Modelo 

Linear Generalizado (GLM), para dados não balanceados. Quando diferenças entre os grupos 

experimentais foram verificadas (p < 0,05), utilizou-se o pós-teste de Tukey identificando as 
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diferenças entre os grupos experimentais. Para verificar o efeito da associação dos fatores, em 

relação ao grupo controle, aplicou-se o pós-teste de Dunnet (p < 0,05). 
 

7. RESULTADOS 

7.1 Parâmetros aquáticos 

 Os parâmetros de qualidade da água mantiveram-se dentro da normalidade para os 

protocolos experimentais (Tabela 1) e estão de acordo com os padrões de cultivo (Boyd, 1990) 

e com características determinadas nas águas estaduais da região de São Carlos, SP. Conforme 

descrito por Aragão et al. (2003), a maioria das águas interiores brasileiras é de baixa dureza 

(água mole), constatação esta que permite a realização de testes de toxicidade. 

 A concentração de cobre aquático (µg.L-1) variou, em relação à concentração nominal, 

em cerca de 2% ao início e cerca de 48% ao final do período experimental. Esta diminuição 

também foi descrita por Dias (2003), que observou redução drástica nas concentrações de 

cobre dissolvido 24 horas após a aplicação de CuSO4, atingindo valores similares aos 

encontrados no início do experimento. Esta rápida diminuição pode ser decorrente da 

transferência do cátion para outros compartimentos do sistema, como o sedimento, e também, 

pelo baixo tempo de residência do CuSO4 na coluna d’água (Button et al., 1977; Mastin e 

Rogers, 2000). 

 A Figura 4 apresenta a relação entre a concentração nominal e a concentração de cobre 

determinada na água ao início (0 h) do período experimental, mostrando correlação (r2 = 0,89) 

entre a concentração de cobre na água nominal e determinada. 
 

  

 

 

 

 

 

Figura 4. Concentração nominal versus concentração mensurada (µg.L-1) nos diferentes aquários 

experimentais, determinado ao início (0 h) do período experimental.  
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Tabela 1: Parâmetros físico-químicos de temperatura (°C), alcalinidade (CaCO3; mg L-1), dureza 

(CaCO3; mg L-1), concentração de Na+ (mEq L-1), concentração de K+ (mEq L-1), e de amônia 

(mg L-1), da água dos aquários experimentais coletados ao início (0 h) e término do período 

experimental (48 h). 

grupos horas 
T 

(°C) 
Alcalinidade 

CaCO3 (mg.L-1) 
Dureza 

CaCO3 (mg.L-1) 
Na+ 

mEq.L-1 

K+ 

mEq.L-1 
Amônia 
(mg.L-1) 

0 22,0 9,5 35,0 1,6 3,4 0,018 
controle 

48 22,0 11,4 40,0 2,0 3,7 0,037 

0 21,0 10,1 35,0 1,6 3,5 0,016 
0.4Cu 

48 21,1 11,1 34,0 1,8 3,8 0,037 

0 21,6 9,0 39,0 1,6 3,7 0,020 
2.0Cu 

48 21,0 10,4 38,0 1,9 4,0 0,039 

0 21,9 9,8 36,0 1,6 3,8 0,018 
0CupH 

48 21,7 10,5 30,7 2,4 3,7 0,025 

0 21,0 10,4 36,0 1,7 3,5 0,020 
0.4CupH 

48 21,5 11,0 30,0 1,6 3,9 0,034 

0 21,6 9,0 40,0 1,6 3,7 0,015 
2.0CupH 

48 21,7 11,0 33,0 3,6 2,6 0,034 

0 22,1 9,8 38,3 1,6 3,7 0,020 
0CuHpx 

48 21,8 10,4 35,3 1,7 3,8 0,052 

0 21,0 10,1 35,0 1,6 3,5 0,015 
0.4CuHpx 

48 22,0 10,0 30,0 1,7 3,6 0,041 

0 21,8 9,0 38,0 1,6 3,7 0,011 
2.0CuHpx 

48 21,8 11,2 33,0 2,0 4,1 0,040 

 
 

7.2 Observações comportamentais 

 A saúde geral dos peixes foi normal durante os experimentos, exceto para os peixes dos 

grupos expostos a 2.0mgCu, tanto nas formas de exposição isoladas e associadas do cobre com 

pH e hipóxia. Os peixes destes grupos estavam extremamente agitados, aumentando a natação 

nas primeiras 24 horas. Após este período apresentaram perda de equilíbrio, letargia e 

hipersecreção de muco. 
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 As observações de hipersecreção de muco nas exposições à concentração de 2.0mgCu 

(2.0mg.L-1 de cobre) estão de acordo com o constatado por outros pesquisadores. Estas 

mesmas respostas em exposição ao cobre foram avaliadas em Prochilodus scrofa (Mazon et al., 

2002a; Takasusuki et al., 2004; Carvalho e Fernandes, 2006), em Piaractus mesopotamicus (Tavares-

Dias et al., 2002) e em Colossoma macropomum (Menezes, 2005). A exposição aguda a metais ativa 

a hipersecreção de muco branquial, servindo como importante mecanismo de proteção contra a 

absorção dos metais (McDonald e Wood, 1993) por meio da quelação e inibição da difusão. 

 Houve diminuição da atividade natatória nos grupos experimentais expostos às 

concentrações de 2.0Cu, após 24 horas de exposição. Esta diminuição foi ainda mais acentuada 

nos grupos onde esta concentração foi associada à hipóxia (2.0CuHpx) e ao meio ácido 

(2.0CupH). Almeida-Val et al. (1993) caracterizaram a supressão metabólica via redução da 

atividade natatória como mecanismo de redução da demanda de oxigênio e ATP em condições 

de estresse. A truta marrom exposta a concentrações sub-letais de cobre e pH ácido, separados 

ou associados, também apresentou redução na habilidade natatória (Butler et al., 1992; 

Beaumont et al., 1995a). 

 Não houve mortalidade em nenhum dos grupos experimentais. O pacu se mostrou 

resistente à exposição a condições isoladas de cobre, de pH = 5,0, de hipóxia (50 mmHg) e da 

associação destas. A PO2 experimental (50 mmHg) está acima da PcO2 da espécie (40 mmHg; 

Rantin et al., 1998). Rantin e Kalinin (1996) observaram comportamento de respiração na 

superfície aquática (ASR) em pacus expostos à hipóxia aguda entre 20 a 10 mmHg. Este 

comportamento não foi observado nos peixes expostos aos níveis de cobre, ao meio ácido e à 

hipóxia, isolados ou associados, demonstrando que este mecanismo não foi acionado. 

 

7.3 Avaliação dos efeitos simples dos fatores 

7.3.1. Efeitos do incremento do cobre aquático em pH neutro e normóxia 

a. Metabolismo oxidativo 

 Os parâmetros oxidativos avaliados no fígado dos peixes expostos ao incremento de 

cobre aquático estão apresentados na Figura 5. Os peixes expostos a 0.4Cu aumentaram em 

12% a concentração de HP hepático, em relação ao grupo controle. Neste mesmo grupo de 

peixes, verificamos que houve aumento de 40% da atividade da SOD e diminuição de 30% da 

atividade da CAT. A exposição à condição de 2.0Cu, por outro lado, diminuiu a concentração 

de HP hepático em 20%. Verificando o comportamento da DAs neste mesmo grupo de peixes, 
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observou-se que houve um aumento de 37% na atividade da SOD e aumento de 30% na 

atividade da CAT. Os peixes expostos às diferentes concentrações de cobre não apresentaram 

diferenças na atividade hepática da GSH-Px. 

 No músculo vermelho, as respostas do metabolismo oxidativo decorrentes do 

incremento de cobre aquático mostraram que comparados ao grupo controle, os peixes 

expostos a 0.4Cu apresentaram valores semelhantes de HP e das atividades da SOD e GSH-Px 

com diminuição de 39% na atividade da CAT (Figura 6). A exposição a 2.0Cu, comparada aos 

peixes do grupo controle, resultou em diminuição de 20% na concentração de HP neste tecido. 

Os peixes expostos a este grupo apresentaram diminuição nas atividades da SOD e da CAT em 

47% e 70%, respectivamente, mas mostraram um aumento de 155% na atividade da GSH-Px. 

 Os parâmetros do metabolismo oxidativo avaliados no músculo branco estão 

apresentados na Figura 7. Nos peixes expostos a 0.4Cu houve aumento de 90% na 

concentração de HP quando comparados aos peixes do grupo controle. Este mesmo grupo de 

animais apresentou uma diminuição nas atividades das enzimas SOD e CAT da ordem de 35 e 

50%, respectivamente. Comparado ao grupo controle, os peixes do grupo 2.0Cu mostraram um 

aumento de 86% na concentração de HP e de 44% na atividade da SOD, sem diferenças nas 

atividades da GSH-Px e CAT. Os peixes expostos às diferentes concentrações de cobre não 

apresentaram diferenças na atividade da GSH-Px no músculo branco. 

 No intuito de se avaliar a relação existente entre as peroxidases GSH-Px e CAT foi feita 

a razão destas enzimas nas diferentes condições experimentais e nos diferentes tecidos (Tabela 

2), utilizando-se a seguinte equação: Rpx = GSH-Px ÷ CAT. Observou-se que os valores desta 

razão no fígado são menores que no músculo vermelho que, por sua vez, são menores que no 

músculo branco (fígado < músculo vermelho < músculo branco). As diferenças em decorrência 

das condições experimentais também são diferentes entre os tecidos. Os animais do grupo 

0.4Cu, quando comparados aos do grupo controle, aumentaram esta razão em 20, 33 e 36% no 

fígado, músculo vermelho e músculo branco, respectivamente. Os peixes do grupo 2.0Cu 

diminuíram em 20% e 27% a Rpx no fígado e músculo branco, respectivamente e aumentaram 

em 793% esta razão no músculo vermelho. 
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Tabela 2. Razão Rpx (GSH-Px/CAT) no fígado, músculo vermelho e músculo branco de pacu, 

Piaractus mesopotamicus, exposto ao controle (sem adição de cobre, pH neutro e 

normóxia), 0.4Cu (0.4 mg.L-1 cobre, pH neutro e normóxia), 2.0Cu (2.0 mg.L-1 de 

cobre, pH neutro e normóxia), por 48 horas.  
 fígado m. vermelho m. branco 

controle 10 70 529 
0.4Cu 12 93 720 
2.0Cu 8 625 384 

 

 Para melhor compreendermos as diferenças tecido-específicas no metabolismo 

oxidativo, relacionadas às condições experimentais, foi realizada a razão entre a concentração 

de HP e a ação das peroxidases, utilizando-se a seguinte equação: REO = HP/(GSH-Px + 

CAT). Observamos que a REO (Tabela 3) foi fígado > músculo vermelho > músculo branco. 

Comparados aos peixes do grupo controle, os do grupo 0.4Cu aumentaram em 35, 20 e 167% a 

REO do fígado, músculo vermelho e músculo branco, respectivamente. Os do grupo 2.0Cu 

diminuíram em 30% e 37% a REO hepática e do músculo vermelho e aumentaram em 133% a 

REO do músculo branco. 

 

Tabela 3. Razão REO (HP/(GSH-Px+CAT)) no fígado, músculo vermelho e músculo branco de 

pacu, Piaractus mesopotamicus, exposto ao controle (sem adição de cobre, pH neutro e 

normóxia), 0.4Cu (0.4 mg.L-1 cobre, pH neutro e normóxia), 2.0Cu (2.0 mg.L-1 de 

cobre, pH neutro e normóxia),  por 48 horas.  
 fígado m. vermelho m. branco 

controle 20 15 3 
0.4Cu 27 18 8 
2.0Cu 14 5 7 

 

b. Intermediários metabólicos 

 A Tabela 4 apresenta os valores dos intermediários metabólicos plasmáticos de glicose, 

lactato, piruvato, amônia e proteína dos peixes expostos ao incremento de cobre em águas 

normóxicas e pH neutro. Avaliando-se os dados obtidos, observamos que não houve diferença 

em nenhum metabólito ao compararmos os peixes do grupo 0.4Cu aos do grupo controle. Os 

peixes do grupo 2.0Cu diferiram dos do grupo controle, com um aumento de 68% no piruvato.  



 

 54

 
Tabela 4. Concentrações plasmáticas de glicose (μmol.mL–1), lactato (μmol.mL–1), piruvato 

(μmol.mL–1), amônia (μmol.mL–1) e proteína (mg.mL-1) no pacu, Piaractus 

mesopotamicus, exposto ao grupo 0Cu controle (sem adição de cobre), 0.4Cu (0.4 mg.L-1 

de cobre), 2.0Cu (2.0 mg.L-1 de cobre); por 48 horas. Valores são média ± DP.  
 

grupos Glicose 
(μmol.mL–1) n Lactato 

(μmol.mL–1) n Piruvato 
(μmol.mL–1) n Amônia 

(μmol.mL–1) n Proteína 
(mg.mL–1) n 

controle 1,23±0,04 5 1,28±0,10 5 0,130±0,01 5 0,230±0,01 5 9,09±0,32 5 

0.4Cu 1,17±0,33 7 1,27±0,44 7 0,140±0,03 7 0,214±0,04 7 9,02±1,74 6 

2.0Cu 1,29±0,22 6 1,68±0,26 5 0,218±0,02* 5 0,260±0,03 5 8,75±1,43 6 
* diferente do controle (0Cu). As diferenças foram consideradas significativas quando p < 0,05. 

 

c. Atividade da Na+/K+-ATPase e concentração de Metalotionina branquial  

 A Figura 8 apresenta os valores de Na+/K+-ATPase e metalotionina expostos às 

concentrações crescentes de cobre. Avaliando-se a atividade da Na+/K+-ATPase branquial, 

observa-se que houve uma diminuição de 35 e 41% da atividade desta enzima nos peixes dos 

grupos 0.4Cu e 2.0Cu, respectivamente. Nestas mesmas condições, a MT branquial aumentou 

com o incremento de cobre na água, elevando sua concentração em 84 e 317% quando 

comparado os animais dos grupos 0.4Cu e 2.0Cu aos do grupo controle. 

 

d. Concentração de cobre plasmático [Cup]  e pH sangüíneo 

 A Figura 9 apresenta os resultados da [Cup] e do pHsg. Os peixes do grupo 0.4Cu 

apresentaram valores de [Cup] superiores a 145%, quando comparados aos do grupo controle. 

Os peixes do grupo 2.0Cu apresentaram [Cup] semelhante ao do grupo controle. O pHsg dos 

peixes do grupo 0.4Cu foi semelhante aos do grupo controle. Os peixes do grupo 2.0Cu 

apresentaram uma diminuição de 4% no pHsg. 
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e. Parâmetros Hematológicos 

 A Tabela 5 apresenta os valores hematológicos de Eri, Htc, Hb, CHCM e VCM dos 

peixes expostos ao incremento de cobre em pH neutro e normóxia. Verificando-se estes dados 

observa-se que, comparado ao controle, os peixes do grupo 0.4Cu apresentaram um aumento 

de 30% no Eri, havendo semelhança nos demais parâmetros. Os peixes do grupo 2.0Cu 

aumentaram em 21% o Eri, em 47% a Hb e em 53% a CHCM e diminuíram em 23% o VCM 

em relação aos do grupo controle. 

 

Tabela 5. Eri (x106.μL-1), Htc (%),Hb (g.dL-1), CHCM (%) e VCM (fL) de pacu, Piaractus 

mesopotamicus, exposto ao grupo 0Cu controle (sem adição de cobre), 0.4Cu (0.4 mg.L-1 

de cobre), 2.0Cu (2.0 mg.L-1 de cobre), por 48 horas. Valores são média ± DP.  

 

* diferente do controle (0Cu). As diferenças foram consideradas significativas quando p < 0,05.  

grupos Eri 
(x106.μL-1) n Htc 

(%) n Hb 
(g.dL-1) n CHCM 

(%) n VCM 
(fL) n 

controle 1,55±0,34 10 33,60±2,77 10 7,88±1,27 10 23,64±4,53 10 225,64±49,66 10 

0.4Cu 2,01±0,32* 10 38,10±8,70 10 9,21±1,56 10 25,06±5,82 10 193,81±55,37 10 

2.0Cu 1,88±0,13* 10 32,31±2,95 10 11,61±1,54* 10 36,07±4,49* 10 172,73±20,90* 10 
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Figura 5. Concentração de HP (nmol.g tecido-1) (A), SOD (USOD.mg proteína-1) (B), GSH-Px (nmol.mg 

proteína-1) (C) e CAT (UB.mg proteína-1) (D) no fígado do pacu, Piaractus mesopotamicus, exposto 

ao controle (sem adição de cobre); 0.4Cu (0.4 mg.L-1 de cobre), 2.0Cu (2.0 mg.L-1 de cobre), por 

48 horas. Valores são média ± DP. * representa diferença entre as médias dos grupos 

experimentais com as do grupo controle (p < 0,05).  
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Figura 6. Concentração de HP (nmol.g tecido-1) (A), SOD (USOD.mg proteína-1) (B), GSH-Px (nmol.mg 

proteína-1) (C) e CAT (UB.mg proteína-1) (D) no músculo vermelho de pacu, Piaractus 

mesopotamicus, exposto ao controle (sem adição de cobre); 0.4Cu (0.4 mg.L-1 de cobre), 2.0Cu (2.0 

mg.L-1 de cobre), por 48 horas. Valores são média ± DP. * representa diferença entre as médias 

dos grupos experimentais com as do grupo controle (p < 0,05).  
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Figura 7. Concentração de HP (nmol.g tecido-1) (A), SOD (USOD.mg proteína-1) (B), GSH-Px (nmol.mg 

proteína-1) (C) e CAT (UB.mg proteína-1) (D) no músculo branco de pacu, Piaractus mesopotamicus, 

exposto ao controle (sem adição de cobre); 0.4Cu (0.4 mg.L-1 de cobre), 2.0Cu (2.0 mg.L-1 de 

cobre), por 48 horas. Valores são média ± DP. * representa diferença entre as médias dos grupos 

experimentais com as do grupo controle (p < 0,05).  
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Figura 9. Concentração de cobre no plasma [Cup] (µg.L-1) (A) e do pH do sangue (pHsg) (B) de pacu, 

Piaractus mesopotamicus, exposto ao grupo controle (sem adição de cobre), (0.4 mg.L-1 de cobre), 

2.0Cu (2.0 mg.L-1 de cobre), por 48 horas. Valores são média ± DP. * representa diferença entre 

as médias dos grupos experimentais com as do grupo controle (p < 0,05). 
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 7.3.2. Efeitos da exposição ao meio ácido 

 Para verificarmos os efeitos da exposição do pacu ao meio ácido, foram comparados os 

peixes do grupo experimental 0CupH aos do grupo controle. Avaliando o metabolismo 

oxidativo nesta condição, verificou-se que no fígado houve um aumento de 93% na atividade 

da SOD e uma diminuição de 27% na atividade da CAT (Figura 10). No músculo vermelho 

(Figura 11), a exposição do pacu ao meio ácido causou uma diminuição na concentração de HP 

e nas atividades da SOD e CAT em 17, 50 e 46%, respectivamente. No músculo branco (Figura 

12), os peixes expostos ao meio ácido mostraram um aumento na concentração de HP (71%) e 

diminuição de 32% da atividade da CAT. Observou-se uma sensível diminuição da atividade da 

CAT nos três tecidos e semelhanças na atividade da GSH-Px frente a esta modificaçãos de pH 

aquático. 

 No metabolismo intermediário (Figura 13), a exposição ao meio ácido causou uma 

diminuição das concentrações plasmáticas de glicose e lactato nas proporções de 28 e 33%, 

respectivamente. Houve um aumento de 66% na atividade da Na+/K+-ATPase branquial e 

neste mesmo tecido não houve diferença na concentração branquial de MT nos peixes expostos 

ao pH ácido (Figura 14). Não houve diferença na [Cup] quando o pacu foi exposto ao pH = 

5,0, porém o pHsg dos peixes expostos ao meio ácido diminuiu 2%, em relação aos peixes do 

grupo controle (Figura 15). 

 Os parâmetros hematológicos avaliados após a exposição ao meio ácido são 

apresentados na Figura 16. Os peixes do grupo 0CupH demonstraram aumento de 25% no Eri, 

de 24% na Hb e de 32% na CHCM. Por outro lado, houve diminuição de 26% no VCM, sem 

diferenças no Htc. 
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Figura 10. Concentração de HP (nmol.g tecido-1) (A), SOD (USOD.mg proteína-1) (B), GSH-Px (nmol.mg 

proteína-1) (C) e CAT (UB.mg proteína-1) (D) no fígado de pacu, Piaractus mesopotamicus, exposto 

ao controle (sem adição de cobre) e 0CupH (sem adição de cobre, pH = 5,0), por 48 horas. 

Valores são média ± DP. * representa diferença entre as médias (p < 0,05).  
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Figura 11. Concentração de HP (nmol.g tecido-1) (A), SOD (USOD.mg proteína-1) (B), GSH-Px (nmol.mg 

proteína-1) (C) e CAT (UB.mg proteína-1) (D) no músculo vermelho de pacu, Piaractus 

mesopotamicus, exposto ao controle (sem adição de cobre) e 0CupH (sem adição de cobre, pH = 

5,0), por 48 horas. Valores são média ± DP. * representa diferença entre as médias (p < 0,05). 
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Figura 12. Concentração de HP (nmol.g tecido-1) (A), SOD (USOD.mg proteína-1) (B), GSH-Px (nmol.mg 

proteína-1) (C) e CAT (UB.mg proteína-1) (D) no músculo branco de pacu, Piaractus mesopotamicus, 

exposto ao controle (sem adição de cobre) e 0CupH (sem adição de cobre, pH = 5,0), por 48 

horas. Valores são média ± DP. * representa diferença entre as médias (p < 0,05).  
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Figura 14. Atividade da Na+/K+-ATPase branquial (μM Pi.mg. h–1) (A) e da concentração de 

Metalotionina  branquial (MT.g-1 tecido) (B) de pacu, Piaractus mesopotamicus, exposto ao 

controle (sem adição de cobre) e 0CupH (sem adição de cobre, pH = 5,0), por 48 horas. 

Valores são média ± DP. * representa diferença entre as médias (p < 0,05). 

Figura 15. Concentração de cobre no plasma [Cup] (µg.L-1) (A) e do pH do sangue (pHsg) (B) de pacu, 

Piaractus mesopotamicus, exposto ao controle (sem adição de cobre) e 0CupH (sem adição de 

cobre, pH = 5,0), por 48 horas. Valores são média ± DP. * representa diferença entre as médias 

(p < 0,05). 
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Figura 16. Eritrócito (Eri; x106.μL-1) (A), hematócrito (Htc; %) (B), concentração de hemoglobina (Hb; 

g.dL-1) (C), MCHC (%) (D) e MCV (fL) (E) e proteína plasmática (mg.mL-1) (F) de pacu, 

Piaractus mesopotamicus, exposto ao controle (sem adição de cobre) e 0CupH (sem adição de 

cobre, pH = 5,0), por 48 horas. Valores são média ± DP. * representa diferença entre as médias 

(p < 0,05).  
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7.3.3. Efeitos da exposição à hipóxia 

 Os efeitos da exposição à hipóxia no pacu foram verificados após comparação dos 

dados dos peixes do grupo 0CuHpx com os do grupo controle. As respostas do metabolismo 

oxidativo no fígado (Figura 17) demonstram que os peixes expostos à hipóxia diminuíram as 

atividades da GSH-Px e CAT em 32 e 22%, respectivamente, sem diferenças na concentração 

de HP e na atividade da SOD. No músculo vermelho (Figura 18), os peixes expostos à hipóxia 

não diferiram nas concentrações de HP e na atividade da GSH-Px. Porém, houve diminuição 

das atividades da SOD e da CAT em 47 e 55%, respectivamente. No músculo branco (Figura 

19) houve um aumento de 87% na concentração de HP, sem diferenças nas atividades das 

enzimas de DAs. 

 No metabolismo intermediário do pacu, após exposição à hipóxia houve, uma 

diminuição das concentrações plasmáticas de glicose (19%), de lactato (41%), de piruvato 

(22%) e de amônia (47%) (Figura 20). A exposição do pacu à hipóxia aumentou em 66% a 

atividade da Na+/K+-ATPase branquial (Figura 21). Neste mesmo tecido, não houve diferença 

nas concentrações de MT em decorrência das concentrações de OD no meio. Também não 

houve diferença na [Cup]. Verificou-se diminuição de 2% do pHsg nos peixes expostos à 

hipóxia comparados aos do grupo controle. Os parâmetros hematológicos dos peixes expostos 

à condição de hipóxia estão na Figura 22. Verificamos que houve aumento de 41% no Eri, de 

18% no Htc e de 20% na Hb e diminuição de 18% no VCM, quando comparados aos peixes 

do grupo controle (Figura 23).  
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Figura 17. Concentração de HP (nmol.g tecido-1) (A), SOD (USOD.mg proteína-1) (B), GSH-Px (nmol.mg 

proteína-1) (C) e CAT (UB.mg proteína-1) (D) no fígado de pacu, Piaractus mesopotamicus, exposto 

ao controle (sem adição de cobre) e 0CuHpx (sem adição de cobre, hipóxia), por 48 horas. 

Valores são média ± DP. * representa diferença entre as médias (p < 0,05).  
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Figura 18. Concentração de HP (nmol.g tecido-1) (A), SOD (USOD.mg proteína-1) (B), GSH-Px (nmol.mg 

proteína-1) (C) e CAT (UB.mg proteína-1) (D) no músculo vermelho de pacu, Piaractus 

mesopotamicus, exposto ao controle (sem adição de cobre) e 0CuHpx (sem adição de cobre, 

hipóxia), por 48 horas. Valores são média ± DP. * representa diferença entre as médias (p < 

0,05).  
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Figura 19. Concentração de HP (nmol.g tecido-1) (A), SOD (USOD.mg proteína-1) (B), GSH-Px (nmol.mg 

proteína-1) (C) e CAT (UB.mg proteína-1) (D) no músculo branco de pacu, Piaractus 

mesopotamicus, exposto ao controle (sem adição de cobre) e 0CuHpx (sem adição de cobre, 

hipóxia), por 48 horas. Valores são média ± DP. * representa diferença entre as médias (p < 

0,05).  
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Figura 20. Concentrações plasmáticas de glicose (μmol.mL–1) (A), lactato (μmol.mL–1) (B), piruvato 

(μmol.mL–1) (C), amônia (μmol.mL–1) (D) de pacu, Piaractus mesopotamicus, exposto ao controle 

(sem adição de cobre) e 0CuHpx (sem adição de cobre, hipóxia), por 48 horas. Valores são 

média ± DP. * representa diferença entre as médias (p < 0,05).  
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Figura 21. Atividade da Na+/K+-ATPase branquial (μM Pi.mg. h–1) (A) e da concentração de 

Metalotionina  branquial (MT.g-1 tecido) (B) de pacu, Piaractus mesopotamicus, exposto ao 

controle (sem adição de cobre) e 0CuHpx (sem adição de cobre, hipóxia), por 48 horas. 

Valores são média ± DP. * representa diferença entre as médias (p < 0,05). 
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cobre, hipóxia), por 48 horas. Valores são média ± DP. * representa diferença entre as médias 
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Figura 23. Eritrócito (Eri; x106.μL-1) (A), hematócrito (Htc; %) (B), concentração de hemoglobina (Hb; 

g.dL-1) (C), MCHC (%) (D) e MCV (fL) (E) e proteína plasmática (mg.mL-1) (F) de pacu, 

Piaractus mesopotamicus, exposto ao controle (sem adição de cobre) e 0CuHpx (sem adição de 

cobre, hipóxia), por 48 horas. Valores são média ± DP. * representa diferença entre as médias 

(p < 0,05). 
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 7.4 Efeito da interação entre os fatores 

7.4.1 Efeito da interação dos níveis de cobre e dos níveis de pH 

a. Metabolismo oxidativo 

 A Tabela 6 mostra o resultado da Anova GLM realizada entre os fatores cobre e pH no 

metabolismo oxidativo do fígado do pacu e do teste de Dunnet comparado os grupos 

experimentais com o grupo controle. Houve interação significativa dos níveis de cobre e pH na 

concentração hepática de HP (p = 0,008) e nas atividades da SOD (p < 0,001) e da CAT (p < 

0,001). A atividade da GSH-Px, por outro lado, não foi influenciada por interação entre os 

fatores cobre e pH (p = 0,610). A concentração de HP hepática em resposta à adição de cobre 

depende do pH do meio. Na ausência de cobre o pH não teve efeito na concentração de HP, 

mas na presença de cobre houve diferença de padrão de resposta entre os dois níveis de cobre 

adicionados na água nos diferentes pHs experimentais. A atividade hepática da SOD, em 

resposta aos níveis de cobre, é dependente do pH aquático, havendo diferença no padrão de 

resposta na presença de cobre quando comparado às atividades em pH neutro e pH ácido. O 

efeito do cobre sobre a atividade da CAT depende do pH do meio, de maneira que o aumento 

da atividade da CAT em reposta ao incremento de cobre foi abolido em meio ácido. 

Comparados aos peixes do grupo controle, a concentração de HP foi maior nos peixes do 

grupo 0.4Cu. A atividade da SOD aumentou nos peixes do grupo 0CupH e 2.0CupH e a 

atividade da CAT diminuiu nos peixes do grupo 0.4Cu, 0CupH, 0.4CupH e 2.0CupH e 

aumentou no grupo 2.0Cu.  

 Os resultados da interação no músculo vermelho estão apresentados na Tabela 7. Houve 

efeito da interação entre cobre e pH na concentração de HP deste tecido (p < 0,001) e nas 

atividades da SOD, GSH-Px e CAT (p < 0,001). Quando associados os fatores, foram 

observadas diferenças nos padrões enzimáticos de resposta ao incremento de cobre, 

comparados às respostas dos fatores isolados, ocorrendo, em sua maioria, diminuição das 

atividades enzimáticas como resultado da exposição aos fatores associados. Na comparação 

com os peixes do grupo controle, a concentração de HP foi menor nos peixes dos grupos 

2.0Cu, 0CupH e 2.0CupH. A atividade da SOD diminuiu nos peixes dos grupos 0CupH, 

0.4CupH e 2.0CupH. A atividade da GSH-Px aumentou no grupo 2.0Cu e a atividade da CAT 

diminuiu nos peixes dos grupos 0.4Cu, 2.0Cu, 0CupH, 0.4CupH e 2.0CupH.  

  No músculo branco (Tabela 8) houve efeito dos fatores cobre e pH na concentração de 

HP (p < 0,001), com aumento de concentração de HP neste tecido, em decorrência da 
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exposição dos peixes às associações de cobre e pH ácido. Não houve interação entre cobre e 

pH nas atividades da SOD (p = 0,266), da GSH-Px (p = 0,224) e da CAT (p = 0,074). Assim 

sendo, no músculo branco as atividades destas enzimas em resposta às concentrações de cobre 

são semelhantes em pH neutro e ácido. Comparado aos peixes do grupo controle a 

concentração de HP foi maior nos peixes dos grupos 0.4Cu, 2.0Cu, 0CupH, 0.4CupH e 

2.0CupH. A atividade da SOD aumentou nos peixes do grupo 2.0Cu. A atividade da CAT 

diminuiu nos peixes dos grupos 0.4Cu, 0CupH e 0.4CupH.  

 A fim de verificarmos possíveis variações na Rpx e REO, decorrentes da associação do 

cobre e meio ácido, estas razões foram realizadas no fígado, músculo vermelho e músculo 

branco (Tabela 9 e 10). 

 
Tabela 9. Razão Rpx (GSH-Px/CAT) no fígado, músculo vermelho e músculo branco de pacu, 

Piaractus mesopotamicus, exposto ao 0CupH (sem adição de cobre, pH = 5.0), 0.4CupH 

0.4Cu (0.4 mg.L-1 de cobre, pH = 5,0), 2.0Cu (2.0 mg.L-1 de cobre, pH = 5,0) por 48 

horas.  

 

 fígado m. vermelho m. branco 
0CupH 13 150 747 

0.4CupH 11 101 827 
2.0CupH 17 414 425 

 

Tabela 10. Razão REO (HP/(GSH-Px+CAT)) no fígado, músculo vermelho e músculo branco 

de pacu, Piaractus mesopotamicus, exposto ao grupo 0CupH (sem adição de cobre, pH 

= 5.0), 0.4CupH 0.4Cu (0.4 mg.L-1 de cobre, pH = 5,0), 2.0Cu (2.0 mg.L-1 de cobre, 

pH = 5,0) por 48 horas.  

 

 fígado m. vermelho m. branco 
0CupH 22 11 5 

0.4CupH 28 15 10 
2.0CupH 16 10 5 
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b. Intermediários metabólicos 

 As concentrações de glicose (p < 0,001), lactato (p < 0,001), piruvato (p = 0,035) e 

amônia plasmática (p < 0,001), em resposta ao incremento de cobre aquático, dependem do pH 

do meio (Tabela 11). A concentração de glicose e lactato não foram responsivas ao incremento 

de cobre aquático em pH neutro, porém, em meio ácido estas concentrações foram elevadas 

nos diferentes níveis de cobre. Nas concentrações de piruvato e amônia plasmática foram 

verificados os efeitos de interação, principalmente, no maior nível de inclusão de cobre que teve 

seu padrão de resposta diferente em pH neutro e ácido. Não houve efeito de interação cobre e 

pH na concentração de proteína plasmática (p = 0,239). Comparado aos peixes do grupo 

controle a concentração de glicose no plasma foi menor nos peixes do grupo 0CupH e maior 

nos do grupo 2.0CupH. A concentração de lactato e amônia plasmática foram maiores nos 

peixes do grupo 2.0CupH e a de piruvato foi maior nos do grupo 2.0Cu.  
 

c. Atividade da Na+/K+-ATPase e concentração de Metalotionina branquial  

 A atividade da Na+/K+-ATPase branquial (Tabela 12) em resposta ao incremento de 

cobre aquático mostrou-se dependente do pH do meio, pois houve interação positiva entre 

estes fatores na atividade desta enzima (p < 0,012), havendo diminuição de sua atividade com o 

aumento de cobre aquático nos dois níveis de pH, porém, com intensidades diferentes. Não 

houve interação entre cobre e pH (p = 0,861) na concentração de MT branquial. Em 

decorrência do efeito significativo do fator cobre (p < 0,001) e não significância do fator pH (p 

= 0,134), verificou-se que os aumentos são provenientes exclusivamente da resposta da 

inclusão de cobre na água e que, indiferentemente das condições de pH do meio, a MT 

branquial elevou-se em resposta ao aumento de cobre. Na comparação com os peixes do grupo 

controle a atividade da Na+/K+-ATPase branquial foi maior nos peixes do grupo 0CupH e 

menor nos do grupo 2.0CupH. A concentração de MT foi maior nos peixes dos grupos 0.4Cu, 

2.0Cu e 2.0CupH.  
 

d. Concentração de cobre plasmático [Cup]  e pH sangüíneo 

 Não houve interação entre cobre e pH (p = 0,089) nas concentrações [Cup] (Tabela 12). 

Ocorreu interação cobre e pH (p < 0,001) no pHsg, havendo diferença no padrão de resposta 

em todos os níveis de inclusão de cobre quando comparados em meio neutro e ácido. Na 
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comparação com os peixes do grupo controle a [Cup] foi maior nos peixes dos grupos 0.4Cu e 

0.4CupH. O pHsg foi menor nos peixes dos grupos 2.0Cu, 0CupH, 0.4CupH e 2.0CupH.  
 

e. Parâmetros Hematológicos 

 Avaliando os efeitos dos fatores nos parâmetros hematológicos e índices 

hematimétricos, verificamos que houve interação significativa do cobre e pH (Tabela 13) para 

Htc (p < 0,001), CHCM (p< 0,001) e VCM (p = 0,004) havendo inversão de padrão de 

resposta nos peixes, aumentando o Htc e o CHCM e diminuindo o VCM, quando expostos à 

associação dos fatores, sendo que não houve efeito cobre e pH no Eri (p = 0,641) e na Hb (p = 

0,719). Para estas duas variáveis verificou-se o mesmo padrão e intensidade de resposta às 

concentrações de cobre em pH neutro e ácido. Comparado aos peixes do grupo controle o Eri 

e Hb foram maiores nos peixes dos grupos 0.4Cu, 2.0Cu, 0CupH, 0.4CupH e 2.0CupH. O Htc 

foi maior nos peixes do grupo 2.0CupH. O CHCM foi maior nos grupos 2.0Cu, 0CupH, 

0.4CupH e 2.0CupH. O VCM foi menor nos grupos 2.0Cu, 0CupH e 0.4CupH. 
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Tabela 6. HP (nmol.g tecido-1), SOD (USOD.mg proteina-1), GSH-Px (nmol.mg proteina-1) e 

CAT (nmol.mg proteína-1) no fígado de pacu, Piaractus mesopotamicus, exposto a 0Cu 

controle (sem adição de cobre), 0.4Cu (0.4 mg.L-1 de cobre), 2.0Cu (2.0 mg.L-1 de 

cobre), 0CupH (sem adição de cobre, pH = 5.0), 0.4CupH (0.4 mg.L-1 de cobre, pH = 

5.0), 2.0CupH (2.0 mg.L-1 de cobre, pH = 5.0) por 48 horas. Valores são média ± DP.  

 

 cobre 
HP 

(nmol.g) tecido-1 
n 

SOD 
USOD.mgPT-1 

n 
GSH-Px 

nmol.mgPT-1 
n 

CAT 
nmol.mgPT-1 

n 

neutro 0 353,69±23,88bA 6 139,30±37,03aA 5 16,50±3,19 7 1,678±0,19bB 4 

neutro 0.4 396,37±27,68bB * 9 194,91±18,83aA 9 13,67±2,28 9 1,177±0,13aA* 8 

neutro 2.0 283,09±17,32aA 6 191,51±50,78aA 6 17,65±6,37 6 2,204±0,47cB* 5 

ácido 0 383,72±51,05bA 18 269,07±69,19bB* 11 16,18±5,39 13 1,213±0,21aA* 14 

ácido 0.4 359,13±17,09abA 8 172,35±22,51aA 8 11,79±3,22 6 1,114±0,24aA* 8 

ácido 2.0 323,04±27,73aA 6 357,47±24,71cB* 6 18,94±1,23 6 1,141±0,12aA* 5 

Efeito pH 1 p = 0,311 p < 0,001 p = 0,906 p < 0,001 

neutro 344,38 175,24 a 15,79 1,686 b 

ácido 355,29 266,29 b 15,64 1,156 a 

Efeito Cu 2 p < 0,001 p < 0,001 p < 0,005 p < 0,001 

0 368,71 b 204,19 a 16,12 ab 1,445 b 

0.4 377,75 b 183,63 a 12,73 a 1,146 a 

2.0 303,06 a 274,49 b 18,30 b 1,672 b 

Cu x pH 3 p = 0,008 p < 0,001 p = 0,610 p < 0,001 

Letras minúsculas diferem grupos em mesma condição de pH, diferentes níveis de cobre.  
Letras maiúsculas diferem os grupos expostos às mesmas concentrações de cobre em diferentes condições de pH.  
Letras iguais e ausência de letra não diferem os grupos. 
* Difere os grupos experimentais contra o grupo controle (teste Dunnet; p< 0,05). 
1 Valores de p para o fator pH; 2 Valores de p para o fator cobre; 3 Valores de p para interação entre fator pH e cobre. 
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Tabela 7. HP (nmol.g tecido-1), SOD (USOD.mg proteina-1), GSH-Px (nmol.mg proteina-1) e CAT 

(nmol.mg proteína-1) no músculo vermelho de pacu, Piaractus mesopotamicus, exposto a 0Cu 

controle (sem adição de cobre), 0.4Cu (0.4 mg.L-1 de cobre), 2.0Cu (2.0 mg.L-1 de cobre), 

0CupH (sem adição de cobre, pH = 5.0), 0.4CupH (0.4 mg.L-1 de cobre, pH = 5.0), 2.0CupH 

(2.0 mg.L-1 de cobre, pH = 5.0) por 48 horas. Valores são média ± DP.  

 

 cobre 
HP 

(nmol.g) tecido-1 
n 

SOD  
USOD.mgPT-1 

n 
GSH-Px 
nmol.mg 

n 
CAT 

nmol.mgPT-1 
n 

neutro 0 255,57±17,40bB 7 459,99±39,06 bB 7 16,65±7,92 aA 6 0,237±0,09 cB 7 

neutro 0.4 240,59±7,69bA 9 429,50±37,52 bB 8 13,44±2,72 aA 8 0,144±0,02 bA* 9 

neutro 2.0 204,21±14,85aA* 6 242,36±41,66 aA* 6 42,47±6,32 bB* 6 0,068±0,03 aA* 5 

ácido 0 211,65±29,94 aA* 20 230,06±35,76 aA* 20 19,29±10,15 aA 20 0,129±0,03 bA* 11 

ácido 0.4 234,02±13,92 bA 8 241,11±39,47 abA* 8 15,27±6,43 aA 8 0,152±0,02 bA* 8 

ácido 2.0 221,61±9,60 bA* 6 289,94±35,46 bB* 6 21,70±4,64 aA 6 0,052±0,03 aA* 5 

Efeito pH 1 p < 0,078 p < 0,001 p < 0,024 p < 0,007 

neutro 233,46 377,28 b 24,19 b 0,150 b 

ácido 222,43 253,71 a 18,75 a 0,111 a 

Efeito Cu 2 p < 0,008 p < 0,001 p < 0,001 p < 0,001 

0 233,61 b 345,03 b 17,97 a 0,183 b 

0.4 237,30 b 335,31 b 14,35 a 0,148 b 

2.0 212,91 a 266,15 a 32,09 b 0,060 a 

Cu x pH 3 p < 0,001 p < 0,001 p < 0,001 p < 0,001 

Letras minúsculas diferem grupos em mesma condição de pH, diferentes níveis de cobre.  
Letras maiúsculas diferem os grupos expostos às mesmas concentrações de cobre em diferentes condições de pH.  
Letras iguais e ausência de letra não diferem os grupos. 
* Difere os grupos experimentais contra o grupo controle (teste Dunnet; p< 0,05). 
1 Valores de p para o fator pH; 2 Valores de p para o fator cobre; 3 Valores de p para interação entre fator pH e cobre. 
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Tabela 8. HP (nmol.g tecido-1), SOD (USOD.mg proteina-1), GSH-Px (nmol.mg proteina-1) e CAT 

(nmol.mg proteína-1) no músculo branco de pacu, Piaractus mesopotamicus, exposto a 0Cu 

controle (sem adição de cobre), 0.4Cu (0.4 mg.L-1 de cobre), 2.0Cu (2.0 mg.L-1 de cobre), 

0CupH (sem adição de cobre, pH = 5.0), 0.4CupH (0.4 mg.L-1 de cobre, pH = 5.0), 2.0CupH 

(2.0 mg.L-1 de cobre, pH = 5.0) por 48 horas. Valores são média ± DP. 

 

 cobre 
HP 

(nmol.g) tecido-1 
n 

SOD 
USOD.mgPT-1 

n 
GSH-Px 

nmol.mgPT-1 
n 

CAT 
nmol.mgPT-1 

n 

neutro 0 100,34±4,31aA 7 235,27±64,58 7 35,00±12,38 4 0,066±0,02 6 

neutro 0.4 190,27±12,10bA* 8 168,12±35,32 9 24,12±6,20 9 0,033±0,01* 9 

neutro 2.0 186,59±5,85 bA* 6 338,94±36,18* 6 26,04±7,41 6 0,068±0,02 5 

ácido 0 171,37±36,22 aB* 20 195,85±72,18 20 33,77±9,36 19 0,045±0,01* 18 

ácido 0.4 211,38±30,28 bA* 7 187,83±30,71 8 20,13±3,02 6 0,024±0,01* 8 

ácido 2.0 176,82±12,12 abA* 5 303,07±17,14 5 34,45±13,26 5 0,081±0,02 4 

Efeito pH 1 p < 0,001 p = 0,263 p = 0,706 p = 0,337 

neutro 159,07 a 247,44 28,39 0,056 

ácido 186,52 b 228,92 29,45 0,050 

Efeito Cu 2 p < 0,001 p < 0,001 p < 0,001 p < 0,001 

0 135,86 a 215,56 a 34,39 b 0,056 b 

0.4 200,83 b 177,98 a 22,13 a 0,029 a 

2.0 181,70 b 321,00 b 30,24 ab 0,074 c 

Cu x pH 3 p < 0,001 p = 0,266 p = 0,224 p = 0,074 

Letras minúsculas diferem grupos em mesma condição de pH, diferentes níveis de cobre.  
Letras maiúsculas diferem os grupos expostos às mesmas concentrações de cobre em diferentes condições de pH.  
Letras iguais e ausência de letra não diferem os grupos. 
* Difere os grupos experimentais contra o grupo  controle (teste Dunnet; p< 0,05). 
1 Valores de p para o fator pH; 2 Valores de p para o fator cobre; 3 Valores de p para interação entre fator pH e cobre. 
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Tabela 11. Concentrações plasmáticas de glicose (μmol.mL–1), lactato (μmol.mL–1), piruvato (μmol.mL–1), 

amônia (μmol.mL–1) e proteína (mg.mL-1) de pacu, Piaractus mesopotamicus, exposto a 0Cu 

controle (sem adição de cobre), 0.4Cu (0.4 mg.L-1 de cobre), 2.0Cu (2.0 mg.L-1 de cobre), 

0CupH (sem adição de cobre, pH = 5.0), 0.4CupH (0.4 mg.L-1 de cobre, pH = 5.0), 2.0CupH 

(2.0 mg.L-1 de cobre, pH = 5.0) por 48 horas. Valores são média ± DP. 

 

 cobre 
Glicose 

(μmol.mL–1) 
n 

Lactato 

(μmol.mL–1) 
n 

Piruvato 

(μmol.mL–1) 
n 

Amônia 

(μmol.mL–1) 
n 

Proteína 
(mg.mL–1) 

n 

neutro 0 1,23±0,04aB 5 1,28±0,10aB 5 0,130±0,01aA 5 0,230±0,01aB 5 9,09±0,32 5 

neutro 0.4 1,17±0,33aA 7 1,27±0,44aA 7 0,140±0,03aA 7 0,214±0,04aA 7 9,02±1,74 6 

neutro 2.0 1,29±0,22aA 6 1,68±0,26aA 5 0,218±0,02bB* 5 0,260±0,03aA 5 8,75±1,43 6 

ácido 0 0,88±0,19aA* 15 0,86±0,20aA 15 0,110±0,03aA 15 0,147±0,09aA 16 9,09±1,03 16 

ácido 0.4 1,15±0,41aA 6 1,80±0,42bB 6 0,112±0,02aA 6 0,223±0,06aA 6 7,78±1,10 5 

ácido 2.0 1,88±0,15bB* 5 2,58±0,31cB* 5 0,142±0,02aA 5 0,460±0,13bB* 5 9,76±2,92 7 

Efeito pH 1 p = 0,374 p < 0,002 p < 0,001 p = 0,104 p = 0,876 

neutro 1,23 1,41 a 0,163 b 0,235 8,95 

ácido 1,30 1,74 b 0,121 a 0,277 8,87 

Efeito Cu 2 p < 0,001 p < 0,001 p < 0,001 p < 0,001 p = 0,395 

0 1,05 a 1,07 a 0,120 a 0,188 a 9,09 

0.4 1,16 a 1,54 b 0,126 a 0,219 a 8,40 

2.0 1,59 b 2,13 c 0,180 b 0,360 b 9,25 

Cu x pH 3 p < 0,001 p < 0,001 p = 0,035 p < 0,001 p = 0,239 

Letras minúsculas diferem grupos em mesma condição de pH, diferentes níveis de cobre.  
Letras maiúsculas diferem os grupos expostos às mesmas concentrações de cobre em diferentes condições de pH.  
Letras iguais e ausência de letra não diferem os grupos. 
* Difere os grupos experimentais contra o grupo  controle (teste Dunnet; p< 0,05). 
1 Valores de p para o fator pH; 2 Valores de p para o fator cobre; 3 Valores de p para interação entre fator pH e cobre. 
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Tabela 12. Na+/K+-ATPase (μM Pi.mg prot–1. h–1), Metalotionina (MT.g-1 tecido), [Cup] (µg.L-1) e pH 

sangüíneo de pacu, Piaractus mesopotamicus, exposto a 0Cu controle (sem adição de cobre), 

0.4Cu (0.4 mg.L-1 de cobre), 2.0Cu (2.0 mg.L-1 de cobre), 0CupH (sem adição de cobre, pH 

= 5.0), 0.4CupH (0.4 mg.L-1 de cobre, pH = 5.0), 2.0CupH (2.0 mg.L-1 de cobre, pH = 5.0) 

por 48 horas. Valores são média ± DP. 

 

 cobre Na+/K+-ATPase 
(μM Pi.mg prot–1. h–1) 

n 
Metalotionina 
(MT.g-1 tecido) 

n 
[Cup] 

(µg.L-1) 
n pHsg n 

neutro 0 1,28±0,44aA 10 1,06±0,12 6 175,43±27,90 7 7,70±0,18 bB 9 

neutro 0.4 0,83±0,25aA 10 1,95±0,90* 9 430,60±173,07* 10 7,81±0,07 bB 10 

neutro 2.0 0,76±0,30 aA 6 4,42±0,36* 5 173,12±24,27 8 7,43±0,12 aA* 10 

ácido 0 2,12±0,92 bB* 16 0,91±0,30 20 193,00±15,39 11 7,52±0,12 aA* 20 

ácido 0.4 0,90±0,30 aA 10 1,68±0,28 10 612,50±90,76* 4 7,46±0,19 aA* 9 

ácido 2.0 0,53±0,23 aA* 10 4,02±1,37* 5 253,75±109,61 4 7,50±0,14 aA* 7 

Efeito pH 1 p = 0,144 p = 0,134 p = 0,005 p < 0,001 

neutro 0,96 2,48 259,72 a 7,65 b 

ácido 1,18 2,20 353,08 b 7,49 a 

Efeito Cu 2 p < 0,001 p < 0,001 p < 0,001 p < 0,001 

0 1,70 b 0,98 a 186,49 a 7,61 b 

0.4 0,87 a 1,82 b 521,55 b 7,63 b 

2.0 0,64 a 4,22 c 213,44 a 7,46 a 

Cu x pH 3 p = 0,012 p = 0,861 p = 0,089 p < 0,001 

Letras minúsculas diferem grupos em mesma condição de pH, diferentes níveis de cobre.  
Letras maiúsculas diferem os grupos expostos às mesmas concentrações de cobre em diferentes condições de pH.  
Letras iguais e ausência de letra não diferem os grupos. 
* Difere os grupos experimentais contra o grupo  controle (teste Dunnet; p< 0,05). 
1 Valores de p para o fator pH; 2 Valores de p para o fator cobre; 3 Valores de p para interação entre fator pH e cobre. 
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Tabela 13. Eri (x106.μL-1), Htc (%),Hb (g.dL-1), CHCM (%) e VCM (fL) de pacu, Piaractus mesopotamicus, 

exposto a 0Cu controle (sem adição de cobre), 0.4Cu (0.4 mg.L-1 de cobre), 2.0Cu (2.0 mg.L-1 

de cobre), 0CupH (sem adição de cobre, pH = 5.0), 0.4CupH (0.4 mg.L-1 de cobre, pH = 

5.0), 2.0CupH (2.0 mg.L-1 de cobre, pH = 5.0) por 48 horas. Valores são média ± DP. 

 

 cobre 
Eri 

(x106.μL-1) 
n 

Htc 
(%) 

n 
Hb 

(g.dL-1) 
n 

CHCM 
(%) 

n 
VCM 
(fL) 

n 

neutro 0 1,55±0,34 10 33,60±2,77abA 10 7,88±1,27 10 23,64±4,53 aA 10 225,64±49,66bB 10 

neutro 0.4 2,01±0,32* 10 38,10±8,70 bA 10 9,21±1,56 10 25,06±5,82 aA 10 193,81±55,37abB 10 

neutro 2.0 1,88±0,13* 10 32,31±2,95 aA 10 11,61±1,54* 10 36,07±4,49bB* 10 172,73±20,90aA* 10 

ácido 0 1,94±0,40* 30 31,48±3,82 aA 30 9,77±1,25* 30 31,30±4,62 aB* 30 166,30±26,49aA* 30 

ácido 0.4 2,23±0,23* 9 34,20±4,10 aA 10 10,41±1,47* 10 30,62±4,33 aB* 10 154,12±36,63aA* 9 

ácido 2.0 2,33±0,63* 10 40,94±4,70 bB* 9 12,88±3,09* 10 30,36±8,14 aA* 9 187,59±39,70aA 9 

Efeito pH 1 p < 0,001 p = 0,449 p < 0,001 p = 0,055 p = 0,003 

neutro 1,81 a 34,67 9,57 a 28,26 197,39 b 

ácido 2,17 b 35,54 11,02 b 30,76 169,34 a 

Efeito Cu 2 p < 0,001 p < 0,005 p < 0,001 p < 0,001 p = 0,103 

0 1,74 a 32,54 a 8,83 a 27,47 a 195,47 

0.4 2,12 b 36,15 b 9,81 a 27,84 a 173,97 

2.0 2,11 b 36,63 b 12,25 b 33,22 b 180,16 

Cu x pH 3 p = 0,641 p < 0,001 p = 0,719 p < 0,001 p = 0,004 

Letras minúsculas diferem grupos em mesma condição de pH, diferentes níveis de cobre.  
Letras maiúsculas diferem os grupos expostos às mesmas concentrações de cobre em diferentes condições de pH.  
Letras iguais e ausência de letra não diferem os grupos. 
* Difere os grupos experimentais contra o grupo  controle (teste Dunnet; p< 0,05). 
1 Valores de p para o fator pH; 2 Valores de p para o fator cobre; 3 Valores de p para interação entre fator pH e cobre. 
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7.4.2 efeito da interação dos níveis de cobre e dos níveis de oxigênio dissolvido 

a. Metabolismo oxidativo 

 Os resultados do teste Anova GLM no metabolismo oxidativo de pacus submetidos a 

variações de níveis de cobre e OD estão nas Tabelas 14, 15 e 16. No fígado (Tabela 14), houve 

interação cobre e OD na concentração de HP (p < 0,049) e nas atividades da SOD e GSH-Px 

(p < 0,001), onde ambos mudaram as respostas frente aos níveis de cobre aquático nos 

diferentes níveis de OD. Comparados aos peixes do grupo controle a concentração de HP foi 

maior nos peixes dos grupos 0.4Cu e 0.4CuHpx e menor nos peixes do grupo 2.0Cu. A 

atividade da SOD aumentou nos peixes dos grupos 0.4Cu, 2.0Cu, 0.4CuHpx e 2.0CuHpx. A 

atividade da GSH-Px foi maior nos peixes do grupo 2.0CuHpx. A atividade da CAT diminuiu 

nos peixes do grupo 0CuHpx. 

  Avaliando os efeitos dos fatores no metabolismo oxidativo do músculo vermelho, os 

dados apresentados na Tabela 15 mostram que houve efeito da interação cobre e OD na 

concentração de HP (p < 0,001) e nas atividades da SOD (p < 0,001), GSH-Px (p = 0,019) e 

CAT (p = 0,002). Ressalta-se, neste tecido, o efeito da diminuição do OD no aumento da 

concentração de HP e na diminuição das atividades das DAs, mostrando interferir no padrão 

das respostas aos níveis de cobre nas diferentes concentrações de OD. Na comparação com os 

peixes do grupo controle, a concentração de HP foi maior nos peixes do grupo 0.4CuHpx e 

menor nos peixes dos grupos 2.0Cu e 2.0CuHpx. A atividade da SOD diminuiu nos peixes dos 

grupos 2.0Cu, 0CuHpx, 0.4CuHpx e 2.0CuHpx. A atividade da GSH-Px aumentou nos peixes 

dos grupos 2.0Cu e 2.0CuHpx e a atividade da CAT diminuiu nos peixes dos grupos 0.4Cu, 

2.0Cu, 0CuHpx, 0.4CuHpx e 2.0CuHpx.  

 No músculo branco, Tabela 16, houve interação cobre e OD na concentração de HP (p 

< 0,001) com aumento na concentração de HP em resposta à associação dos fatores. As 

atividades das DAs apresentaram mesmo padrão de resposta frente aos níveis de cobre em 

normóxia e hipóxia. Na comparação com os peixes do grupo controle a concentração de HP 

foi maior nos peixes dos grupos 0.4Cu, 2.0Cu, 0CuHpx, 0.4CuHpx e 2.0CuHpx. A atividade da 

SOD aumentou nos peixes dos grupos 2.0Cu e 2.0CuHpx. 

 A fim de verificarmos possíveis variações na Rpx e REO, decorrentes da associação do 

cobre e hipóxia estas razões foram realizadas no fígado, músculo vermelho e músculo branco 

(Tabela 17 e 18). 
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Tabela 17. Razão Rpx (GSH-Px/CAT) no fígado, músculo vermelho e músculo branco de pacu, 

Piaractus mesopotamicus, exposto ao grupo 0CuHpx (sem adição de cobre, hipóxia), 

0.4CuHpx (0.4 mg.L-1 de cobre, hipóxia) e 2.0CuHpx (2.0 mg.L-1 de cobre, hipóxia) 

por 48 horas.  

 
 fígado m. vermelho m. branco 

0CuHpx 9 109 456 
0.4CuHpx 9 70 858 
2.0CuHpx 15 503 413 

 

Tabela 18. Razão REO (HP/(GSH-Px+CAT)) no fígado, músculo vermelho e músculo branco 

de pacu, Piaractus mesopotamicus, exposto ao grupo 0CuHpx (sem adição de cobre, 

hipóxia), 0.4CuHpx (0.4 mg.L-1 de cobre, hipóxia) e 2.0CuHpx (2.0 mg.L-1 de cobre, 

hipóxia) por 48 horas.  

 

 Fígado m. vermelho m. branco 
0CuHpx 26 21 6 

0.4CuHpx 33 30 7 
2.0CuHpx 11 9 5 

 

b. Intermediários metabólicos 

 Observando a Tabela 19, verificamos que houve interação entre cobre e OD na 

concentração de glicose (p < 0,001), lactato (p = 0,005), piruvato (p = 0,009) e amônia (p < 

0,001), pois os peixes expostos aos fatores associados apresentaram padrões de resposta 

diferentes dos expostos aos fatores isolados. Não houve efeito de interação cobre e OD na 

concentração plasmática de proteína (p = 0,648). Comparado aos peixes do grupo controle, a 

concentração de glicose no plasma foi maior nos peixes do grupo 2.0CuHpx. A concentração 

de lactato e amônia plasmática foram menores nos peixes do grupo 0CuHpx e maiores nos 

peixes do grupo 2.0CuHpx e a concentração de piruvato foi maior nos do grupo 2.0Cu.  
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c. Atividade da Na+/K+-ATPase e concentração de Metalotionina branquial  

 A Tabela 20 apresenta os dados das variações de Na+/K+-ATPase branquial em 

decorrência da exposição a diferentes concentrações de cobre em normóxia e hipóxia. Observa-

se que houve interação OD e cobre na atividade desta enzima (p = 0,003), havendo diferença 

na intensidade de resposta frente aos níveis de cobre em normóxia e hipóxia. Não houve 

interação entre os fatores cobre e OD na concentração de MT branquial (p = 0,141). Não 

houve efeito do OD (p = 0,110) e houve efeito do fator cobre (p < 0,001), evidenciando que as 

diferenças na concentração da MT são decorrentes, exclusivamente, da influência dos níveis de 

cobre adicionados na água dos aquários experimentais. Na comparação com os peixes do grupo 

controle a atividade da Na+/K+-ATPase branquial foi maior nos peixes do grupo 0CuHpx e 

menor nos do grupo 2.0CuHpx. A concentração de MT foi maior nos peixes dos grupos 0.4Cu, 

2.0Cu, 0.4CuHpx e 2.0CuHpx.  
 

d. Concentração de cobre plasmático [Cup]  e pH sangüíneo 

 As diferenças no [Cup] foram decorrentes da interação cobre e OD (p = 0,033) havendo 

diferença nas concentrações em resposta aos níveis de cobre em normóxia e hipóxia (Tabela 

20). Verificou-se maior [Cup] nos peixes expostos aos fatores associados . Houve interação 

cobre e OD no pHsg (p < 0,001), ocorrendo diferenças no padrão de resposta nos três níveis 

nas duas condições de OD. Na comparação com os peixes do grupo controle a [Cup] foi maior 

nos peixes dos grupos 0.4Cu, 0.4CuHpx e 2.0CuHpx. O pHsg foi menor nos peixes dos grupos 

2.0Cu, 0CuHpx e 0.4CuHpx.  
 

e. Parâmetros Hematológicos 

 A Tabela 21 nos permite avaliar os efeitos principais de cada fator e os efeitos das 

interações cobre e OD na hematologia dos peixes. Os fatores cobre e OD tiveram interação 

positiva no comportamento do Eri (p = 0,001), no Htc (p = 0,003), Hb (p < 0,001) e CHCM 

(p = 0,014), apresentando diferentes parâmetros hematológicos nos peixes expostos ao 

incremento de cobre aquático nas condições de normóxia e hipóxia. Comparado aos peixes do 

grupo controle o Eri foi maior nos peixes dos grupos 0.4Cu, 0CuHpx e 0.4CuHpx. A Hb foi 

maior nos peixes dos grupos 2.0Cu e 0.4CuHpx. O Htc foi maior nos peixes do grupo 
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0CuHpx. O CHCM foi maior nos peixes dos grupos 2.0Cu, 0.4CuHpx e 2.0CuHpx. O VCM 

foi menor nos grupos 2.0Cu e 2.0CuHpx. 
 

Tabela 14. HP (nmol.g tecido-1), SOD (USOD.mg proteina-1), GSH-Px (nmol.mg proteina-1) e CAT 

(nmol.mg proteína-1) no fígado de pacu, Piaractus mesopotamicus, exposto a 0Cu controle (sem 

adição de cobre), 0.4Cu (0.4 mg.L-1 de cobre), 2.0Cu (2.0 mg.L-1 de cobre), 0CuHpx (sem 

adição de cobre, hipóxia), 0.4CuHpx (0.4 mg.L-1 de cobre, hipóxia), e 2.0CuHpx (2.0 mg.L-1 

de cobre, hipóxia) por 48 horas. Valores são média ± DP.  

 

 cobre 
HP 

(nmol.g) tecido-1 
n 

SOD 
USOD.mgPT-1 

n 
GSH-Px 

nmol.mgPT-1 
n 

CAT 
nmol.mgPT-1 

n 

normóxia 0 353,69±23,88bA 6 139,30±37,03aA 5 16,50±3,19aB 7 1,678±0,19bB 4 

normóxia 0.4 396,37±27,68cA* 9 194,91±18,83bA* 9 13,67±2,28aA 9 1,177±0,13 aA 8 

normóxia 2.0 283,09±17,32aA* 6 191,51±50,78bA* 6 17,65±6,37aA 6 2,204±0,77 cB 5 

hipóxia 0 327,83±35,01aA 8 129,67±26,08aA 8 11,15±4,35aA 7 1,307±0,27 aA* 19 

hipóxia 0.4 406,70±37,93bA* 6 197,37±15,72bA* 7 11,19±1,99aA 6 1,242±0,18 aA 7 

hipóxia 2.0 315,55±27,21aA 6 419,91±43,16cB* 5 26,37±5,13bA 6 1,801±0,26 bA 6 

Efeito OD 1 p = 0,546 p < 0,001 p = 0,728 p = 0,007 

normóxia  344,38 175,24 a 15,79 1,686 b 

hipóxia 350,03 248,98 b 16,24 1,449 a 

Efeito Cu 2 p < 0,001 p < 0,001 p < 0,001 p < 0,001 

0 340,76 b 134,49 a 13,60 a 1,492 b 

0.4 401,54 c 196,14 b 12,43 a 1,209 a 

2.0 299,32 a 305,71 c 22,01 b 2,002 c 

Cu x OD 3 p = 0,049 p < 0,001 p < 0,001 p = 0,043 

Letras minúsculas diferem grupos em mesma condição de oxigênio dissolvido, diferentes níveis de cobre.  
Letras maiúsculas diferem os grupos expostos às mesmas concentrações de cobre em diferentes condições de oxigênio dissolvido.  
Letras iguais e ausência de letra não diferem os grupos. 
* Difere os grupos experimentais contra o grupo  controle (teste Dunnet; p< 0,05). 
1 Valores de p para o fator oxigênio dissolvido; 2 Valores de p para o fator cobre; 3 Valores de p para interação entre fator oxigênio dissolvido e 
cobre. 
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Tabela 15. HP (nmol.g tecido-1), SOD (USOD.mg proteina-1), GSH-Px (nmol.mg proteina-1) e CAT 

(nmol.mg proteína-1) no músculo vermelho de pacu, Piaractus mesopotamicus, exposto a 0Cu 

controle (sem adição de cobre), 0.4Cu (0.4 mg.L-1 de cobre), 2.0Cu (2.0 mg.L-1 de cobre), 

0CuHpx (sem adição de cobre, hipóxia), 0.4CuHpx (0.4 mg.L-1 de cobre, hipóxia), e 

2.0CuHpx (2.0 mg.L-1 de cobre, hipóxia) por 48 horas. Valores são média ± DP.  

 

 cobre 
HP 

(nmol.g) tecido-1 
n 

SOD 
USOD.mgPT-1 

n 
GSH-Px 

nmol.mgPT-1 
n 

CAT 
nmol.mgPT-1 

n 

normóxia 0 255,57±17,40bA 7 459,99±39,06bB 7 16,65±7,92aA 6 0,237±0,09cB 7 

normóxia 0.4 240,59±7,69bA 9 429,50±37,52bB 8 13,44±2,72aA 8 0,144±0,02bA* 9 

normóxia 2.0 204,21±14,85aA* 6 242,36±41,66aA* 6 42,47±6,32bB* 6 0,068±0,03aA* 5 

hipóxia 0 245,51±24,51bA 6 244,49±36,93bA* 8 11,59±3,30aA 7 0,106±0,05abA* 17 

hipóxia 0.4 296,45±19,18cB* 6 183,45±45,12aA* 7 9,81±3,64aA 6 0,140±0,03bA* 7 

hipóxia 2.0 208,30±12,14aA* 6 325,40±68,86cB* 6 26,63±7,64bA* 6 0,048±0,02aA* 6 

Efeito OD 1 p = 0,003 p < 0,001 p < 0,001 p = 0,003 

normóxia  233,45 a 377,28 b 24,19 b 0,150 b 

hipóxia 250,09 b 251,11 a 16,00 a 0,098 a 

Efeito Cu 2 p < 0,001 p < 0,001 p < 0,001 p < 0,001 

0 250,53 b 352,24 b 14,11 a 0,172 b 

0.4 268,52 c 306,47 a 11,62 a 0,142 b 

2.0 206,26 a 283,88 a 34,55 b 0,058 a 

Cu x OD 3 p < 0,001 p < 0,001 p < 0,019 p = 0,002 

Letras minúsculas diferem grupos em mesma condição de oxigênio dissolvido, diferentes níveis de cobre.  
Letras maiúsculas diferem os grupos expostos às mesmas concentrações de cobre em diferentes condições de oxigênio dissolvido.  
Letras iguais e ausência de letra não diferem os grupos. 
* Difere os grupos experimentais contra o grupo  controle (teste Dunnet; p< 0,05). 
1 Valores de p para o fator oxigênio dissolvido; 2 Valores de p para o fator cobre; 3 Valores de p para interação entre fator oxigênio dissolvido e 
cobre. 
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Tabela 16. HP (nmol.g tecido-1), SOD (USOD.mg proteina-1), GSH-Px (nmol.mg proteina-1) e CAT 

(nmol.mg proteína-1) no músculo branco de pacu, Piaractus mesopotamicus, exposto a 0Cu 

controle (sem adição de cobre), 0.4Cu (0.4 mg.L-1 de cobre), 2.0Cu (2.0 mg.L-1 de cobre), 

0CuHpx (sem adição de cobre, hipóxia), 0.4CuHpx (0.4 mg.L-1 de cobre, hipóxia), e 

2.0CuHpx (2.0 mg.L-1 de cobre, hipóxia) por 48 horas. Valores são média ± DP.  

 

 cobre 
HP 

(nmol.g) tecido-1 
n 

SOD 
USOD.mgPT-1 

n 
GSH-Px 

nmol.mgPT-1 
n 

CAT 
nmol.mgPT-1 

n 

normóxia 0 100,34±4,31aA 7 235,27±64,58 7 35,00±12,38 4 0,066±0,02 6 

normóxia 0.4 190,27±12,10bA* 8 168,12±35,32 9 24,12±6,20 9 0,033±0,01* 9 

normóxia 2.0 186,59±5,85bA* 6 338,94±36,18* 6 26,04±7,41 6 0,068±0,02 5 

hipóxia 0 187,34±19,41aB* 16 241,96±68,56 17 33,88±10,61 14 0,074±0,04 8 

hipóxia 0.4 189,99±8,82aA* 7 185,13±37,52 7 28,35±7,20 7 0,033±0,02 6 

hipóxia 2.0 182,48±5,73aA* 6 327,05±56,91* 6 33,98±6,90 6 0,082±0,04 8 

Efeito OD 1 p < 0,01 p = 0,812 p = 0,180 p = 0,478 

normóxia  159,07 a 247,44 28,39 0,056 

hipóxia 186,61 b 251,38 32,07 0,063 

Efeito Cu 2 p < 0,001 p < 0,001 p = 0,038 p = 0,003 

0 143,84 a 238,61 b 34,44 b 0,070 b 

0.4 190,13 b 176,63 a 26,23 a 0,033 a 

2.0 184,54 b 332,99 c 30,01 ab 0,075 b 

Cu x OD 3 p < 0,001 p = 0,793 p = 0,388 p = 0,840 

Letras minúsculas diferem grupos em mesma condição de oxigênio dissolvido, diferentes níveis de cobre.  
Letras maiúsculas diferem os grupos expostos às mesmas concentrações de cobre em diferentes condições de oxigênio dissolvido.  
Letras iguais e ausência de letra não diferem os grupos. 
* Difere os grupos experimentais contra o grupo  controle (teste Dunnet; p< 0,05). 
1 Valores de p para o fator oxigênio dissolvido; 2 Valores de p para o fator cobre; 3 Valores de p para interação entre fator oxigênio dissolvido 
e cobre. 
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Tabela 19. Concentrações plasmáticas de glicose (μmol.mL–1), lactato (μmol.mL–1), piruvato (μmol.mL–1), 

amônia (μmol.mL–1) e proteína (mg.mL-1) de pacu, Piaractus mesopotamicus, exposto 0Cu 

controle (sem adição de cobre), 0.4Cu (0.4 mg.L-1 de cobre), 2.0Cu (2.0 mg.L-1 de cobre), 

0CuHpx (sem adição de cobre, hipóxia), 0.4CuHpx (0.4 mg.L-1 de cobre, hipóxia), e 2.0CuHpx 

(2.0 mg.L-1 de cobre, hipóxia) por 48 horas. Valores são média ± DP.  

 

 cobre 
Glicose 

(μmol.mL–1) 
n 

Lactato 

(μmol.mL–1) 
n 

Piruvato 

(μmol.mL–1) 
n 

Amônia 

(μmol.mL–1) 
n 

Proteína 
(mg.mL–1) 

n 

normóxia 0 1,23±0,04aA 5 1,28±0,10 aB 5 0,130±0,01 aB 5 0,230±0,01 aA 5 9,09±0,32 5 

normóxia 0.4 1,17±0,33 aA 7 1,27±0,44 aA 7 0,140±0,03 aB 7 0,214±0,04 aA 7 9,02±1,74 6 

normóxia 2.0 1,29±0,22 aA 6 1,68±0,26 aA 5 0,218±0,02 bB* 5 0,260±0,03 aA 5 8,75±1,43 6 

hipóxia 0 1,00±0,17 aA 18 0,75±0,22 aA* 15 0,102±0,02 aA 16 0,123±0,03 aB* 15 8,29±1,48 17 

hipóxia 0.4 1,16±0,26 aA 6 1,60±0,23 bA 5 0,108±0,04 aA 6 0,194±0,03 bA 5 7,54±1,44 5 

hipóxia 2.0 1,87±0,32 bB* 6 1,91±0,63 bA* 6 0,130±0,01 aA 6 0,322±0,11 cA* 6 8,34±1,16 7 

Efeito OD 1 p = 0,137 p = 0,933 p < 0,001 p = 0,201 p = 0,052 

normóxia  1,23 1,41 0,163 b 0,235 8,95 

hipóxia 1,34 1,42 0,113 a 0,213 8,06 

Efeito Cu 2 p < 0,001 p < 0,001 p < 0,001 p < 0,001 p = 0,760 

0 1,11 a 1,01 a 0,116 a 0,176 9,09 

0.4 1,16 a 1,44 b 0,124 a 0,204 8,69 

2.0 1,58 b 1,79 c 0,174 b 0,299 8,28 

Cu x OD 3 p < 0,001 p = 0,005 p = 0,009 p < 0,001 p = 0,648 

Letras minúsculas diferem grupos em mesma condição de oxigênio dissolvido, diferentes níveis de cobre.  
Letras maiúsculas diferem os grupos expostos às mesmas concentrações de cobre em diferentes condições de oxigênio dissolvido.  
Letras iguais e ausência de letra não diferem os grupos. 
* Difere os grupos experimentais contra o grupo  controle (teste Dunnet; p< 0,05). 
1 Valores de p para o fator oxigênio dissolvido; 2 Valores de p para o fator cobre; 3 Valores de p para interação entre fator oxigênio dissolvido e cobre. 
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Tabela 20. Na+/K+-ATPase (μM Pi.mg proteína–1. h–1), Metalotionina (MT.g-1 tecido), [Cup] (µg.L-1) e 

pH sangüíneo de pacu, Piaractus mesopotamicus, exposto a 0Cu controle (sem adição de 

cobre), 0.4Cu (0.4 mg.L-1 de cobre), 2.0Cu (2.0 mg.L-1 de cobre), 0CuHpx (sem adição de 

cobre, hipóxia), 0.4CuHpx (0.4 mg.L-1 de cobre, hipóxia), e 2.0CuHpx (2.0 mg.L-1 de 

cobre, hipóxia) por 48 horas. Valores são média ± DP.  

 

 cobre Na+/K+- ATPase 
(μM Pi.mg prot–1. h–1) 

n 
Metalotionina 
(MT.g-1 tecido) 

n 
[Cup] 

(µg.L-1) 
n pHsg n 

normóxia 0 1,28±0,44aA 10 1,06±0,12 6 175,43±27,90aA 7 7,70±0,18bB 9 

normóxia 0.4 0,83±0,25aA 10 1,95±0,90* 9 430,60±173,07bA* 10 7,81±0,07bB 10 

normóxia 2.0 0,76±0,30aA 6 4,42±0,36* 5 173,12±24,27aA 8 7,43±0,12aA* 10 

hipóxia 0 2,12±0,58bB* 20 1,00±0,44 20 258,14±106,06aA 7 7,56±0,12abA* 29 

hipóxia 0.4 0,90±0,22aA 10 2,59±0,54* 10 553,60±98,82bB* 5 7,48±0,15aA* 10 

hipóxia 2.0 0,68±0,34aA* 10 4,62±0,35* 5 466,80±23,44bB* 5 
 

7,65±0,04bB 10 

Efeito OD 1 p = 0,024 p = 0,110 p < 0,001 p = 0,007 

normóxia  0,96 a 2,48 259,72 a 7,65 b 

hipóxia 1,23 b 2,80 426,18 b 7,56 a 

Efeito Cu 2 p < 0,001 p < 0,001 p < 0,001 p = 0,016 

0 1,70 b 1,03 a 216,78 a 7,63 b 

0.4 0,86 a 2,27 b 492,10 c 7,64 b 

2.0 0,72 a 4,52 c 319,96 b 7,54 a 

Cu x OD 3 p = 0,003 p = 0,141 p = 0,033 p < 0,001 

Letras minúsculas diferem grupos em mesma condição de oxigênio dissolvido, diferentes níveis de cobre.  
Letras maiúsculas diferem os grupos expostos às mesmas concentrações de cobre em diferentes condições de oxigênio dissolvido.  
Letras iguais e ausência de letra não diferem os grupos. 
* Difere os grupos experimentais contra o grupo  controle (teste Dunnet; p< 0,05). 
1 Valores de p para o fator oxigênio dissolvido; 2 Valores de p para o fator cobre; 3 Valores de p para interação entre fator oxigênio dissolvido e cobre. 
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Tabela 21. Eri (x106.μL-1), Htc (%),Hb (g.dL-1), CHCM (%) e VCM (fL) de pacu, Piaractus mesopotamicus, 

exposto a 0Cu controle (sem adição de cobre), 0.4Cu (0.4 mg.L-1 de cobre), 2.0Cu (2.0 mg.L-1 

de cobre), 0CuHpx (sem adição de cobre, hipóxia), 0.4CuHpx (0.4 mg.L-1 de cobre, hipóxia), 

e 2.0CuHpx (2.0 mg.L-1 de cobre, hipóxia) por 48 horas. Valores são média ± DP.  

 

 cobre 
Eri 

(x106.μL-1) 
n 

Htc 
(%) 

n 
Hb 

(g.dL-1) 
n 

CHCM 
(%) 

n 
VCM 
(fL) 

n 

normóxia 0 1,55±0,34aA 10 33,60±2,77abA 10 7,88±1,27aA 10 23,64±4,53 aA 10 225,64±49,66 10 

normóxia 0.4 2,01±0,32bA* 10 38,10±8,70bA 10 9,21±1,56 aA 10 25,06±5,82 aA 10 193,81±55,37 10 

normóxia 2.0 1,88±0,13bA 10 32,31±2,95aB 10 11,61±1,54bB* 10 36,07±4,49bB* 10 172,73±20,90* 10 

hipóxia 0 2,18±0,24bB* 10 39,60±3,96aA* 10 9,47±2,03aB 10 23,93±4,30 bA 10 184,35±34,58 10 

hipóxia 0.4 1,95±0,40abA* 10 34,55±1,30 aA 10 10,21±1,77aA* 10 29,51±4,69aB* 10 182,46±29,52 10 

hipóxia 2.0 1,72±0,34aA 9 29,00±5,53bA 10 8,91±1,20aA 10 31,33±4,73 aA* 10 161,98±16,18* 8 

Efeito OD 1 p = 0,090 p = 0,819 p = 931 p = 1,0 p = 0,039 

normóxia  1,81 34,67 9,57 28,26 197,39 b 

hipóxia 1,95 34,38 9,53 28,26 176,26 a 

Efeito Cu 2 p = 0,188 p < 0,001 p = 0,009 p < 0,001 p = 0,014 

0 1,86 36,60 b 8,68 a 23,79 a 204,99 b 

0.4 1,98 36,32 b 9,71 ab 27,28 a 188,13 ab 

2.0 1,80 30,65 a 10,26 b 33,70 b 167,36 a 

Cu x OD 3 p < 0,001 p = 0,003 p < 0,001 p = 0,014 p = 0,359 

Letras minúsculas diferem grupos em mesma condição de oxigênio dissolvido, diferentes níveis de cobre.  
Letras maiúsculas diferem os grupos expostos às mesmas concentrações de cobre em diferentes condições de oxigênio dissolvido.  
Letras iguais e ausência de letra não diferem os grupos. 
* Difere os grupos experimentais contra o grupo  controle (teste Dunnet; p< 0,05). 
1 Valores de p para o fator oxigênio dissolvido; 2 Valores de p para o fator cobre; 3 Valores de p para interação entre fator oxigênio dissolvido e 
cobre. 
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8. DISCUSSÃO 

8.1 Avaliação dos efeitos simples dos fatores 

8.1.1 efeitos do incremento do cobre aquático em pH neutro e normóxia 

a. Metabolismo oxidativo 

 As EROs são produzidas em todos os organismos aeróbicos e ocorrem normalmente 

nas células. Quando produzidas em equilíbrio, reagem com os mecanismos de DAs. Caso este 

tênue equilíbrio seja rompido devido à redução das DAs, ou por acúmulo excessivo de EROs, 

ou ambos, é caracterizado o estresse oxidativo (EO). A determinação de danos oxidativos em 

tecidos expostos ao EO é de difícil avaliação por meio de determinações diretas de alterações 

oxidativas (Halliweel e Grotveld, 1987). A formação de hidroperóxidos de lipídeo (HP) tem 

sido proposta como principal agente causador de danos celulares em resposta ao aumento de 

EROs (Halliwell e Gutteridge, 1989). No presente estudo, os danos teciduais relacionados ao 

estresse oxidativo foram mensurados pela formação de HP por meio da reação de FOX. Este 

método é sensível à formação de HP produzido pela oxidação do Fe2+ na presença de 

alaranjado de xilenol (Jiang et al., 1991). A formação de EROs pode ser acelerada por várias 

condições de estresse ambiental, incluindo a exposição a herbicidas, metais e xenobióticos 

(Winston e DiGiulio, 1991; Scandalios, 2005). Parte significativa da toxicidade do cobre resulta 

da habilidade em aceitar ou doar elétrons, modificando seu estado oxidativo, catalisando a 

produção de EROs como o •OH na reação de Fenton (Harris e Gitlin 1996; Winzerling e Low 

1997).  

 Avaliando o metabolismo oxidativo hepático dos peixes (Figura 5) expostos ao grupo 

0.4Cu, verificamos que, comparados aos peixes do grupo controle, houve aumento da 

concentração de HP e da atividade da SOD. Estes dados mostram a possível influência do 

cobre no aumento do HP hepático e do estímulo deste metal na atividade da SOD por ser uma 

enzima cobre dependente (Yim et al., 1993). Por outro lado, verificamos que a CAT diminuiu 

significativamente nesta mesma comparação e que não houve diferença na atividade da GSH-

Px. A diminuição ou a baixa atividade destas enzimas pode justificar as altas concentrações de 

HP no fígado, uma vez que as enzimas não intermediaram o processo oxidativo, permitindo a 

peroxidação, caracterizando EO, pois as atividades da CAT e GSH-Px não foram efetivas em 

combater o H2O2 produzido em excesso pelo aumento da atividade da SOD. A CAT 

decompõe o H2O2 formado durante o estresse oxidativo (Halliwell e Gutteridge, 1989). Em 

animais quimicamente estressados, o aumento ou diminuição da atividade da CAT é possível 
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dependendo da natureza do químico, tempo e dose de exposição (Jemec et al., 2008). A CAT é 

uma das enzimas catatílicas mais efetivas na natureza e decompõe o H2O2 rapidamente. Tem 

sido proposto que a CAT pode ser exclusivamente apropriada para regular a homeostase do 

H2O2 na célula. Neste modelo catalítico, a CAT tem uma alta constante de Michaelis e, 

portanto, não é facilmente saturada com o substrato. Assim, a atividade da enzima aumenta 

linearmente sobre uma extensa variação de concentração de H2O2. Se sua atividade for inibida, 

a concentração de H2O2 aumenta no fígado (Scandalios, 2005). 

 O efeito de tóxicos sobre atividade enzimática é um dos parâmetros bioquímicos mais 

importantes afetados durante situações de estresse. Quando o organismo está sob efeito de uma 

substância tóxica as atividades enzimáticas parecem ser elevadas ou podem até ser inibidas. O 

aumento ou diminuição nos seus níveis pode ser suficiente para prover informações de 

diagnóstico (Valarmathi e Azariah, 2003). A SOD é a enzima que destoxifica os ânions de 

radicais superóxido (Borković et al., 2005). A CAT, uma importante enzima do sistema de DA, 

é a principal enzima que trabalha para catalisar a decomposição de H2O2 em H2O, 

compartilhando esta função com a GSH-Px. Na presença de baixos níveis de H2O2, os 

peróxidos são os substratos preferenciais da GSH-Px, mas em altas concentrações de H2O2, 

eles são metabolizados pela CAT (Yu, 1994). Sabe-se que qualquer aumento significativo na 

atividade da SOD pode ser acompanhado por um aumento de atividade da CAT e/ou GSH-Px 

(Warner, 1994). 

 A exposição dos peixes a concentrações mais elevadas de cobre, como no grupo 2.0Cu, 

causou diminuição na concentração hepática de HP. A SOD neste grupo de peixes também foi 

elevada em resposta ao aumento de cobre aquático, confirmando o estímulo do cobre na 

atividade desta enzima no fígado, conforme constatado anteriormente por Sanchez et al. (2005). 

Os peixes do grupo 2.0Cu apresentaram aumento na atividade hepática da CAT. Houve uma 

variabilidade da resposta frente aos diferentes níveis de cobre neste estudo avaliados. A 

toxicidade do cobre inicialmente afeta o fígado, por ser este o primeiro local de deposição deste 

metal depois de entrar na corrente sangüínea (Kadiiska et al., 1993; Gaetke e Chow, 2003). A 

interação de xenobióticos com vários sistemas enzimáticos, incluindo as enzimas de 

destoxificação, tem sido descrita por aumentar a formação de EROs (Machala et al., 1997). 

DAs, incluindo a CAT, são induzidas por condições que aumentem o fluxo de EROs (Di 

Giulio et al., 1993). Aumento na atividade hepática da CAT foi observado em peixes de 

ambientes poluídos (Livingstone et al., 1995; Wilhelm Filho et al., 2001). Verificamos que as 
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concentrações de cobre às quais o pacu foi exposto, por 48 h, não alteraram a atividade da 

GSH-Px hepática. 

 Os mecanismos oxidativos no músculo vermelho parecem se comportar de maneira 

diferente do fígado em resposta ao cobre (Figura 6). Nos pacus do grupo 0.4Cu somente a 

atividade da CAT neste tecido foi alterada, demonstrando que, mesmo sendo um tecido 

altamente oxidativo, esta concentração de cobre não alterou o status oxidativo. A diminuição da 

atividade da CAT parece ser um processo inibitório do cobre na atividade desta enzima. De 

acordo com Taylor et al. (1988), o cobre pode inibir a atividade da CAT em ratos. 

 A SOD é uma metaloenzima que possui papel chave na defesa contra EROs, através da 

transformação de ânions superóxido em peróxido de hidrogênio (Yim et al., 1993). Para 

compreender a relação entre a concentração de HP e o estímulo aos mecanismos de defesa, 

verificamos que, a SOD do músculo vermelho foi inibida nos peixes expostos a 2.0Cu. Existem 

relatos de indução e inibição das DAs pelo cobre, dependendo da dose, da espécie e/ou da via 

de exposição (Sanchez et al., 2005). A inibição da SOD foi descrita em carpas após 48 h de 

exposição de cobre por injeção intra-peritonial (Varanka et al., 2001), enquanto esta enzima foi 

rapidamente induzida em “gilthead seabream”, Sparus aurata, exposto ao cobre aquático 

(Pedrajas et al., 1995). 

 Ainda no músculo vermelho, houve estímulo da GSH-Px no grupo 2.0Cu entretanto a 

CAT foi inibida em decorrência do incremento de cobre aquático. A capacidade de atuação da 

GSH-Px caracteriza esta enzima como importante protetor tecidual contra os danos oxidativos 

da peroxidação (Fehér et al., 1987). Os níveis de GSH-Px podem aumentar nas células de 

peixes expostos ao cobre (Freedman et al., 1989). Baixos níveis de H2O2 são os substratos 

preferenciais da GSH-Px mas, em altas concentrações de H2O2, eles são metabolizados pela 

CAT (Yu, 1994). Assim, os dados do presente estudo demonstram que os altos níveis de cobre 

utilizados no grupo 2.0Cu inibiram a SOD e que as concentrações baixas de H2O2 permitiram 

maior atividade da GSH-Px. As DAs atuam como mecanismos de defesa contra ambientes 

oxidantes, permitindo a adaptação a novas condições. Rodriguez-Ariza et al. (1993) também 

verificaram maior atividade da GSH-Px em Mugil sp. coletada de áreas poluídas. Sabe-se que a 

GSH-Px preveni a peroxidação lipídica em peixes (Steadman et al., 1991). Winston e Di Giulio 

(1991) acreditam que aumentos da atividade da GSH-Px protegem o organismo da peroxidação 

lipídica. 

 No músculo branco houve aumento na concentração de HP na exposição aos grupos 

0.4Cu e 2.0Cu (Figura 7). A SOD foi inibida no músculo branco dos peixes do grupo 0.4Cu. A 
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atividade das enzimas peroxidases GSH-Px e CAT no músculo branco não foi suficiente para 

previnir os danos oxidativos. A GSH-Px foi semelhante nos peixes dos diferentes grupos 

experimentais e a CAT foi inibida nos peixes expostos a 0.4Cu. O músculo branco, apesar de 

menos oxidativo, justificado pelas menores concentrações de HP nele determinados, não 

apresentou mecanismos de defesa suficientes no combate às EROs formadas após exposição 

ao cobre, permitindo o aumento da concentração de HP neste tecido. 

 Existe uma relação interessante entre a GSH-Px e CAT, visto que as duas são 

peroxidase e competem pelo mesmo substrato para combater o estresse oxidativo. Porém, a 

razão entre elas depende diretamente dos fatores ambientais nos quais o animal foi exposto e 

com a produção do substrato no tecido avaliado. Com o intuito de avaliar o comportamento 

tecido-específico e a razão existente entre estes dois mecanismos de defesa, foram avaliados as 

Rpx de cada tecido (Tabela 2). Enquanto a atividade da GSH-Px foi fígado < músculo vermelho 

< músculo branco, a atividade da CAT é fígado > músculo vermelho > músculo branco, 

mostrando clara relação entre estas enzimas. O principal fator da existência desta relação é o 

fato de estas enzimas competirem pelo mesmo substrato e apresentarem Km diferentes. 

Diferenças entre tecidos já foram relatadas por Wdzieczak et al. (1982), Radie et al. (1985a; 

1985b), Wilhelm Filho et al. (1993) e Otto e Moon (1996). Tem sido descrito que o fígado e os 

eritrócitos normalmente apresentam maiores atividades das DAs, o que pode ser devido às altas 

taxas de EROs produzidas nestes tecidos (Mazeaud et al., 1979). Avaliando-se o Rpx do fígado 

do pacu nota-se um equilíbrio entre as peroxidases, o que leva a menores valores nesta razão. 

Os aumentos no músculo vermelho e músculo branco foram decorrentes, principalmente, da 

diminuição da atividade da CAT nas diferentes condições experimentais. Isto demonstra que a 

CAT responde de forma mais pronunciada às adversidades impostas, provavelmente justificada 

por seu baixo Km (Scandalios, 2005), agindo somente em altas concentrações de substrato. 

 Outra ferramenta que nos permite avaliar o metabolismo oxidativo de forma mais 

correlacionada é a relação entre a concentração de HP e a atuação das peroxidases. Avaliando a 

REO dos grupos expostos ao incremento de cobre (Tabela 3), verificamos que existem 

diferentes razões entre os tecidos. A REO diminui do fígado para o músculo vermelho e deste 

para o músculo branco. Uma vez que a REO faz a razão entre a concentração de HP e a 

atividade das peroxidases, o tecido com maior razão entre estes parâmetros provavelmente é o 

mais oxidativo. Isto nos permite concluir que existe tênue diferença oxidativa entre o fígado e 

músculo vermelho e que estes tecidos são mais oxidativos que o músculo branco, pois a 

concentração de HP nos dois primeiros foi maior. Notamos que, quanto mais oxidativo for o 
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tecido, maior a atividade da CAT e menor a da GSH-Px, confirmando os achados de 

Scandalios (2005). Aksne e Njaa (1981), em diversas espécies de peixes, encontraram maior 

atividade da CAT no fígado do que em outros tecidos. Estes dados são sustentados por Atli et 

al. (2006), na tilápia do Nilo, por Hidalgo et al. (2002) para truta arco-íris e Gül et al. (2004) 

para os ciprinídeos. 
 

b. Intermediários metabólicos 

 Os valores dos intermediários metabólicos no presente trabalho estão quantitativamente 

de acordo com os de Moraes et al. (1997b) e Panepucci et al. (2001) para a mesma espécie e 

mantidas em condições de laboratório semelhantes. De acordo com Heath (1995), a exposição 

ao cobre causa mobilização do glicogênio no fígado aumentando a glicemia. Quando 

comparados aos peixes do grupo controle (Tabela 4), pacus expostos a 0.4Cu não mostraram 

diferenças nas concentrações plasmáticas de glicose, lactato, piruvato, amônia e proteína, 

evidenciando que não houve estimulo aos mecanismos de redução ou aumento do 

metabolismo glicolítico para sobreviver na concentração de 0.4Cu. Dethloff et al. (1999) 

expuseram truta arco íris à concentração de 16 µgCu.L-1 e também não verificaram alterações 

nas concentrações de glicose e lactato plasmáticos. Griffin et al. (1999) não encontraram 

alterações nas concentrações de lactato plasmático de bagre do canal exposto ao cobre. 

 Por outro lado, os peixes do grupo 2.0Cu apresentaram aumento significativo na 

concentração plasmática de piruvato. Este aumento, apesar de não acompanhado por elevação 

da glicose plasmática, pode ter ocorrido como mecanismo de aumento na via glicolítica 

aeróbica, uma vez que não houve alterações nas concentrações de lactato. McKim et al. (1970) 

e Christensen et al. (1972) não verificaram alterações do metabolismo glicolítico quando 

avaliaram a exposição a concentrações baixas de cobre. Porém, modificações foram 

evidenciadas com o aumento nas concentrações de cobre aquático. No presente trabalho, 

verificamos que a menor concentração de cobre ao qual os peixes foram expostos não causou 

alterações no metabolismo glicolítico. Entretanto, a exposição à concentração 2.0Cu, por 

apresentar aumento significativo somente na concentração do piruvato plasmático, sugere um 

possível aumento no metabolismo glicolítico disponibilizando mais energia para os organismos, 

de modo a enfrentar as alterações no ambiente em que se encontram. 

 Pelgrom et al. (1995) expuseram a tilápia mossâmbica a níveis de cobre e somente na 

maior concentração deste metal houve diminuição do pH sangüíneo, sugerindo uma alteração 
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na regulação do equilíbrio ácido-base. Os dados desta pesquisa corroboram estes achados, pois 

o pHsg dos peixes expostos a 0.4Cu foi semelhante ao do grupo controle, ao contrário dos 

expostos ao grupo 2.0Cu, que apresentaram pHsg significativamente menor (Figura 9). 

Diminuições no pH do sangue podem resultar em queda do pH nas células vermelhas, 

interferindo na afinidade da hemoglobina pelo oxigênio e diminuindo a capacidade de 

transporte de oxigênio do sangue para os tecidos (Jobling, 1994). 
 

c. Atividade da Na+/K+-ATPase, concentração de Metalotionina branquial e [Cup] 

 Grande parte do cobre que entra pelas brânquias é transportado pelo plasma sangüíneo 

(Pelgrom et al., 1995). Carbonell e Tarazona (1994), estudando a toxicidade do cobre em truta 

arco-íris, concluíram que as concentrações plasmáticas do cobre atingem uma situação limite 

após poucas horas ou dias de exposição. Nos presente estudo, houve aumento significativo da 

[Cup] nos peixes do grupo 0.4Cu e diminuição nos peixes expostos a 2.0Cu (Figura 9). Nossos 

dados mostram a influência do cobre aquático nas concentrações plasmáticas de cobre, 

evidenciando ainda que esta relação não é linear, de modo que as concentrações de cobre 

dissolvido não necessariamente correspondem às concentrações do cobre absorvido. Alguns 

autores verificaram que não há linearidade entre as concentrações de cobre na água e a 

bioconcentração deste metal nos tecidos de peixes (Segner e Branubeck, 1990; Paris-Palacios et 

al., 2000). 

 As brânquias são órgãos multifuncionais, responsáveis pela respiração, equilíbrio ácido-

base, regulação iônica e osmótica, excreção de restos nitrogenados e metabolismo de 

hormônios circulantes. Devido ao fluxo contínuo de água através das brânquias e pela ampla 

superfície em contato com o ambiente externo, estes órgãos são particularmente sensíveis a 

mudanças físicas e químicas do ambiente aquático e são o principal alvo de poluentes 

carregados pela água (Mallatt, 1985; Sathe et al., 1997; Mazon et al., 2002a; Evans 2005). Sendo 

o primeiro contato com os contaminantes da água, as brânquias podem acumular altas 

concentrações de metais (Cogun et al., 2003). Acredita-se que a toxicicidade aguda do cobre 

pode resultar em distúrbios na regulação iônica branquial (Wood, 2001; Grosell et al., 2002). O 

cobre também afeta a morfologia das brânquias, induzindo à necrose, hipertrofia, hiperplasia, 

espessamento do epitélio, vacuolização e hipersecreção de muco (Mazon et al., 2002a; 

Beaumont et al., 2003; Fernandes e Mazon, 2003). Este metal também estimula a proliferação 

de células cloreto na lamela secundária, via cortisol (Wendelaar Bonga, 1997). Estes efeitos 
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resultam em uma redução da efetividade da superfície respiratória e, conseqüentemente, na 

eficiência respiratória. 

 Elevadas concentrações de muco branquial em peixes durante a exposição a metais tem 

sido sugerida por apresentar importante papel no processo de destoxificação (Shephard, 1994; 

Handy et al., 2002). Compostos mucosos, em particular as glicoproteínas e os proteoglicanos, 

apresentam alta afinidade por metais pesados e podem se ligar ao cobre (Van de Winkel et 

al.,1986). Assim, o muco que recobre as brânquias pode, portanto, representar o primeiro 

mecanismo de defesa contra a exposição ao cobre (Dang et al., 1999). Entretanto, o 

espessamento da camada de muco que recobre as brânquias, associado com os danos 

morfológicos citados acima, aumenta a barreira sangue/água na lamela secundária, causando 

considerável redução da difusão do oxigênio para o sangue (Playle, 1998; Beaumont et al., 

2003). Deste modo, um dos maiores efeitos tóxicos do contaminante pode ser a redução da 

capacidade das brânquias de desempenharem eficientemente suas funções de órgão de trocas 

gasosas. O pacu apresentou diversos mecanismos de defesa em resposta ao aumento de cobre 

no sentido de se evitar sua absorção, confirmando sua resistência à exposição ao cobre 

demonstrada pela  sua alta CL50. 

A diminuição da [Cup] nos peixes expostos a 2.0Cu pode ainda estar relacionada com o 

aumento na concentração de MT. O potencial papel das MTs como biomarcadores em 

organismos aquáticos está especificamente envolvido na exposição a metais pesados, devendo 

as MTs serem consideradas potenciais biomarcadores (Viarengo et al., 1997). Citadas muitas 

vezes como primeiro sistema de defesa da célula contra metais (Olsvik et al., 2000; Bragigand e 

Berthet, 2003), a ação das MTs no tecido branquial de organismos aquáticos foi descrita e 

caracterizada por diversos pesquisadores (Roesijadi e Klerks, 1989; Viarengo et al., 1980; 

Mouneyrac et al., 1998). Dang et al. (1999) ressaltaram a importância da ação das MTs nas 

brânquias, prevenindo possíveis danos e distúrbios. Sua função também é descrita como 

antioxidante (Petering et al., 1990; Zhang e Schlenk, 1995), mas esta ação ainda vem sendo 

discutida pois a ligação Cu-MT é sensível às condições do meio (Fabisiak et al., 1999). 

Concentrações celulares de MT geralmente são baixas mas aumentam acentuadamente com a 

administração de cobre (Viarengo et al., 1985; Viarengo, 1989; Ringwood e Brouwer, 1993; 

Roesijadi, 1994). Benson et al. (1990) e Canli et al. (1997) concluem que estas proteínas são um 

potenciais indicador de estresse celular e de contaminação em exposição sub-letal a metais 

pesados.  
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 No presente estudo, as MTs branquiais foram responsivas ao incremento de cobre 

aquático pois houve aumento da concentração destas proteínas nos peixes expostos a 0.4Cu e 

2.0Cu, quando comparados aos do grupo controle (Figura 8). Diversos autores relataram 

situação semelhante à exposição ao cobre (Heath, 1995; Dang, 2000; Bragigand e Berthet; 2003; 

Ryu et al., 2003) descrevendo que este mecanismo faz parte de um sistema de defesa 

metabólico para aumentar a tolerância dos organismos aos efeitos tóxicos do cobre. As MTs 

seqüestram os metais atuando como mecanismo protetor por manter a concentração de metal 

livre extremamente baixa, modificando as alterações induzidas pelos metais (Heath, 1995; 

Mayer et al., 2003). Pelgrom et al. (1995), Li et al. (1998) e Dang et al. (1999) e observaram 

aumento na concentração de MT branquial em tilápia mossâmbica em resposta a exposição ao 

cobre. Os dados de concentração de MT encontrados no presente trabalho estão de acordo 

com os achados destes autores e evidenciam a importância das MTs como mecanismos de 

proteção aos peixes expostos a metais. Como citado na discussão da [Cup], o aumento na MT 

branquial em resposta ao cobre ocorreu de forma mais intensa no grupo 2.0Cu do que no 

grupo 0.4Cu. Isto pode ter sido um fator decisivo para diminuição da absorção de cobre e sua 

concentração no plasma. 

 Nos peixes, o cobre pode causar diminuição nas concentrações plasmáticas de Na+ e Cl- 

devido à perda da função iônico reguladora das brânquias (Nussey et al., 1995; Pelgrom et al., 

1995). Em baixas concentrações de cobre, a tomada de íons pode ser suprimida pela inibição da 

atividade Na+/K+-ATPase (Li et al., 1998). No presente trabalho, ocorreu inibição da atividade 

da Na+/K+-ATPase branquial nos peixes expostos a 0.4Cu e 2.0Cu (Figura 8), mostrando que 

os dois níveis de cobre adicionados na água foram suficientes para inibir a Na+/K+-ATPase 

branquial. Segundo Grosell et al. (2002) a redução ocorre principalmente devido à capacidade 

de ligação do cobre aos sítios ativos da Na+/K+-ATPase, podendo inibir o transporte iônico 

nas brânquias ou outros órgãos envolvidos nos processos de osmorregulação. A inibição na 

atividade da Na+/K+-ATPase branquial pela exposição ao cobre também foi descrita em tilápia 

mossâmbica e parece ocorrer devido à ligação covalente do cobre com os grupos tiol (Pelgrom 

et al., 1995). 

 Dang et al. (1999) sugerem que a presença de grandes quantidades de MT branquial 

podem estar relacionadas à proteção da Na+/K+-ATPase, ligando-se inicialmente ao cobre e 

dificultando a ligação do metal com elas, representando uma barreira de proteção nas 

brânquias. Os mecanismos de ação da MTs como protetoras da Na+/K+-ATPase parecem não 

ter sido suficientes para combater os danos da exposição ao cobre, pois por outro lado, o maior 
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nível de cobre utilizado no presente trabalho, também foi suficiente para inibir a atividade da 

Na+/K+-ATPase. Como discutido anteriormente, houve, em resposta a esta alta concentração 

de cobre na água, grande produção de muco branquial. O grande acúmulo de cobre nas 

brânquias é normalmente associado a danos nestes tecidos, gerando também desorganização do 

seu funcionamento (Mallatt, 1985). A primeira ação do cobre nos peixes é o distúrbio no 

transporte de Na+ nas brânquias (Laurén e McDonald, 1985; Pelgrom et al., 1995). Por outro 

lado, a diminuição da atividade da Na+/K+-ATPase foi proporcional nos peixes dos dois 

grupos experimentais (0.4Cu e 2.0Cu), ou seja, independentemente do nível de cobre 

adicionado na água a inibição não foi maior. O íon cobre (Cu2+) tem alta afinidade por grupos 

de cisteína (Laurén e McDonald, 1985) e assim pode exercer efeitos tóxicos pela da ligação com 

proteínas ricas em cisteínas como a Na+/K+-ATPase (Li et al., 1998).  
 

d. Parâmetros Hematológicos 

 As características hematológicas de diversas espécies de peixes cultivados têm sido 

estudadas com o propósito de caracterizar o perfil hematológico. Assim, as variações neste 

perfil indicam distúrbios nos processos fisiológicos (Ranzani-Paiva et al., 2000). Tavares-Dias e 

Mataqueiro (2004) caracterizaram o perfil hematológico de pacus oriundos de cultivo intensivo. 

Os parâmetros hematológicos dos peixes do grupo controle do presente estudo estão de acordo 

com os caracterizados por estes autores, demonstrando, portanto, que o perfil hematológico 

dos espécimes utilizados afirma a condição ideal de saúde destes indivíduos para o 

desenvolvimento dos subseqüentes estudos experimentais. Para tanto, as comparações dos 

dados foram realizadas entre os peixes dos diferentes grupos experimentais com o grupo 

controle, demonstrando que variações hematológicas nestes grupos foram decorrentes de 

respostas às condições e fatores experimentais. 

 Nussey et al. (1995), expondo a tilápia mossâmbica ao cobre 0,40 mg.L-1, observaram 

aumento no número de eritrócitos. Os dados do presente estudo corroboram os achados destes 

autores, uma vez que os peixes expostos a 0.4Cu aumentaram o Eri (Tabela 5). Porém, nesta 

mesma condição não houve diferença nos demais parâmetros hematológicos quando 

comparados aos dos peixes do grupo controle, mostrando que o cobre, nesta concentração, 

provavelmente estimulou a eritropoiese. De acordo com O’Connor e Fromm (1975), os metais 

estimulam a eritropoiese. Estes dados diferem dos demonstrados por Tavares-Dias et al. (2002) 
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que relataram decréscimo no Eri, Hb e CHCM em pacus expostos a duas doses de 0,50 e 1,0 

mg.L-1 de Cu avaliados após 24 h da segunda exposição. 

 Os peixes expostos a 2.0Cu apresentaram aumento no Eri, Hb e CHCM e diminuição 

no VCM, sem modificar o Htc. O aumento na hemoglobina dá suporte aos resultados 

discutidos anteriormente, sendo que as exposições aos maiores níveis de cobre dificultaram os 

mecanismos respiratórios no pacu com a produção excessiva de muco e possíveis 

desestruturações branquiais. A exposição a poluentes, por danificar as brânquias e estimular a 

produção de muco, pode dificultar as trocas gasosas nesta superfície. Por isso, muitos autores 

relacionam os danos de exposição ao cobre como decorrentes da diminuição da captação de 

oxigênio. Esta condição deve conduzir o peixe a uma hipóxia interna (hipoxemia). Assim, tanto 

as elevações da Hb como da CHCM indicam a busca por maior captação de oxigênio em 

decorrência desta adversidade. De acordo com Cyriac et al. (1989), a elevação da concentração 

de hemoglobina é um mecanismo pelo qual o organismo responde para captar mais oxigênio 

do meio e enfrentar o aumento na demanda de oxigênio. 

 A exposição de pacus aos diferentes níveis de cobre demonstra que as respostas 

hematológicas foram diferentes nas concentrações de 0.4Cu e 2.0Cu. Nos peixes do primeiro 

grupo, houve aumento da concentração de Eri e nos peixes do grupo 2.0Cu houve aumento 

dos mecanismos de captação de oxigênio, com elevação da hemoglobina e da CHCM nos 

peixes expostos a 2.0Cu. Estas respostas mostraram que o incremento de cobre aquático 

estimulou respostas hematológicas no sentido de elevar a captação de oxigênio, sendo mais 

proeminente na maior concentração de cobre estudada. 
 

8.1.2 exposição ao meio ácido 

a. Metabolismo oxidativo 

 Produções excessivas do superóxido, em função do aumento da atividade da SOD, 

podem inibir a atividade da CAT (Kono e Fridovich, 1982). Roberts et al. (1987) e Rodriguez-

Ariza et al. (1991; 1992; 1993) caracterizam o aumento da atividade da SOD como indicador de 

exposição a águas poluídas, indicando aumento na produção de ânion superóxido. Como 

observado nos peixes expostos ao meio ácido (0CupH), verificamos que no metabolismo 

hepático houve aumento da atividade da SOD e diminuição da atividade da CAT. As 

concentrações hepáticas de HP não foram alteradas. Possivelmente a manutenção da atividade 
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da GSH-Px foi suficiente para combater os superóxidos produzidos pela elevada atividade da 

SOD, evitando danos oxidativos (Figura 10). 

 A exposição dos peixes ao meio ácido causou diminuição na concentração de HP e na 

atividade das enzimas SOD e CAT no músculo vermelho, quando comparados aos peixes do 

grupo controle (Figura 11). Os valores do metabolismo intermediário dos peixes expostos ao 

meio ácido apontam para uma possível diminuição do metabolismo frente a esta adversidade 

pois, houve diminuição de concentração plasmática de glicose e lactato (estes parâmetros serão 

discutidos mais adiante). Este processo pode ser uma busca de evitar a acidose, como verificado 

nos dados de pHsg (Figura 15), o que implicaria na diminuição de captação de oxigênio e, assim, 

diminuições da produção de EROs provenientes da cadeia respiratória. Cassini et al. (1993) e 

Wilhelm Filho et al. (1993) encontraram correlação positiva entre enzimas antioxidantes e 

intensidade metabólica. 

 A regulação precisa das concentrações de H+ é essencial, visto que a atividade da maioria 

das enzimas é influenciada pelo pH. O pH da água afeta a estrutura e atividade das enzimas e 

baixos pHs podem desnaturar muitas delas na mitocôndria (Ling, 1981). Isto pode explicar a 

redução da atividade das enzimas do músculo vermelho, nos peixes expostos ao meio ácido no 

presente estudo, e a correlação destas inibições com a diminuição do pHsg. 

 Por outro lado, no músculo branco dos peixes expostos ao meio ácido, por se tratar de 

um tecido menos oxidativo e ter menor atividade das DAs, houve um aumento na 

concentração de HP (Figura 12). Por não haver diferenças nas atividades da SOD e GSH-Px e 

diminuição na atividade da CAT, verificamos que as DAs não foram efetivas no processo de 

proteção do músculo branco, caracterizando estresse oxidativo. 

 Singh et al. (2004) determinaram uma faixa de pH ótimo para a atividade da CAT entre 

6,5 a 7,0. Moore et al. (2008) sugerem que as alterações do pH do ambiente parecem influenciar 

a atividade da CAT, modificando a relação entre a ação enzimática e a concentração do 

substrato. O mecanismo molecular para o efeito do pH na atividade da CAT, embora ainda não 

tenha sido estudado detalhadamente, pode estar na oxidação do Fe2+ presente no grupamento 

heme de sua molécula. A sensibilidade da CAT à diminuição do pH foi verificada nos tecidos 

avaliados do pacu expostos ao meio ácido. Por outro lado, a atividade da GSH-Px foi mantida 

constante nestes tecidos, mostrando que as variações do pH, no presente estudo, não 

modificaram a atividade desta enzima no pacu. 
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b. Intermediários metabólicos 

 Brown et al. (1990) verificaram efeito do pH (4,7 – 5,6) no salmão do atlântico, Salmo 

salar. Estes autores observaram um aumento na concentração de glicose no plasma atribuído à 

busca na manutenção do metabolismo de carboidratos. A exposição ao meio ácido no pacu 

causou diminuição plasmática da glicose e lactato, sem alterações do piruvato, da amônia e da 

proteína (Figura 13). Estes resultados demonstram que a exposição ao meio ácido causou 

hipoglicemia, porém, sem ativação do metabolismo anaeróbico na tentativa de suprir as 

demandas energéticas. Estas respostas podem caracterizar uma depressão metabólica, 

diminuindo o gasto energético e evitando intensificar a acidose, uma vez que houve acidificação 

do plasma dos pacus expostos a pH 5,0. Winkaler et al. (2001) caracterizaram a hipoglicemia de 

peixes do gênero Astyanax sp. como resposta a estresse crônico. A diminuição do metabolismo 

glicolítico pode estar relacionada à prevenção da acidificação do meio evitando a acidose 

metabólica (Sidell, 1983), uma vez que a glicólise é o maior produtor de H+ no organismo 

(Devlin, 1997), pois a diminuição do pH pode prejudicar processos fisiológicos e causar danos 

severos à célula (Van den Thillard e Van Waarde, 1985; Wood, 1991). De acordo com Jobling 

(1994), a exposição a condições ácidas pode levar a diminuições do pH sangüíneo de não mais 

que poucos décimos de unidade. Porém, as conseqüências fisiológicas destas mudanças são 

potencialmente grandes. Nossos dados, portanto, corroboram os destes autores demonstrando 

que a exposição ao meio ácido diminuiu o pHsg de pacu. 
 

c. Atividade da Na+/K+-ATPase, concentração de Metalotionina branquial e [Cup] 

 A exposição ao meio ácido não modificou a [Cup] do pacu quando comparados aos 

peixes do grupo controle (Figura 15). Não houve diferenças na concentração de MT branquial 

dos peixes expostos ao pH ácido, quando comparados aos do grupo controle (Figura 14). As 

MTs são importantes biomarcadores de poluição ambiental mas, no presente estudo, não se 

mostraram responsivas às alterações de exposição ao meio ácido.  

 Diferente dos mamíferos, o principal mecanismo de tamponamento sangüíneo dos 

peixes depende da regulação interna do pH, que é realizada pela excreção de H+ para o 

ambiente aquático. Um dos processos que auxilia este mecanismo é a manutenção da baixa da 

concentração de Na+ intracelular, mantido pela Na+/K+-ATPase (Claiborne et al., 2008). 

Diversas espécies de peixes mostraram ajustar rapidamente seu metabolismo utilizando a 

liberação de H+ pelas brânquias (Heisler et al., 1988). Claiborne et al. (1992) descreveram que o 
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“spiny dogfish”, Squalus acanthias, pode se recuperar de uma acidose respiratória em 24 h através 

da excreção de H+ e aumento de HCO3- no plasma, compensando a diminuição do pH do 

sangue. O pacu exposto ao meio ácido aumentou a atividade da Na+/K+-ATPase, 

possivelmente como mecanismo de reversão da diminuição do pHsg. 
 

d. Parâmetros Hematológicos 

 Variações no pH aquático causam estresse em peixes e as determinações dos parâmetros 

hematológicos são consideradas indicadores desta toxicidade (Sancho et al., 2000). Tanto o pH 

alto como o pH baixo são tóxicos para os peixes (Carvalho e Fernandes, 2006). De acordo com 

Heath (1995), quando a exposição a baixos pHs ocorre de forma mais crônica, o aumento dos 

parâmetros hematológicos pode ser uma resposta a uma diminuição no fluxo de oxigênio no 

sangue. Devido ao efeito Bohr, o sangue terá menor afinidade pelo oxigênio em baixos pHs. 

Os estímulos à produção de eritrócitos e hemoglobina podem, posteriormente, aumentar a 

capacidade de transporte de oxigênio e assim compensar parcialmente estas alterações. Os 

dados observados em pacus expostos ao meio ácido, na presente pesquisa (Figura 16), 

demonstram que os mecanismos para melhorar a captação e o transporte de oxigênio pelo 

sangue foram ativados. Estes dados são confirmados pelos aumentos de Eri, Hb e CHCM. 

Nota-se, ainda, que as diminuições significativas do VCM nos peixes expostos ao meio ácido 

possivelmente caracterizaram que as células sangüíneas liberadas eram menores, e não alterando 

o Htc. 

 Segundo Heath (1995) as proteínas são importantes tampões intracelulares e nos 

eritrócitos a hemoglobina pode também atuar como importante tampão. Nossos dados 

demonstram que a elevação na concentração de Hb pode também ser um mecanismo acionado 

para reverter a acidose plasmática. Estes dados mostram que, apesar do pacu resistir à 

exposição ao meio ácido, pois não houve mortalidade, suas variações hematológicas são 

estratégias para melhorar a captação de oxigênio dificultada pela acidose sangüínea, conforme 

descrito por Nussey et al. (1995). 
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8.1.3 Exposição à hipóxia 

a. Metabolismo oxidativo 

 Os peixes expostos à hipóxia não modificaram a concentração de HP hepática nem a 

atividade da SOD, mas apresentaram inibição da GSH-Px e CAT, quando comparados aos 

peixes do grupo controle (Figura 17). No músculo vermelho houve diminuição das atividades 

da SOD e da CAT nos peixes expostos à hipóxia (Figura 18). Chandel et al. (2000) afirmam 

haver aumento na produção de EROs em hipóxia, apesar da redução da respiração aeróbica. 

Nossos dados não demonstram haver diferença na concentração de HP no fígado e no 

músculo vermelho em decorrência da exposição do pacu à hipóxia. Evidências de diminuição 

do metabolismo aeróbico no pacu em hipóxia (como será discutido no próximo item) nos 

mostram que possivelmente houve diminuição de entrada de oxigênio na cadeia respiratória, 

impedindo assim aumento na concentração de HP. As mitocôndrias são o principal local de 

produção de EROs e o músculo vermelho é, proporcionalmente, a maior concentração destas 

organelas (Graham, 1990). Portanto, este tecido é considerado o maior colaborador na geração 

de EROs (Chance et al., 1979). Neste contexto, pode-se esperar que as DAs nos peixes 

dependam do consumo de oxigênio e/ou da disponibilidade deste, pois as produções de EROs 

na mitocôndria são muitas vezes correlacionadas à tensão de oxigênio (Boveris e Chance, 1976). 

 No músculo branco houve aumento na concentração de HP no grupo de peixes 

expostos à hipóxia (Figura 19). As enzimas antioxidantes fornecem defesa antioxidante e 

intrinsecamente espera-se que elas aumentem em resposta à hipóxia, de modo a combater a 

formação dos EROs (Wilhelm Filho e Boveris, 1993). Este tecido, com menor metabolismo 

oxidativo e, portanto, menor atividade das DAs, parece não ter mecanismos suficientes para 

combater os danos decorrentes da diminuição de OD. O aumento de HP pode ter ocorrido em 

função da semelhança das atividades das DAs mensuradas neste tecido entre os peixes em 

hipóxia e normóxia, conFigurando EO, no músculo branco dos peixes em hipóxia. 
 

b. Intermediários metabólicos 

 Evidências demonstram que as elevações do lactato plasmático em peixes são 

decorrentes da ativação do metabolismo anaeróbico como ajuste bioquímico, fornecendo 

energia alternativa em condição de estresse (Virani e Rees, 2000; Crestani et al., 2006). Os pacus 

expostos à hipóxia diminuíram as concentrações plasmáticas de glicose, lactato, piruvato e 

amônia (Figura 20). Embora não tenha sido medida a taxa metabólica dos peixes no presente 
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estudo, estes resultados demonstram que, possivelmente, pacus submetidos à hipóxia 

responderam à diminuição de captação de oxigênio por meio da supressão metabólica. 

Hochachka e Somero (1984) afirmam que a supressão metabólica é elemento chave à tolerância 

à hipóxia em uma variedade de organismos, incluindo os peixes. Muitos animais expostos à 

hipóxia e à anóxia por longos períodos podem inibir a ativação glicolítica para prevenir 

acidificação metabólica (Sidell, 1983) pois, a diminuição do pH pode prejudicar processos 

fisiológicos e causar danos severos à célula (Van den Thillard e Van Waarde, 1985; Wood, 

1991). 

 Os dados de pHsg do pacu, após exposição à hipóxia, demonstram que estes organismos 

estavam em acidose e, portanto, podem sobreviver a esta adversidade diminuindo seu 

metabolismo. Estes achados estão de acordo com os de Affonso et al. (2002) que verificaram 

uma diminuição no pH sangüíneo em tambaquis expostos à hipóxia. Estas respostas podem 

estar relacionadas à prevenção de acidose metabólica decorrente da exposição à hipóxia (Sidell, 

1983). 
 

c. Atividade da Na+/K+-ATPase, concentração de Metalotionina branquial e [Cup] 

 A exposição de pacu à hipóxia não interferiu na [Cup], quando comparado aos peixes do 

grupo controle (Figura 22), demonstrando que possíveis alterações nos processos respiratórios 

do pacu, frente às alterações na concentração de OD, não resultaram em maior absorção do 

cobre presente na água nos níveis controle. 

 Dentre os biomarcadores que são usualmente utilizados para monitorar a qualidade do 

ambiente, a indução das MTs tem sido proposta, visto que esta resposta está bem descrita por 

diversos autores (Roesijadi, 1992; George e Olsson, 1994; Cosson e Amiard, 2000; Carvalho et 

al., 2004). English e Storey (2003) observaram rápida resposta de expressão de MT em 

gastrópodos marinhos, Littorina littorea, após exposição à anóxia e congelamento, 

correlacionando a concentração de MT como fator importante para sobrevivência destes 

organismos à baixa disponibilidade de OD. Estes autores concluíram que além da resposta à 

exposição aos metais, as MTs são responsivas também às mudanças ambientais como 

diminuição de OD e de temperatura. Possivelmente, por ser uma espécie fisiologicamente 

adaptada à hipóxia moderada (Rantin et al., 1996), o pacu não alterou a concentração de MT 

branquial após exposição à hipóxia (Figura 21). 
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 Comellas et al. (2007) relataram que, em mamíferos, a hipóxia eleva a produção de 

EROs aumentando a degradação da Na+/K+-ATPase. Chandel et al. (1998) descreveram que a 

hipóxia in vitro inibe o transporte ativo de Na+ através da diminuição da atividade dos canais de 

Na+ e da Na+/K+-ATPase, podendo haver diminuição da sua expressão gênica em uma 

situação de hipóxia mais pronunciada. Em algumas espécies de peixes tolerantes à hipóxia, a 

inibição da Na+/K+-ATPase ocorre em paralelo com a diminuição da entrada de Ca2+, 

contribuindo para a diminuição no consumo de ATP (Buck e Hochachka, 1993). Porém, 

Nilsson (2001) descreve que espécies de peixes tolerantes à hipóxia, como a carpa cruciana, 

Carassius carassius, não modificam a atividade da Na+/K+-ATPase em resposta à diminuição do 

OD. No presente estudo, verificamos que pacu exposto à hipóxia aumentou a atividade 

Na+/K+-ATPase (Figura 21). Por ser uma espécie tolerante à hipóxia (Rantin et al., 1996) e por 

ter sido exposta a uma PO2 acima da sua PcO2, o pacu pode não ter inibido a Na+/K+-ATPase 

no presente estudo. 

 Segundo Bogdanova et al. (2005), a sensibilidade da Na+/K+-ATPase às concentrações 

de OD no hepatócito de truta arco-íris foram decorrentes do efeito do oxigênio na cadeia 

transportadora de elétrons. Estes autores constataram que estas alterações de OD não afetam 

diretamente a hidrólise do ATP pela enzima, sugerindo que esta inibição é modulada pela 

produção de EROs. No presente trabalho, verificamos um aumento na atividade da Na+/K+-

ATPase e não verificamos aumentos na produção de EROs. O aumento da atividade da 

Na+/K+-ATPase pode ter sido ativado com o objetivo de manter o equilíbrio iônico, uma vez 

que houve diminuição significativa do pHsg.  
 

d. Parâmetros Hematológicos 

 Variáveis hematológicas são usuais em diagnósticos de alterações fisiológicas e 

bioquímicas de peixes (Wedemeyer e Yasutake, 1977). Normalmente são avaliadas para detectar 

mudanças decorrentes de condições estressantes como hipóxia (Val e Almeida-Val, 1995; 

Marcon e Wilhelm Filho, 1999 e Affonso et al., 2002). No presente estudo, os peixes 

apresentaram aumento de Eri, Htc, Hb e diminuição do VCM após exposição à hipóxia (Figura 

23). Estas respostas demonstram que o pacu buscou adaptações hematológicas em decorrência 

da exposição à hipóxia na tentativa de aumentar a capacidade de captação e transporte de 

oxigênio. Os dados encontrados no presente trabalho estão de acordo com os relatados por 

Wilhelm Filho et al. (2005) que observaram elevada concentração de hemoglobina em piaparas 
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expostas à hipóxia. Affonso et al. (2002) expuseram o tambaqui à hipóxia e observaram 

aumentos de Eri, Hb e CHCM. 
 

8.2 Efeito da exposição associada dos fatores 

8.2.1 incremento do cobre em meio ácido 

a. Metabolismo oxidativo 

 A contaminação ambiental é normalmente caracterizada pela combinação de resposta ao 

estresse e muitos dos biomarcadores que caracterizam estas respostas são fisiológicos e 

bioquímicos (Depledge, 1993). Os efeitos dos xenobióticos nos organismos aquáticos são 

baseados nos efeitos isolados de substâncias químicas, mas abordagens recentes mostram que 

as pesquisas com estudos do comportamento dos biomarcadores na exposição aos efeitos 

combinados têm ganhado importância (Ferreira et al., 2008). As alterações causadas por 

poluentes ocorrem inicialmente em níveis bioquímicos e fisiológicos. Portanto, o uso de 

biomarcadores representa potencial relevância nos testes de toxicidade (Depledge et al., 1993). 

Porém, poucos estudos demonstram o comportamento de biomarcadores fisiológicos e 

bioquímicos frente à exposição a metais associados a alterações fisicoquímicas do ambiente 

aquático em teleósteos.  

 A determinação da peroxidação é considerada importante como biomarcador (Lackner, 

1998). Várias classes de poluentes ambientais são conhecidas por aumentar a formação 

intracelular de EROs (Winston e DiGiulio, 1991). Da mesma forma, o estudo dos mecanismos 

de defesa, que combatem o estresse oxidativo, constituem importantes biomarcadores de 

exposição a xenobióticos (Hasspieler et al., 1994a). Dentre os mecanismos de defesa destacam-

se as enzimas antioxidantes SOD, GSH-Px e CAT. O monitoramento da atividade destas DAs 

é apontado como biomarcador bioquímico importante na ecotoxicologia aquática (Nascimento 

et al., 2006). A peroxidação lipídica é um índice indicador de danos à membrana e 

conseqüentemente da perda da função celular (Bopp et al., 2008). O estresse oxidativo tem 

importância na toxicologia aquática, por causa da difundida presença de contaminantes com 

potencial de indução na formação de EROs em organismos (Lesser, 2006). Bopp et al. (2008) 

sugerem que o estresse oxidativo, devido à exposição ao cobre, com a conseqüente geração de 

EROs, pode servir como alavanca para a apoptose e genotoxicidade. Estes mesmos autores 

expuseram células branquiais de truta arco-íris, in vitro, a concentrações de CuSO4 que variaram 

de 10-8 a 10-3 M em pH 6 e 7. Concluíram que a diminuição do pH do meio resultou em 
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aumento da concentração de Cu2+ livre, aumentando a formação de EROs, e que este 

parâmetro pode ser utilizado com biomarcador de estresse celular. Biomarcadores comumente 

utilizados com base nas respostas de estresse oxidativo, como a atividade da CAT e níveis de 

antioxidantes, parecem ser induzidos na exposição ao sulfato de cobre (Ansaldo et al., 2000; 

Hansen et al., 2006). 

 O cobre é um elemento traço essencial com maior concentração no fígado (Turnlund, 

1998). Assim como em mamíferos, na maioria dos peixes o fígado é um órgão importante de 

acúmulo de excesso de cobre (Buck, 1978; Shearer, 1984). Por ser parte integrante de muitas 

enzimas, o cobre está envolvido em inúmeros processos biológicos vitais. Mesmo estando 

normalmente ligado a proteínas, o cobre pode ser liberado tornando-se livre para catalisar a 

formação de EROs. Dados obtidos de estudos in vitro confirmam a capacidade do cobre em 

iniciar danos oxidativos e interferir em importantes eventos celulares (Gaetke e Chow, 2003). 

 Como discutido no capítulo de exposição do pacu ao cobre em pH neutro, o aumento 

do cobre aquático elevou a concentração de HP hepático na exposição a 0.4Cu e diminuiu em 

2.0Cu. Ao adicionarmos o cobre em pH ácido, a concentração hepática de HP diminuiu nos 

peixes expostos a 0.4CupH e 2.0CupH. A atividade da SOD também foi influenciada pela 

interação entre cobre e pH aquático, uma vez que sua atividade foi intensificada quando o 

cobre foi adicionado em pH ácido. As comparações dos peixes expostos à associação dos 

fatores demonstram que o grupo 2.0CupH apresentou maior atividade da SOD, quando 

comparado aos peixes do grupo controle (Tabela 6). 

 A atividade da GSH-Px hepática não foi diferente nos peixes expostos ao cobre em pH 

neutro e ácido. A atividade desta enzima de DA não foi alterada comparando-se a exposição 

aos fatores isolados e associados. A CAT, por outro lado, teve sua atividade abolida quando 

exposta ao cobre em pH ácido, demonstrando a interação entre os fatores cobre e pH e não 

correspondendo da mesma maneira aos diferentes níveis de cobre incrementados na água. 

Dentre os fatores que podem contribuir para a baixa concentração de HP hepática, uma vez 

que não houve ativação das enzimas CAT e GSH-Px no grupo 2.0CupH, podem ser a baixa 

absorção de cobre ou a atuação de outros mecanismos de defesa antioxidantes não mensurados 

no presente trabalho. 

 No músculo vermelho, a concentração de HP e as atividades da SOD, GSH-Px e CAT 

foram influenciadas pela interação entre cobre e pH (Tabela 7). A exposição do pacu ao meio 

ácido e a adição de cobre em pH ácido diminuíram a concentração de HP no músculo 

vermelho. O músculo vermelho é rico em mitocôndrias e estas organelas representam, em 
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muitos organismos, o principal local de produção de EROs (Chance et al., 1979; Graham, 

1990). O oxigênio respirado é utilizado na cadeia de transporte de elétrons, na mitocôndria, 

reduzindo o O2 a H2O2 e H+ (Halliwell e Gutteridge, 1986). De acordo com os dados avaliados 

no pacu exposto ao cobre em pH ácido, verificamos redução na concentração de HP no 

músculo vermelho, quando exposto ao cobre em meio ácido. Estas diminuições podem ser 

decorrentes da diminuição da entrada de elétrons na cadeia respiratória, uma vez que os peixes 

estavam com dificuldades na captação de O2, acionando, como apresentado na discussão do 

metabolismo glicolítico, diminuição do metabolismo quando em meio ácido. Porém, a 

exposição dos peixes a 2.0CupH mostrou-se mais danosa aos peixes, acionando mecanismos de 

respiração anaeróbica e busca no aumento da captação e transporte de O2. 

 O músculo vermelho, que supostamente é mais oxidativo, apresenta também maior 

atividade das DAs (Mazeuad et al., 1979). O padrão de resposta da SOD, GSH-Px e CAT nos 

peixes expostos às condições experimentais foram modificados quando expostos à associação 

de cobre e pH. Estas evidências foram constatadas nos diferentes níveis de cobre 

experimentados. Os grupos de peixes expostos ao pH ácido, adicionados ou não de cobre, 

tiveram a atividade da SOD diminuída, demonstrando alta sensibilidade da SOD ao meio ácido. 

A atividade da GSH-Px foi abolida na exposição ao pH ácido, associado ou não ao cobre. A 

CAT foi inibida nos peixes expostos aos diferentes níveis de cobre em pH ácido ou neutro. 

Muitas destas respostas demonstram a sensibilidade das DAs ao pH da água, demonstrando 

que elas são inibidas até mesmo frente à exposição ao cobre em meio ácido. Por apresentar 

grupamento heme, a CAT pode ser mais sensível à oxidação. Os dados do presente estudo 

sugerem que, possivelmente por esta sua característica, sua atividade foi a mais afetada em pH 

ácido. 

 Diferentemente do ocorrido no músculo vermelho, a concentração de HP no músculo 

branco foi mais intensa (Tabela 8). A interação cobre e pH foi evidenciada no aumento da 

concentração de HP nos peixes expostos ao meio ácido. O aumento na concentração de HP 

neste tecido pode ser decorrente da baixa atividade das DAs. Por ser um tecido menos 

oxidativo, seus mecanismos de defesa no combate ao estresse oxidativo podem ser menos 

eficientes. No músculo branco as DAs apresentaram atividade semelhante nos peixes expostos 

ao cobre em pH neutro e ácido. 

 A Rpx (Tabela 9) da exposição do cobre em pH ácido também manteve a mesma relação 

tecido específica encontrada nos peixes expostos aos fatores isolados, decorrente das maiores 

atividades da CAT no fígado e menores no músculo branco. Da mesma forma, a REO mostrou 
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que, no pacu, o tecido mais oxidativo foi o fígado e o menos oxidativo o músculo branco 

(Tabela 10). As relações Rpx e REO mantiveram o mesmo comportamento das respostas em 

função do incremento de cobre em meio ácido, demonstrando assim, que mesmo com as 

interações e mudanças das atividades das DAs (decorrentes da exposição às diferentes 

condições experimentais) este comportamento tecido-específico não se modificou. 

 As evidências sugerem que a utilização de enzimas antioxidantes e da concentração de 

HP como biomarcadores de exposição a xenobióticos, deve considerar a condição física e 

química da água, uma vez que houve interação entre os níveis de cobre e o pH da água no 

metabolismo oxidativo do pacu nos principais tecidos oxidativos. Os dados obtidos neste 

experimento nos permitem avaliar que a exposição do pacu ao incremento de cobre aquático 

em meio ácido foi mais danosa aos mecanismos bioquímicos, quando comparados com a 

exposição em pH neutro. E que a exposição a maior concentração de cobre em meio ácido 

mostrou ser prejudicial ao pacu. 

 No pacu, apesar da absorção do cobre diminuir quando no maior nível de exposição 

deste metal, nas duas condições de pH (como será discutido posteriormente), a associação 

destes fatores e a exposição isolada dos peixes a 2.0Cu causaram alterações no comportamento 

dos biomarcadores avaliados. Estas alterações podem ser decorrentes tanto da busca do animal 

em captar mais oxigênio, uma vez que a produção excessiva do muco e a quelação do cobre nas 

brânquias dificultam as trocas gasosas, como pelos distúrbios ionoregulatórios causados pela 

exposição aos fatores associados.  
 

b. Intermediários metabólicos 

 A compreensão dos processos no metabolismo glicolítico frente à exposição a poluente 

permite avaliar os ajustes realizados no metabolismo energético para que os organismos 

sobrevivam a esta condição adversa (Heath, 1995). Observamos, na exposição do pacu, 

interação significativa dos fatores cobre e pH na concentração plasmática de glicose e lactato 

(Tabela 11). A redução das concentrações plasmáticas ocorridas nos peixes expostos a 0CupH 

foi abolida na exposição aos fatores associados, mostrando que as alterações no metabolismo 

glicolítico, em resposta às condições isoladas de cobre e pH, foram diferentes quando estes 

fatores foram associados. Os peixes do grupo 2.0CupH apresentaram concentração de glicose 

plasmática e lactato significativamente maiores que os peixes do grupo controle. Estes achados 

estão de acordo com os de Beaumont et al. (2000) que verificaram efeito do cobre (0,08 
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µMol.L-1 – 96h) associado ao pH ácido (5,0) em truta marrom e observaram hiperglicemia 

atribuída à demanda de energia causada pelo meio ácido em associação ao cobre. Wendelaar 

Bonga et al. (1990) caracterizaram os aumentos de glicose sangüínea como indicador fisiológico 

de estresse. Takasusuki et al. (2004) observaram aumento no lactato plasmático do curimbatá 

após exposição associada ao cobre e pH ácido, indicando o uso de glicólise anaeróbica para 

suprir as exigências energéticas. Nossos dados demonstram que o pacu, quando exposto ao 

cobre em meio ácido, possivelmente utilizou glicólise anaeróbica como mecanismo metabólico 

para suprir suas demandas energéticas. 

 As concentrações plasmáticas de piruvato no pacu foram influenciadas pela interação 

entre o cobre e pH aquático. Esta interação causou modificação das respostas aos níveis de 

cobre experimentais nos diferentes pHs. Em pH ácido houve inibição de utilização da via 

glicolítica aeróbica, quando os peixes foram expostos a 0.4CupH e 2.0CupH. Isani et al. (1994) 

descrevem que o cobre inibiu a piruvato quinase em robalo. A alta concentração de amônia, 

observada nos peixes expostos a 2.0CupH, comparados aos peixes do grupo 2.0Cu, mostra 

interação entre cobre e pH. Moraes et al. (2002) sugeriram que a concentração elevada de 

amônia plasmática indica nova síntese de glicose. O catabolismo protéico, para aumentar as 

fontes energéticas em organismos expostos a poluentes, é freqüente. Porém, a elevação nas 

concentrações de amônia plasmática, nos peixes do grupo 2.0CupH, não foram acompanhadas 

de aumentos no piruvato plasmático, o que não nos permite concluir que houve produção de 

energia utilizando-se substratos como a proteína. Beaumont et al. (1995a; 2000), Day e Butler 

(1996) e Wilson e Taylor (1993) observaram aumento na amônia plasmática em trutas expostas 

ao cobre em pH ácido. Beaumont et al. (2000) associaram as altas concentrações de amônia 

plasmática em decorrência das dificuldades de trocas iônicas em tecidos branquiais danificados. 

A amônia é produto final de muitos processos metabólicos, em particular da desaminação de 

aminoácidos. Concentrações elevadas de amônia são tóxicas aos organismos (Walton e Cowey, 

1982). Em situações de estresse a concentração de amônia pode ser elevada devido ao aumento 

de níveis de catecolaminas e cortisol circulantes (Wendelaar Bonga, 1997; van Weerd e Komen, 

1998). 

 A exposição ao meio ácido pode levar a diminuições do pH sangüíneo (Jobling, 1994). 

Aumentos nas concentrações de H+ são normalmente decorrentes da glicólise. Variações nos 

níveis de lactato plasmático são freqüentemente correlacionadas com mudanças no pH 

sangüíneo (Hardewig et al., 1998), podendo o lactato ser considerado tampão em diversos 

tecidos, evitando a acidose (Brooks et al., 2000). A exposição do pacu a níveis de cobre e pH 
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demonstrou interação significativa nos valores do pHsg. A interação observada demonstrou 

mudança no padrão de resposta do pHsg do pacu frente aos níveis de cobre nos dois pHs. A 

acidose sangüínea foi observada nos peixes expostos aos grupos 2.0Cu, 0.4CupH e 2.0CupH, 

que apresentaram valores de pHsg menores que os peixes do grupo controle. Esta diminuição 

do pHsg mostrou que o cobre, quando adicionado na água com pH neutro, causou acidose 

somente na maior concentração. Porém, os dois níveis de cobre associados ao meio ácido 

foram suficientes para causar acidose no pacu. 
 

c. Atividade da Na+/K+-ATPase, concentração de Metalotionina branquial e [Cup] 

 A aquisição do cobre do ambiente aquático pelos peixes quase sempre ocorre através 

das brânquias (Stagg e Shuttleworth, 1982; Norey et al., 1990; Battaglini et al., 1993). Por isso, 

este órgão nos peixes é o primeiro local de injúria causada pelo cobre, sendo considerado órgão 

chave quando avaliamos o início das respostas compensatórias à exposição a este metal (Laurén 

e McDonald, 1985; 1987). A exposição aguda a metais ativa a hipersecreção de muco nas 

brânquias, que serve como importante mecanismo de proteção contra a absorção dos metais 

(McDonald e Wood, 1993) por meio da quelação, formação de complexos com o cobre de 

modo a reduzir sua toxicidade, e inibição de difusão (Heath, 1995). Porém, esse mesmo 

mecanismo benéfico para reduzir o efeito tóxico do contaminante, acaba sendo prejudicial para 

os peixes, pois pode impedir as trocas gasosas, levando o indivíduo à hipóxia (Lichtenfels et al., 

1996) e também pode causar desordem na osmorregulação e na regulação iônica (Heath, 1995). 

 Neste sentido, verificamos que, no processo de absorção do cobre aquático não houve 

interação entre os níveis de cobre adicionados na água e os níveis de pH aos quais os pacus 

foram expostos (Tabela 12). A [Cup], nos peixes dos grupos expostos ao cobre em pH neutro e 

em pH ácido, apresentou o mesmo padrão nas duas condições, mostrando diferenças em 

relação ao grupo controle na mesma intensidade. Os resultados demonstram que houve efeito 

dos fatores cobre e pH, quando na sua forma isolada. Como discutido anteriormente nos 

respectivos tópicos, verificamos que a produção excessiva de muco, observada no presente 

estudo, pode ser uma das causas da diminuição de absorção de cobre nos peixes expostos a 

maior concentração deste metal. Porém, o efeito do pH nos mostra que os grupos expostos ao 

meio ácido, indiferente dos níveis de cobre, aumentaram a [Cup]. 

 O volume ventilatório, a espessura do epitélio branquial e a perfusão influenciam a taxa 

de transporte de O2 e podem similarmente influenciar a absorção de tóxicos através das 
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brânquias (Yang et al., 2000). Tem sido descrito que as taxas de transferência de oxigênio 

podem ser indicativos da transferência de compostos tóxicos (Murphy e Murphy, 1971). Yang 

et al. (2000) encontraram relação entre a taxa de absorção de tóxicos pelas brânquias e o 

consumo de O2. Não foram mensurados os parâmetros respiratórios na presente pesquisa, mas 

existe a possibilidade de mudanças nestes processos terem influenciado na taxa de absorção do 

cobre pelas brânquias. 

 Blust et al. (1991) afirmaram que mudanças nas concentrações de íons hidrogênio 

tiveram efeito importante na absorção do cobre na Artemia franciscana e que as variações de 

absorção observadas não podem ser compreendidas somente pelas variações de concentração 

de íons cobre livre na água. Estes mesmos autores explicam que os sítios de ligação no sistema 

de transporte são vulneráveis ao meio ácido. Carvalho e Fernandes (2006) confirmam que a 

toxicidade do cobre é dependente do pH da água e sugerem que mudanças no pH podem 

afetar a especificidade do metal e sua toxicidade de modo complexo. Portanto, o meio ácido 

pode afetar a biodisponibilidade do cobre. De acordo com Buchwalter et al. (1996), a 

toxicidade do cobre pode aumentar com uma diminuição do pH pois, a quantidade de íons 

cobre livres ligados a carbono podem diminuir em resposta a um aumento de H+, que poderá 

competir com o cobre por sítios de ligação na molécula de carbono. Devido a esta relação de 

competição, deverá haver maiores quantidades de íons cobre livres na solução, que poderão se 

ligar à superfície branquial. Estes autores observaram que aumentos na concentração de H+ 

sempre levam a altas mortalidades de embriões e larvas do anfíbio africano, Xenopus laevis. Estes 

resultados referem-se mais à ação das altas concentrações do Cu2+, que estava associado à 

diminuição do pH, sugerindo que mudanças no pH podem afetar a especiação do metal e sua 

toxicidade de modo complexo. O efeito do pH na ação do metal é metal-específico e muitos 

dos mecanismos envolvidos são desconhecidos (Buchwalter et al., 1996). 

 A discussão acerca da importância das MTs na prevenção da absorção dos metais 

presentes na água também pode ser parâmetro para compreendermos esta diminuição de [Cup], 

quando aumenta a concentração de cobre na água (Hamer, 1986). Verificamos que os peixes 

expostos à concentração de 2.0mgCu, indiferente do pH aquático, apresentaram altas 

concentrações de MT branquial. O aumento desta proteína nas brânquias, principal local de 

absorção do cobre aquático (Battaglini et al., 1993), pode estar associado à diminuição da 

absorção deste metal. Ferreira et al. (2008) apontam que os efeitos antagônicos encontrados 

após a exposição à associação de cádmio e carbendazim se devem à redução na toxicidade 

destes poluentes, causada pelo aumento na concentração de MT. A metalotionina é um 



 

 116

componente tecidual e acredita-se que possui um grande papel na regulação do metabolismo 

intracelular do cobre e zinco. Elas também apresentam função importante na proteção das 

células de possíveis danos causados por estes agentes tóxicos. Estas proteínas fazem parte de 

uma função protetora através do seqüestro de íons livres de metais pesados, prevenindo que os 

íons metálicos se liguem e inibam enzimas celulares e outras proteínas funcionais (Jobling, 

1994). Os mecanismos de destoxificação do cobre em peixes incluem a indução da MT, 

permitindo a retenção do cobre por semanas ou meses após sua absorção, sem produzir efeitos 

tóxicos (Hogstrand et al., 1991; Carbonell e Tarazona, 1994). 

 Ao avaliarmos as concentrações de MT branquial de pacu exposto ao cobre em pH 

neutro e ácido, verificamos que não houve interação entre estes dois fatores (Tabela 12). Uma 

vez que não ocorreu efeito de interação, avaliamos os efeitos isolados e verificamos que não 

houve efeito da exposição aos diferentes pHs mas, houve efeito dos níveis de cobre na 

concentração de MTs branquial. Estas respostas nos permitem caracterizar a MT como 

importante biomarcador de exposição ao CuSO4 no pacu, pois a concentração da MT não foi 

modificada quando a exposição ocorreu em pH neutro ou ácido. Os dados obtidos por 

Carvalho et al. (2004), ao exporem o curimbatá a níveis de cobre, pH e temperatura, afirmaram 

o uso da concentração de MT hepática como biomarcador da exposição ao cobre, mesmo nas 

diferentes condições de exposição. 

 O comportamento da atividade da Na+/K+-ATPase branquial foi alterado em 

decorrência da interação significativa entre os níveis de cobre e os diferentes pHs a que os 

peixes foram expostos. A exposição ao meio ácido, conforme descrita na discussão dos fatores 

isolados, aumentou a atividade da Na+/K+-ATPase branquial. O cobre, na exposição a pH 

neutro, diminuiu a atividade desta enzima. As exposições aos dois níveis de cobre, em pH 

neutro ou ácido, inibiram a atividade da Na+/K+-ATPase branquial. A interação entre estes 

fatores demonstra que o estímulo à atividade desta enzima foi abolido quando os peixes foram 

expostos ao meio ácido associado ao cobre. 

 De forma mais pronunciada, os peixes do grupo exposto a 2.0CupH tiveram a maior 

inibição da atividade da Na+/K+-ATPase branquial. Segundo Hussain et al. (1995) as MTs 

podem proteger Na+/K+-ATPase contra as ações tóxicas de metais pesados, incluindo o cobre. 

O cobre promove a expressão de MTs branquiais, sendo inicialmente ativada nas células 

cloreto, como apresentado por Dang et al. (1999). Assim, o aumento de células cloreto pode 

contribuir para a proteção e manutenção da atividade Na+/K+-ATPase branquial nestas novas 

células cloreto induzidas pela MT (Dang et al., 1999). Ao observarmos a maior intensidade de 
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redução da atividade da Na+/K+-ATPase branquial no pacu exposto a 2.0CupH, podemos 

verificar que possivelmente o aumento da MT branquial foi insuficiente na proteção da 

Na+/K+-ATPase , quando o maior nível de cobre foi associado ao pH ácido. 
 

d. Parâmetros Hematológicos 

 Alterações nas características do meio aquático são responsáveis por variações nos 

parâmetros hematológicos de peixes expostos a ambientes poluídos. Estas alterações ocorrem 

principalmente por haver uma íntima ligação entre o sistema circulatório e o ambiente externo 

(Cassilas e Smith, 1977). Wandellar Bonga (1977) descreve que a avaliação das repostas 

hematológicas pode auxiliar na compreensão de possíveis alterações decorrentes da exposição a 

metais. Muitas das alterações hematológicas observadas em peixes expostos ao cobre são 

descritas por serem decorrentes da dificuldade de trocas gasosas ocasionas pela desestruturação 

do epitélio branquial (Mazon et al., 2002a). Lichtenfels et al. (1996) associam também esta 

dificuldade respiratória com a hipersecreção de muco. Nussey et al. (1995) caracterizam as 

respostas de exposição ao cobre como as de exposição à hipóxia. 

 As concentrações de Eri e Hb dos pacus, frente aos níveis de cobre, foram semelhantes 

no pH neutro e ácido (Tabela 13). Não houve interação entre os fatores cobre e pH nas 

concentrações de Eri e Hb. Assim, a eritropoiese e o aumento de Hb foram estimulados com a 

mesma intensidade e freqüência nas exposições isoladas e associadas de cobre. Porém, 

verificamos que os peixes dos grupos 0.4CupH e 2.0CupH tiveram aumento de Eri mais 

pronunciado, quando comparado aos peixes do grupo controle. A Hb também foi mais 

pronunciada nos peixes dos grupos 0.4CupH e 2.0CupH e nos peixes do grupo 2.0Cu. Isto nos 

mostra que, embora não haja interação, a associação dos fatores estimulou os mecanismos de 

captação e transporte de O2, quando comparados à exposição dos fatores isolados. As respostas 

hematológicas observadas no pacu exposto ao cobre em pH neutro e ácido demonstram que, 

indiferente da absorção deste metal, a presença de cobre na água dificulta as trocas gasosas 

estimulando o organismo a dispor de mecanismos que captem e transportem mais O2, condição 

esta que foi mais pronunciada nos peixes expostos a cobre em pH ácido, pois a influência da 

diminuição do pHsg pode interferir na afinidade da Hb pelo O2. 

 O Htc, VCM e CHCM dos pacus foram diferentes nos grupos expostos ao cobre em 

pH neutro e pH ácido, demonstrando interação entre o cobre e pH. A elevação do Htc dos 

peixes expostos a 2.0CupH demonstra que esta interação modificou o padrão de resposta desta 
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variável hematológica. Os peixes dos grupos expostos ao pH neutro apresentaram CHCM 

diferente dos peixes expostos ao pH ácido. Porém, a interação foi evidenciada no aumento do 

CHCM nos peixes dos grupos expostos a 2.0Cu. Todos os peixes expostos a pH ácido 

apresentaram CHCM maiores que os do grupo controle. O VCM não modificou seu padrão de 

resposta entre as diferentes condições experimentais, mas, as respostas em pH neutro foram 

diferentes das ocorridas em pH ácido. Os peixes expostos a 2.0CupH tiveram aumento de Htc 

e CHCM e diminuição de VCM, comparados aos peixes do grupo controle. As variações dos 

índices hematimétricos observadas no pacu, nos diferentes grupos experimentais, devem 

considerar as variações no Htc, que influenciam diretamente o CHCM e o VCM. A semelhança 

do Htc nos peixes expostos ao incremento de cobre em pH neutro e ácido pode ter ocorrido 

em função da diminuição do VCM, da mesma forma que o Htc constante e o aumento no Eri 

mantém um VCM constante. A influência do Htc no CHCM também acontece quando existe 

aumento de Hb. Por isso, as avaliações dos índices hematimétricos devem levar em conta as 

variações nos parâmetros hematológicos. Soivio e Nikimaa (1981) alertam para as 

interpretações do CHCM quando são lançadas na corrente sangüínea célula imaturas, com 

diferentes concentrações de Hb. Carvalho e Fernandes (2006) observaram interação entre pH e 

cobre somente para Htc e CHCM e concluíram que a exposição aos fatores associados causou 

maiores distúrbios que os fatores isolados. 

Cusimano et al. (1986), Takasusuki et al. (2004) e Menezes (2005) encontraram 

diminuição da toxicidade do cobre em pH ácido em truta arco-íris, tambaqui e curimbatá, 

respectivamente. Carvalho e Fernandes (2006) sugerem que a diminuição da toxicidade do 

cobre em pH ácido pode ser decorrente da competição do H+ e do Cu2+ pelo mesmo sítio de 

ligação no epitélio branquial (Laurén e McDonald, 1985), que é a principal superfície corporal 

de difusão água-sangue (Mazon et al., 2002a). Nossos achados demonstram que houve 

diminuição da absorção de cobre em pH ácido, corroborando os achados de Carvalho e 

Fernandes (2006). Porém, as diferenças hematológicas dos peixes expostos ao cobre nos 

diferentes pHs evidenciam que estes efeitos podem ser indiretos e que mesmo que o cobre não 

seja absorvido, os possíveis danos branquiais e a produção excessiva de muco dificultaram as 

trocas gasosas dos peixes expostos a 2.0Cu, 0.4CupH e 2.0CupH.  
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8.2.2 Incremento do cobre em hipóxia 

a. Metabolismo oxidativo 

 Vários mecanismos vêm sendo propostos para explicar a indução da toxicidade do 

cobre. Mais freqüentemente, a base desta teoria é a propensão de que íons de cobre livres 

participam na formação dos EROs (Bremmer, 1998). As concentrações de HP hepático dos 

peixes expostos ao cobre em normóxia foram diferentes dos peixes em hipóxia. Estas 

diferenças evidenciam a interação entre cobre e OD na concentração de HP hepático do pacu. 

Na concentração de cobre de 0.4mgCu, nas duas condições de OD, houve aumento de HP 

hepático. Porém, na concentração de 2.0mgCu os peixes em hipóxia apresentaram HP hepático 

maior que os peixes em normóxia.  

 Em normóxia, como discutido anteriormente, a não elevação do HP pode ser explicada 

pela diminuição do metabolismo. Em hipóxia, a diminuição do HP pode ser decorrente da 

efetividade das DAs, como a SOD e GSH-Px que aumentaram no fígado dos peixes do grupo 

2.0CuHpx. Tanto a atividade hepática da SOD quanto a da GSH-Px foram alteradas pela 

interação do cobre e OD (Tabela 14). Outros mecanismos que podem inibir a atuação do cobre 

como antioxidante e a baixa produção de EROs podem ser decorrentes da atuação da MT 

como antioxidante (English e Storey, 2003). A SOD hepática mostrou-se responsiva aos níveis 

de cobre, uma vez que este metal é componente estrutural da Cu-Zn SOD (Pedrajas et al., 

1995). Porém, os aumentos de atividade da SOD em normóxia e em hipóxia tiveram 

intensidades diferentes. Os peixes do grupo 2.0CuHpx tiveram o maior aumento da atividade 

desta enzima. Víg e Necmcsók (1989) encontraram que a atividade da SOD no fígado de carpa 

comum aumentou em resposta à exposição ao cobre. O aumento da atividade da SOD 

demonstra haver alta produção de O2•- neste tecido. De acordo com Pandey et al. (2003), a 

SOD catalisa a dismutação do ânion superóxido em H2O e H2O2, que é destoxificado pela 

CAT e GSH-Px. A GSH-Px, por catalisar a conversão de H2O2 proveniente, muitas vezes, da 

atividade da SOD, contribuindo para a diminuição do HP, prevenindo EO, como observado 

nos peixes do grupo 2.0CuHpx. Wilhelm Filho et al. (2005) expuseram a piapara a tensões de 

oxigênio e observaram aumentos significativos na atividade hepática da GSH-Px. Acredita-se 

que a atividade da GSH-Px aumenta a capacidade de defesa contra a toxicidade dos peróxidos 

(Hasspieler et al., 1994b). As enzimas antioxidantes atuam como mecanismos de defesa contra 

ambientes oxidantes, permitindo a adaptação às novas condições. Rodriguez-Ariza et al. (1993) 

também encontraram maior atividade da GSH-Px em tainhas, Mugil sp., coletadas de áreas 
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poluídas. Sabe-se que a GSH-Px e GST atuam juntas, prevenindo a peroxidação lipídica em 

peixes (Steadman et al., 1991). Estes dados corroboram os de Winston e Di Giulio (1991) que 

também acreditam que aumentos da atividade da GSH-Px protegem o organismo da 

peroxidação lipídica. A CAT hepática não foi alterada nas diferentes condições experimentais, 

apresentando as mesmas concentrações nos peixes expostos ao cobre em normóxia e hipóxia. 

 As enzimas antioxidantes são importantes mecanismos de defesa e espera-se que elas 

aumentem em resposta à hipóxia, de modo a combater a formação de EROs. Por ser um tecido 

rico em mitocôndria (Graham, 1990), acredita-se que o músculo vermelho seja um dos grandes 

colaboradores na formação de EROs (Chance et al., 1979). Assim, o músculo vermelho 

também é caracterizado por apresentar alta atividade das DAs (Mazeuad et al., 1979). A 

produção de EROs na mitocôndria é muitas vezes correlacionada à tensão de oxigênio (Boveris 

e Chance, 1976). As concentrações de HP no músculo vermelho do pacu foram diferentes nos 

grupos expostos ao cobre em normóxia e em hipóxia (Tabela 15). A interação cobre e OD foi 

evidenciada no aumento do HP hepático dos peixes do grupo 0.4CuHpx, comparados aos 

peixes do grupo 0.4Cu. Os peixes expostos a 2.0mgCu, indiferente dos níveis de OD, 

diminuíram a concentração de HP no músculo vermelho. As DAs no músculo vermelho foram 

alteradas em função da interação cobre e OD, apresentando diferença nas respostas de 

exposição ao cobre em hipóxia, quando comparado à normóxia. Os pacus expostos a 2.0Cu e 

aos grupos 0CuHpx, 0.4CuHpx e 2.0CuHpx apresentaram diminuição na atividade da SOD, 

evidenciando tanto o efeito das altas concentrações de cobre aquático, quanto inibição da SOD 

em hipóxia, associada ou não ao cobre. Por outro lado, a GSH-Px, que foi estimulada nos 

peixes expostos a 2.0Cu, foi inibida nesta mesma concentração em hipóxia. A atividade da CAT 

foi inibida nos peixes expostos ao cobre em normóxia e em hipóxia. De acordo com Taylor et 

al. (1988), o cobre pode reduzir a atividade da CAT em ratos. 

 No músculo branco, a concentração de HP aumentou nos peixes expostos ao cobre em 

normóxia e hipóxia (Tabela 16). A interação entre cobre e OD foi evidenciada na diferença de 

concentração de HP nos grupos expostos à hipóxia, comparados aos peixes do grupo controle. 

Chandel et al. (2000) afirmam haver aumento na produção de EROs em hipóxia, apesar da 

redução da respiração aeróbica. As atividades da SOD, GSH-Px e CAT não foram alteradas em 

decorrência da exposição do pacu à normóxia e à hipóxia. Porém, a SOD do músculo branco 

foi maior nos peixes expostos a 2.0mgCu em normóxia e em hipóxia, demonstrando a 

influência do cobre na atividade desta enzima. Porém, como a GSH-Px e a CAT não foram 
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responsivas ao aumento da atividade da SOD, houve aumento das concentrações de HP, 

ocorrendo EO. 

 Avaliando o Rpx do acréscimo de cobre em hipóxia, verificamos que o fígado possui a 

menor Rpx em relação ao músculo vermelho e que este é menor que o músculo branco, pois 

houve diferença nas atividades das DAs nos diferentes tecidos (Tabela 17). A relação tecido-

específica demonstra que a atividade da GSH-Px foi fígado < músculo vermelho < músculo 

branco e a atividade da CAT foi fígado > músculo vermelho > músculo branco, mostrando 

uma clara relação entre estas enzimas peroxidases pois, ambas competem pelo mesmo 

substrato para combater o estresse oxidativo. A razão entre elas é diferente em cada tecido e as 

proporções se mantêm indiferentes do OD da água. 

 Avaliando a REO dos grupos expostos ao incremento de cobre em meio ácido, 

verificamos que existem diferentes razões entre os tecidos (Tabela 18). Uma vez que a REO faz 

a razão entre a concentração de HP e a atividade das peroxidases, os tecidos com maior razão 

entre estes parâmetros é o mais oxidativo. Em resposta ao cobre em hipóxia temos: fígado > 

músculo vermelho > músculo branco. Esta relação demonstra que o fígado é o tecido mais 

oxidativo do pacu, uma vez que maiores concentrações de HP são produzidas nele. Talvez, por 

este motivo, a concentração de CAT seja maior neste tecido pois, esta enzima tem menor 

afinidade com o substrato. As relações Rpx e REO mantiveram o mesmo comportamento das 

respostas em função do incremento de cobre em hipóxia. 
 

b. Intermediários metabólicos 

 Os níveis de glicose sangüínea são freqüentemente citados como indicador fisiológico 

sensitivo ao estresse em peixes (Wedemeyer e McLeay, 1981). Segundo Wendelaar Bonga 

(1997) e Van Weerd e Komen (1998), o aumento de glicose no plasma, após exposição ao 

estresse, é o mecanismo que assegura o abastecimento e redistribuição de energia na busca da 

homeostase. Dentre os efeitos metabólicos da exposição a metais em peixes, são descritos a 

hiperglicemia, o catabolismo protéico e alterações nos níveis de proteína no sangue (Wendelaar 

Bonga, 1977; Laurén e McDonald, 1985). Os níveis de glicose plasmática do pacu foram 

influenciados pela interação entre os níveis de cobre aquático e a concentração de OD. O pacu 

quando exposto ao cobre em normóxia não alterou as concentrações plasmáticas de glicose, 

porém, em hipóxia, os peixes expostos a 2.0CuHpx apresentaram hiperglicemia. Para Hatting 

(1976) a hiperglicemia é uma resposta comum a estressores em peixes de água doce e tem sido 
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considerada como biomarcador. A hiperglicemia também é correlacionada como mecanismo de 

destoxificação (Carvalho, 2003). 

 Os dados do presente trabalho demonstram que, embora na exposição às concentrações 

de cobre em normóxia não tenha havido diferença nas concentrações de lactato plasmático, 

quando o cobre foi adicionado em hipóxia os níveis de lactato dos peixes do grupo 2.0CuHpx 

se elevaram (Tabela 19). Estas respostas mostram a mudança de padrão das concentrações de 

lactato frente às diferentes condições de OD, evidenciando a interação cobre e OD. Aumentos 

nas concentrações de lactato sangüíneo indicam a ativação de metabolismo anaeróbico como 

via alternativa na manutenção e fornecimento de energia (Virani e Rees, 2000; Crestani et al., 

2006). Embora o nível hipóxico ao qual o pacu foi exposto esteja abaixo da sua PcO2, a 

exposição à hipóxia associada a 2.0mgCu estimulou o pacu à ativação de mecanismos 

alternativos, como o metabolismo anaeróbico, para suprir suas demandas energéticas. As 

respostas bioquímicas contribuem para que os peixes possam enfrentar baixos níveis de OD 

(Moraes et al., 2002). 

 O pHsg foi significativamente modificado pela interação cobre e OD (Tabela 20). Nota-

se que os peixes expostos à hipóxia, indiferente dos níveis de cobre, e o grupo de peixes 

expostos a 2.0Cu apresentaram acidose plasmática quando comparados aos peixes do grupo 

controle. Diminuições do pH sangüíneo podem prejudicar processos fisiológicos causando 

danos severos à célula (Van den Thillard e Van Waarde, 1985; Wood, 1991). Affonso et al. 

(2002) verificaram uma diminuição do pH sangüíneo em tambaqui exposto à hipóxia. Variações 

nos níveis de lactato plasmático são freqüentemente correlacionadas com mudanças no pH 

sangüíneo (Hardewig et al. 1998). A acidose lática ocorre, normalmente, em condições de alta 

atividade glicolítica, gerando acumulo de lactato e H+ nas células sangüíneas. Em situações de 

acidose, o organismo busca, de alguma forma, compensar a queda do pH do plasma para que 

este não exceda os limites toleráveis. Nos peixes um dos processos que atuam na reversão da 

acidose é a excreção de H+ pelas brânquias. Este processo é auxiliado pela ação da Na+/K+-

ATPase que mantém os níveis de Na+ intracelular (Claiborne et al., 2008). No pacu houve um 

aumento na atividade Na+/K+-ATPase branquial em hipóxia, mas a atividade desta enzima foi 

inibida na adição de cobre, indiferente da concentração de OD (como será discutido 

posteriormente). Desta forma, mesmo a diminuição do pHsg na exposição ao cobre em hipóxia 

não estimulou este mecanismos de manutenção do equilíbrio ácido base. Deve-se considerar 

que o espessamento da camada de muco na superfície branquial pode dificultar a liberação dos 

íons H+ para o ambiente. 
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 As modificações na concentração de piruvato demonstradas na exposição ao cobre em 

normóxia foram abolidas na exposição ao cobre em hipóxia. As comparações dos peixes em 

normóxia e dos peixes em hipóxia demonstram diferenças na concentração de piruvato em 

todos os níveis de cobre. A interação cobre e OD modificou a intensidade de resposta do pacu, 

inibindo o aumento do piruvato, em resposta à exposição ao cobre. Por outro lado, a amônia 

plasmática que não havia sido alterada nos peixes expostos às concentrações de cobre em 

normóxia, aumentou nos peixes expostos a 2.0CuHpx, evidenciando a interação cobre e OD 

nas concentrações de amônia no plasma. Moraes et al. (2002) sugeriram que as concentrações 

elevadas de amônia podem indicar nova síntese de glicose se este aumento for acompanhado 

do aumento de piruvato e glicose. A exposição ao cobre causa aumentos na concentração de 

amônia plasmática, provavelmente em resposta ao estresse, mecanismo este que assegura o 

abastecimento e redistribuição de energia para defender o equilíbrio homeostático (Wendellar 

Bonga, 1997; Van Weerd e Komen, 1998). Como não observamos aumento nos níveis de 

piruvato no grupo 2.0CuHpx, as altas concentrações de amônia plasmática podem ter sido 

decorrentes das dificuldades de excreção da mesma pelo tecido branquial, conforme proposto 

por Beaumont et al. (1995b). No presente estudo, as mudanças dos parâmetros metabólicos 

mostraram preferências pelas vias anaeróbicas utilizando como substrato energético fontes 

como o lactato para suprir a demanda de energia quando o pacu foi submetido ao incremento 

de cobre em condição de hipóxia. No presente trabalho observou-se que as maiores diferenças 

nas alterações no metabolismo glicolítico ocorreram no maior nível de exposição de cobre. 
 

c. Atividade da Na+/K+-ATPase, concentração de Metalotionina branquial e [Cup] 

 Os aumentos das concentrações internas de metal estão provavelmente relacionados à 

taxa de absorção do metal, que depende da concentração do metal na água e dos parâmetros 

físico-químicos da água (Baer e Thomas, 1990; English e Stirey, 2003; Mosleh et al., 2004) e das 

propriedades da membrana entre o meio externo e o meio interno (Florence et al., 1992). No 

presente estudo, a concentração da MT branquial foi elevada com o incremento de cobre em 

ambiente hipóxico (Tabela 20). Este aumento foi diferente nos níveis de incremento de cobre 

avaliados, mostrando que a maior concentração de cobre adicionada nos aquários 

experimentais, resultou na maior concentração de MT branquial. Porém, a concentração de MT 

branquial se comportou de forma semelhante e com mesma intensidade de aumento em 

normóxia e hipóxia, mostrando que não houve interação entre cobre e hipóxia na concentração 
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desta proteína. O comportamento da MT branquial do pacu exposto ao cobre, em normóxia e 

hipóxia, caracteriza esta proteína como importante biomarcador podendo monitorar a 

exposição ao cobre mesmo em ambientes com OD diferentes. 

 O incremento de cobre em águas hipóxicas modificou a [Cup] do pacu, embora, na 

exposição ao cobre em normóxia, a maior concentração de cobre tenha diminuído a [Cup]. 

Quando esta inclusão de cobre foi feita em ambiente hipóxico, a absorção de cobre foi 

intensificada (Tabela 20). As diferenças na absorção do cobre podem ser decorrentes de 

alterações no processo respiratório frente à hipóxia, porém estes parâmetros não foram 

avaliados no presente trabalho. Contrário aos nossos achados, Pilgaard et al. (1994) expuseram 

a truta arco-íris a cobre e hipóxia e concluíram que não houve diferença significativa nas 

concentrações de cobre nos tecidos, quando comparou os peixes expostos ao cobre em anóxia 

e cobre em hipóxia. De modo similar ao já discutido na exposição ao cobre em normóxia, o 

aumento na freqüência respiratória e a produção de muco decorrente da exposição ao cobre e à 

hipóxia influenciaram a associação entre cobre aquático e cobre absorvido, tornando esta 

relação não linear. Observa-se que nos peixes expostos a 2.0CuHpx, mesmo com altas 

concentrações de MT branquial, que possivelmente protegeriam o organismo da entrada do 

metal no sangue, o pacu absorveu maiores quantidades de cobre. 

 As exposições a concentrações crescentes de cobre aquático em meio hipóxico causaram 

diminuição na atividade branquial da Na+/K+-ATPase (Tabela 20). Embora em condição de 

hipóxia, houve estímulo da atividade da Na+/K+-ATPase. Por outro lado, nas duas 

concentrações de cobre a que o pacu foi exposto, indiferentemente das condições de oxigênio, 

houve inibição da atividade da Na+/K+-ATPase branquial. Esta modificação no padrão de 

resposta demonstra a interação entre cobre e OD. Observou-se que, de certa forma, a 

diminuição da atividade da Na+/K+-ATPase branquial ocorreu nos peixes expostos a 

2.0CuHpx, demonstrando que a associação de cobre e hipóxia foi prejudicial ao mecanismo de 

regulação iônica do pacu. Não foi encontrado nenhum estudo avaliando a atividade da 

Na+/K+-ATPase na exposição do cobre em hipóxia. Porém, estudos que avaliaram a exposição 

à hipóxia e ao cobre evidenciaram a inibição da Na+/K+-ATPase nestas duas condições, 

separadamente (DeBoeck et al., 2007; Comellas et al., 2007). Comellas et al. (2007) 

caracterizaram a inibição da Na+/K+-ATPase decorrente da diminuição do ATP por ajustes no 

metabolismo. 
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d. Parâmetros Hematológicos 

 As variáveis hematológicas são usadas normalmente em diagnósticos clínicos da 

fisiologia dos peixes, sendo ferramenta utilizada para avaliar a exposição a concentrações sub-

letais de poluentes (Wedemeyer e Yasutake, 1977). O uso destas variáveis como indicador de 

estresse (Casillas e Smith, 1977) de substâncias tóxicas (Van Vure, 1986) e de metais (Cyriac et 

al., 1989; Wepner et al., 1992) tem sido proposto. A avaliação das variáveis hematológicas 

proporciona informações importantes relativas às respostas fisiológicas dos peixes, quando 

expostos a mudanças ambientais (Casillas e Smith, 1977). Muitos fatores interferem nas 

respostas hematológicas dos peixes, dentre eles a hipóxia (Marcon e Wilhelm Filho, 1999) e o 

cobre (Nussey et al., 1995). O Eri dos peixes aumentou nos peixes expostos a 0.4mgCu, tanto 

em normóxia quanto em hipóxia (Tabela 21). Porém, os grupos de peixes expostos a 2.0mgCu, 

nas duas condições de OD, não modificaram o Eri. A hemoglobina, influenciada pela interação 

cobre e OD, aumentou nos peixes dos grupos 0.4CuHpx e 2.0Cu, quando comparados aos 

peixes do grupo controle. Os peixes do grupo 2.0CuHpx apresentaram valores de Hb 

semelhantes aos do grupo controle. O decréscimo do Eri após a exposição ao CuSO4 sugere 

inibição na produção dessas células ou hemodiluição decorrente de alterações peroxidativas na 

membrana celular e distúrbios osmorregulatórios causados por metais pesados (Roncero et al., 

1992; Nussey et al., 1995). Os dados do presente estudo demonstram que os peixes expostos a 

0.4Cu, 0.4CuHpx e a 2.0Cu estimularam mecanismos de aumento de captação e transporte de 

O2. Porém, na exposição a 2.0CuHpx não houve indícios de aumento das concentrações de Eri 

e Hb. 

 Interações também foram observadas no Htc e CHCM dos peixes expostos a diferentes 

níveis de cobre e OD. As variações nestes parâmetros foram diferentes quando o cobre foi 

adicionado em normóxia e em hipóxia. Por outro lado, o VCM respondeu da mesma forma, 

nos diferentes níveis de OD, às demais concentrações de cobre, onde o maior nível de cobre, 

indiferente das condições de OD, diminuiu o VCM. Esta diminuição pode ser decorrente tanto 

da liberação de células imaturas como da hemólise decorrente do estresse (Larsson et al., 1985). 

As interpretações dos índices hematimétricos devem considerar também as variações dos 

parâmetros hematológicos. A não alteração do Htc e a diminuição do Eri podem ter causado 

diminuições no valor do VCM. 

 A introdução de muitos dos metais tóxicos em pequenas quantidades em ambientes 

aquáticos causam diversas mudanças na dinâmica interna de organismos aquáticos, mesmo em 

níveis sub-letais (Nussey et al., 1995). Pickering (1968) expôs o “bluegills”, Lepomis macrochirus, a 
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3 diferentes concentrações de oxigênio dissolvido 1.8, 3.2, e 5.6 mg.L-1 (31, 56 e 98 mmHg) em 

exposição sub-aguda ao zinco. Os peixes apresentaram elevada sensibilidade ao zinco como 

resultado das baixas concentrações de oxigênio. 

 Existem inúmeros estudos sobre o efeito do cobre na fisiologia e bioquímica de peixes. 

Entretanto, poucos são os que combinam a toxicidade do cobre em águas com qualidade 

modificada. A qualidade da água influencia a toxicidade do cobre e modifica consideravelmente 

a capacidade de excreção deste metal pelas brânquias (Taylor et al., 1996). Por exemplo, Heath 

(1995) observou que “bluegill” expostos ao cobre durante hipóxia apresentaram hiperglicemia e 

redução nas concentrações plasmáticas de Na+ e K+. 

 Geest et al. (2001) estudaram os efeitos das combinações de hipóxia e tóxicos, como o 

cobre e a diazinon, em efemeróptera, Ephoron virgo. Estes autores concluíram que as 

combinações de tóxicos e baixos níveis de OD podem ter impactos maiores do que se espera 

quando os resultados são baseados nos efeitos adversos dos fatores individuais e que o padrão 

dos testes de toxicidade sozinhos podem ser insuficientes para determinar o impacto das 

atividades humanas no estado ecológico de comunidades aquáticas. 
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CONCLUSÕES: 

 1. As avaliações do metabolismo oxidativo, do metabolismo intermediário e dos 

parâmetros hematológicos dos pacus expostos ao cobre em águas normóxicas e em pH neutro, 

permitiu verificar que houve alterações destes biomarcadores. A exposição à 2.0Cu mostrou 

alterar de forma mais significativa os biomarcadores, mesmo sendo sua absorção menos efetiva, 

mostrando possíveis alterações indiretas desta exposição no comportamento dos 

biomarcadores. Porém, as alterações não foram dose-dependentes, mostrando não haver 

relação linear entre os níveis de cobre na água e os biomarcadores avaliados. 

 2. A exposição do pacu ao meio ácido alterou os biomarcadores do metabolismo 

oxidativo, sendo as respostas tecido-específicas. Os biomarcadores avaliados no plasma foram 

alterados em decorrência da exposição ao meio ácido, sugerindo que o pacu buscou elevar a 

captação e transporte de oxigênio. Por outro lado, as alterações do metabolismo glicolítico 

sugerem que o pacu em hipóxia diminuiu o metabolismo, visando reverter a queda no pH 

plasmático e restabelecer o equilíbrio iônico. A metalotionina não foi responsiva às alterações 

de pH do meio. 

 3. A exposição do pacu à hipóxia alterou os biomarcadores do metabolismo oxidativo, 

sendo as respostas tecido-específicas. Os biomarcadores avaliados no plasma foram alterados 

em decorrência da exposição à hipóxia, sugerindo que o pacu buscou elevar a captação e 

transporte de oxigênio. Os dados sugerem que o pacu respondeu à exposição à hipóxia 

diminuído o metabolismo, na tentativa de reverter a queda no pH plasmático e restabelecer o 

equilíbrio iônico. A metalotionina não foi responsiva às alterações de oxigênio dissolvido. 

 4. Os efeitos dos níveis de cobre no metabolismo oxidativo do pacu dependem do nível 

do pH da água. Porém, as interações observadas foram tecido-epecíficas, sendo o músculo 

branco um tecido menos oxidativo, porém mais susceptível ao estresse oxidativo por possuir 

menor atividade das enzimas antioxidantes. A atividade da GSH-Px mostrou interação somente 

no músculo branco, sendo que no fígado e no músculo vermelho esta enzima apresentou 

atividade semelhante em resposta aos níveis de cobre, em pH neutro e ácido. O eritrócito, a 

hemoglobina, a proteína plasmática, a concentração de metalotionina branquial e a 

concentração plasmática de cobre mostraram que os efeitos dos níveis de cobre não dependem 

do pH da água no comportamento destes biomarcadores. Os demais biomarcadores avaliados 

foram influenciados pelos níveis de cobre e pH aquáticos, demonstrando haver interação entre 

estes, modificando o padrão de resposta em pH neutro e ácido. A exposição ao cobre em pH 

ácido mostrou-se, em geral, ser mais prejudicial que a exposição em pH neutro. 
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 5. Os efeitos dos níveis de cobre no metabolismo oxidativo do pacu dependem do nível 

de oxigênio dissolvido na água. Porém, as interações observadas foram tecido-epecíficas. A 

atividade da SOD, GSH-Px e CAT no músculo branco apresentaram atividade semelhante em 

resposta aos níveis de cobre, em normóxia e hipóxia. A concentração de metalotionina 

branquial mostrou que os efeitos dos níveis de cobre não dependem do oxigênio dissolvido na 

água no comportamento deste biomarcador. Os demais biomarcadores avaliados foram 

influenciados pelos níveis de cobre e oxigênio dissolvidos, demonstrando haver interação entre 

estes, modificando o padrão de resposta em normóxia e em hipóxia. A exposição ao cobre em 

hipóxia mostrou-se, em geral, ser mais prejudicial que a exposição em normóxia. 
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