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RESUMO 

A bradicardia hipóxica é uma resposta reflexa à hipóxia presente na maioria dos teleósteos. 
Este reflexo é induzido por um aumento no tônus vagal inibitório e iniciado pela estimulação 
de quimiorreceptores de oxigênio (O2). Apesar de muito descrita e bem caracterizada, a 
hipótese de que esta redução na frequência cardíaca (fH) melhore a transferência de O2 pelas 
brânquias ainda não foi comprovada. A utilização de diferentes métodos para inibir a 
bradicardia hipóxica (vagotomia e atropinização) pode ter contribuído para gerar respostas 
cardiorrespiratórias diversas e tornar esta questão ainda mais controversa. Neste trabalho 
foram avaliadas as variáveis cardiorrespiratórias (fH; taxa metabólica – VO2 ; extração de O2 
da corrente ventilatória – EO2; ventilação branquial – VG ; frequência respiratória – fR; volume 
ventilatório – VT e necessidade ventilatória – VG / VO2 ) do tambaqui, Colossoma 

macropomum, em normóxia, após 40 min de hipóxia severa (20 mmHg) e durante 3 h de 
recuperação subsequente. Cada animal foi submetido a este protocolo antes (Ctr), após 
administração de atropina (A) e após vagotomia (V). Em hipóxia os animais Ctr apresentaram 
a característica bradicardia hipóxica (redução de 56% na fH) com aumentos na fR (~96 %) e 
VT (~275 %) elevando muito a VG (~650 %). Esta alta VG , provavelmente foi responsável 
pela queda significativa na EO2 (65%), consequentemente reduzindo a VO2  (62 %) e 
aumentando muito a VG / VO2 (1800 %) em hipóxia. O início do período de recuperação do 
grupo Ctr foi caracterizado por elevada VO2  (~200 % acima dos valores de normóxia), 
acompanhada de taquicardia (50,6 bpm) e recuperação gradual da EO2, fR, VT e VG . A 
atropina e a vagotomia elevaram a fH em normóxia (de 32,0 ± 1,7 para 77,8 ± 4,1 e 80,6 ± 5,8 
bpm) indicando um alto tônus vagal de repouso, sendo que nestes dois grupos a fH 

permaneceu constante em todos os tempos experimentais evidenciando que a taquicardia pós-
hipóxia foi, provavelmente, consequência de uma redução no tônus colinérgico. Na EO2, VO2  
e demais parâmetros respiratórios analisados não houve diferenças entre os grupos Ctr, A e V, 
em nenhum momento do protocolo. Estes resultados demonstram que a bradicardia hipóxica, 
possivelmente, não melhora a transferência de O2 pelas brânquias de tambaqui independente 
do método de abolição do reflexo bradicárdico. Portanto, outras hipóteses sobre a função da 
bradicardia hipóxica, como na proteção do miocárdio, devem ser investigadas nesta espécie. 
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ABSTRACT 

Hypoxic bradycardia is a reflex response to hypoxia observed in most fish species studied so 

far. This reflex is initiated by the stimulation of O2 chemoreceptors and induced by an 

increase in the inhibitory vagal tonus. Despite of being well described and characterized, the 

hypothesis that hypoxic bradycardia improves the O2 transference from the ventilatory water 

to the gills still remain to be proved. The utilization of different methods to inhibit hypoxic 

bradycardia (vagotomy and atropinization) may have contributed to generate different 

cardiorespiratory responses, making this issue even more controversial. In this study the 

cardiorespiratory variables (heart frequency – fH, metabolic rate - VO2 , O2 extraction from the 

ventilatory current – EO2, gill ventilation - VG , breathing frequency – fR, and ventilatory 

requirement - VG / VO2 ) were measured in the tambaqui, Colossoma macropomum, under 

normoxia and after 40 min of exposure to severe hypoxia (20 mmHg) and the 3 subsequent 

hours of recovery. Each fish was subjected to this protocol before (Control group), after 

atropine administration (A group) and after vagotomy (V group). Under hypoxia the fish of 

control group displayed the characteristic hypoxic bradycardia (reduction of 56% in fH) with 

hyperventilation (increases of 96% in fR and 650% in VG ). This hyperventilation was 

probably responsible by the decrease in EO2 (65%) and, consequently, in the VO2  (62%), 

resulting in an increase of 1800% in the VG / VO2 . The beginning of the recovery period was 

characterized by an elevated VO2  (~200% above the normoxic values) accompanied by 

tachycardia (50.6 bpm) and gradual recovery of EO2, fR, VT and VG . Atropine and vagotomy 

elevated the fH in normoxia (from 32.0 ± 1.7 to 77.8 ± 4.1 and 80.6 ± 5.8 bpm), indicating a 

high basal vagal tone. In these two groups the fH remained constant during the experimental 

time course. This evidenced that the post-hypoxia tachycardia probably occurred as a 

consequence of a reduction in the cholinergic tonus. The groups control, atropinized and 

vagotomized did not show significant differences in EO2, VO2  and the other respiratory 

variables analyzed in any protocol. This results point out that hypoxic bradycardia does not 

improve the O2 transference to the gills, independently of the method employed to abolish the 

bradycardic reflex. Therefore, other hypotheses on the hypoxic bradycardia must be 

investigated in this species. 
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1. INTRODUÇÃO 

 

1.1 Adaptações à hipóxia em peixes 

As adaptações fisiológicas dos peixes influenciam o sucesso destes animais em 

colonizar o ambiente aquático (Fry 1971). A água possui 30 vezes menos oxigênio (O2) 

dissolvido que o ar (Schmidt-Nielsen 2002). Isto, somado à elevada densidade e viscosidade 

da água, resulta em um alto custo energético da respiração aquática quando comparada à 

respiração aérea (Fritsche e Nilsson 1993). Nos peixes, contudo, a tomada de O2 é otimizada 

pelo sistema de fluxo contracorrente, em que o fluxo contínuo de água pela superfície 

branquial de troca gasosa flui no sentido contrário ao do sangue no interior das lamelas 

(Randall et al. 1997). Este sistema permite a manutenção da diferença de pressão parcial de 

O2 (PO2) entre a água e o sangue por toda superfície branquial de trocas gasosas (Reid et al. 

2006), o que aumenta a eficiência de extração de O2 (EO2) que pode chegar a 80% ou mais 

(Lomholt e Johansen 1979). 

Muitos sistemas aquáticos apresentam ainda, ambientes frequentemente hipóxicos. 

Contudo, muitas espécies de peixes possuem adaptações que permitem a sobrevivência nestes 

ambientes (Richards et al. 2009). Isto é claramente observado em ambientes aquáticos 

tropicais, onde as temperaturas elevadas associadas à decomposição da matéria orgânica 

criam habitats extremamente hipóxicos, nos quais muitas espécies de peixes são capazes de 

ocupar (Almeida-Val et al. 1993). 

Alguns peixes apresentam órgãos acessórios bem vascularizados utilizados para 

captação do O2 diretamente do ar atmosférico e, portanto, não dependem exclusivamente da 

disponibilidade de O2 na água (Graham 1997). No entanto, o sucesso ecológico de peixes com 

respiração exclusivamente aquática que habitam ambientes frequentemente hipóxicos, 

depende particularmente de suas habilidades em detectar as mudanças na PO2 da água e 

utilizar estas informações sensoriais para efetuar ajustes rápidos e apropriados nas atividades 

cardiorrespiratórias (Fritsche e Nilsson 1993). Estes ajustes permitem a manutenção da 

tomada e transporte do O2 até os tecidos onde é utilizado nos processos aeróbicos (Fernandes 

e Rantin 1989). 

Os ajustes cardiorrespiratórios desenvolvidos por peixes em resposta à hipóxia 

resultam do processamento central de uma ampla variedade de “inputs” sensoriais originados 

nos diferentes grupos de quimiorreceptores (Milsom 1996). A identificação dos locais de 

origem das aferências dos quimiorreceptores de O2 tem sido realizada por meio da secção dos 
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nervos cranianos e utilizando-se cianeto de sódio (NaCN). O NaCN é um sal que bloqueia a 

fosforilação oxidativa nas mitocôndrias estimulando os quimiorreceptores de O2 (Burleson et 

al. 1992) e desencadeando a bradicardia reflexa. Deste modo, foram obtidas evidências diretas 

de que os peixes detectam as PO2 da água e do sangue por meio de receptores sensíveis ao 

O2localizados tanto interna (monitorando a PO2 do sangue) quanto externamente 

(monitorando a PO2 da água inspirada) nas brânquias e também em tecidos extrabranquiais 

(Laurent e Rouzeau 1972; Milsom e Brill 1986; Burleson e Milsom 1993; Sundin et al. 2000; 

Florindo et al. 2006).Portanto, quando estão em um ambiente hipóxico, “inputs” sensoriais 

originados dos quimiorreceptores de O2 desencadeiam uma série de respostas reflexas que são 

dirigidas pela localização dos receptores estimulados e pela intensidade do estímulo.  

A primeira resposta dos peixes à hipóxia é o aumento da ventilação branquial ( VG ) 

com elevações na frequência respiratória (fR) e/ou no volume ventilatório total (VT). Este 

ajuste gera um maior fluxo de água pelas brânquias, aumentando a disponibilidade de O2 na 

superfície funcional respiratória (Smith e Jones 1978; Lomholt e Johansen 1979; Randall 

1982). Por meio destas respostas ventilatórias muitas espécies de peixes conseguem manter o 

consumo de O2 (VO2) estável enquanto a PO2 do meio é reduzida, sendo consideradas, assim, 

espécies oxirreguladoras (Hughes 1973). Estes animais mantêm o metabolismo constante até 

determinada tensão de O2, chamada de tensão crítica de O2 (PcritO2), quando os ajustes 

respiratórios não são mais eficientes para manter o metabolismo aeróbico. E, assim, o peixe 

torna-se dependente da quantidade de O2 dissolvido na água (Fernandes e Rantin 1987). 

Outra resposta importante dos peixes à hipóxia, observada na maioria das espécies já 

estudadas, é uma considerável diminuição da frequência cardíaca (fH), a chamada bradicardia 

hipóxica reflexa (Butler e Taylor 1971; Randall 1982; Taylor 1992). Segundo Satchell, a 

bradicardia hipóxica, associada ao aumento da VG , proporciona um adequado acoplamento 

cardiorrespiratório, em que a fH tende a ocorrer em uma fase particular do ciclo respiratório. 

Este mecanismo pode, portanto, sincronizar o pulso do fluxo da água e o pulso do fluxo do 

sangue pelas brânquias (Satchell 1991), favorecendo potencialmente a EO2. 

Segundo Satchell (1991), além do aumento na VG , da bradicardia e do adequado 

acoplamento cardiorrespiratório, a hipóxia também ativa de forma reflexa a constrição de 

vasos periféricos. Este ajuste aumenta a resistência sistêmica, favorecendo o retorno venoso 

ao coração. Deste modo, quando expostos à hipóxia, os peixes elevam a pressão sanguínea 

arterial que, associada ao maior tempo para enchimento do ventrículo, resulta em maiores 



Introdução | 15 

 

 
 

volumes sistólicos fazendo com que o sangue seja ejetado do coração com uma força maior a 

cada sístole (Randall 1982). 

Outro ajuste fisiológico à hipóxia verificado em peixes, que possivelmente melhora a 

transferência de gases pelas brânquias, é o recrutamento de lamelas e espaços intralamelares 

não perfundidos em normóxia (Farrell et al. 1980; Sundin 1995). O aumento da superfície 

branquial funcional em hipóxia ocorre por mecanismos vasoativos de controle do fluxo 

sanguíneo branquial como, por exemplo, a constrição de esfíncteres nas arteríolas 

filamentares eferentes (Sundin et al. 1995). Quando expostos a tempos mais prolongados de 

hipóxia os peixes apresentam ainda, alterações na expressão gênica que facilitam a 

reorganização dos processos fisiológicos de captação e distribuição de O2 e dos processos 

bioquímicos do metabolismo energético celular. Estas adaptações incluem a remodelação 

branquial, aumento do hematócrito, ativação do metabolismo anaeróbico e supressão do 

consumo energético (Richards et al. 2009). 

 

1.2 Bradicardia hipóxica 

O coração dos teleósteos, assim como da maioria dos vertebrados, está sobre duplo 

controle autonômico a partir de fibras excitatórias adrenérgicas e inibitórias colinérgicas. As 

fibras adrenérgicas são distribuídas por todo o tecido cardíaco enquanto as fibras colinérgicas 

que chegam ao coração pelo ramo cardíaco do nervo Vago inervam, principalmente, o seio 

venoso e átrio onde se acredita que estão localizadas as células marca-passo. Catecolaminas 

que chegam ao coração também pela circulação (liberadas pelo tecido cromafim) se ligam à 

β-adrenorreceptores exercendo efeitos inotrópico e cronotrópico positivos no coração. Nas 

terminações vagais é liberada acetilcolina (Ach) que interage com receptores muscarínicos 

das células marca-passo, induzindo a hiperpolarização destas células e consequentemente, 

reduzindo a fH. Portanto, a fH de teleósteos, assim como a de mamíferos, está sob influência 

dos tônus autonômicos adrenérgico e colinérgico (Nilsson et al. 1983). 

O reflexo bradicárdico nos peixes envolve a estimulação dos quimiorreceptores de O2 

com localização principalmente branquial, e transmissão da informação sensorial pelos nervos 

branquiais até o sistema nervoso central (SNC). Centros de integração bulbares processam 

esta informação e enviam sinais eferentes via ramo cardíaco do Vago induzindo um aumento 

no tônus colinérgico inibitório (Figura 1) (Taylor1992; Gilmour e Perry 2007). Portanto, tanto 

a vagotomia (secção dos ramos cardíacos do vago) quanto a atropina (At - antagonista de 

receptores colinérgicos muscarínicos) inibem a bradicardia hipóxica (Taylor 1992). 
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Em teleósteos de águas temperadas a bradicardia hipóxica parece ser iniciada pela 

estimulação de receptores orientados externamente (Saunders e Sutterlin 1971; Smith e Jones 

1978; Smatresk et al. 1986; Burleson e Smatresk 1990; McKenzie et al. 1991; Burleson e 

Milsom 1993), enquanto que em algumas espécies neotropicais tolerantes à hipóxia, como no 

tambaqui (Sundin et al. 2000; Florindo et al. 2006) e no pacu (Leite et al. 2007), esta 

bradicardia reflexa parece ser induzida pela estimulação de receptores orientados tanto 

externa quanto internamente. Estes resultados sugerem que espécies tolerantes à hipóxia são 

capazes de responder tanto à hipóxia quanto à hipoxemia, enquanto espécies menos tolerantes 

à hipóxia respondem diretamente a baixas concentrações de O2 na água.   

Apesar de a bradicardia hipóxia estar presente em muitas espécies de teleósteos, como 

descrito anteriormente, e até em elasmobrânquios como o “dogfish”, Scyliorhinus canícula 

(Barret e Taylor 1984), os potenciais benefícios deste ajuste permanecem incertos. 

Acredita-se que, durante a hipóxia, a bradicardia concomitante ao aumento da VG  

melhore a transferência de O2 da água para o sangue pelas brânquias. Segundo Satchell (1961) 

isto poderia ocorrer devido à maior permanência do sangue nas lamelas secundárias entre 

cada batida do coração, aumentando o tempo para difusão do O2. Além disto, o aumento da 

superfície branquial funcional durante a hipóxia (Sundin 1995) também é visto como uma 

resposta associada à bradicardia que possivelmente aumenta a captação de O2 pelas brânquias. 

O recrutamento de lamelas e espaços intralamelares não perfundidos em normóxia, além de 

regulados por mecanismos vasoativos branquiais (Sundin 1995), podem ser induzidos pela 

elevação na pressão de bombeamento sanguíneo. Isto pode ocorrer devido ao aumento do 

volume sistólico associado à bradicardia (Randall 1982) e/ou à elevação da pressão sanguínea 

na aorta ventral consequente da maior resistência sistêmica (Reid et al. 2006). 

Contudo, apesar dos vários estudos que investigaram as possíveis vantagens da 

bradicardia hipóxica em peixes (Short et al. 1979; Taylor e Barrett 1985; Perry e Desforges 

2006; McKenzie et al. 2009; Iversen et al. 2010a), a hipótese de que esta queda na fH em 

resposta à hipóxia melhore a transferência de O2 pelas brânquias ainda não foi comprovada. 

Na truta, Oncorhynchus mykiss, a administração de At aumentou a pressão na aorta ventral 

tanto em normóxia quanto em hipóxia, o que pode ter aumentado a perfusão sanguínea 

branquial alterando a área de superfície respiratória e, consequentemente, a EO2 (Perry e 

Desforges 2006). Este estudo mostra que a utilização da At para inibir a bradicardia hipóxica 

pode influenciar indiretamente a transferência de O2 nas brânquias. Divergências de 

resultados, possivelmente creditados a diferentes métodos de abolição da bradicardia, foram 
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encontradas no “dogfish”. Enquanto Taylor e Barrett (1985), utilizando a At, verificaram que 

a bradicardia aumentou a eficiência de troca de gases pelas brânquias nesta espécie, Short et 

al. (1979) mostraram que a EO2 pelas brânquias durante a hipóxia não diferiu entre animais 

intactos e vagotomizados. 

A vagotomia bloqueia a bradicardia hipóxica por inibir a liberação de Ach pelas 

terminações dos ramos cardíacos do vago, enquanto que a At interage com os receptores 

muscarínicos cardíacos impedindo que a Ach liberada pelo vago estimule estes receptores, 

desencadeando a bradicardia. A At, no entanto, por ser um antagonista muscarínico não 

seletivo, pode interagir com receptores muscarínicos de outros tecidos e não apenas com os 

receptores cardíacos. Esta ação extra cardíaca da At pode induzir alterações cardiovasculares 

que interfiram indiretamente na EO2, como a hipertensão observada na truta (Perry e 

Desforges 2006). Apesar do pouco conhecimento sobre a presença de receptores muscarínicos 

fora do coração, na truta, a vasoconstrição na artéria branquial eferente estimulada pela Ach 

foi bloqueada pela administração de At (Sundin e Nilsson 1997). 

Portanto, existe a necessidade de se comparar a influência dos métodos de abolição da 

bradicardia (At e vagotomia) na transferência de O2 pelas brânquias e nas respostas 

ventilatórias durante a hipóxia. Além disso, pouca atenção tem sido dada aos efeitos da 

abolição da bradicardia na fisiologia cardíaca e respiratória de peixes após o retorno à 

normóxia, na fase de recuperação pós-hipóxica. 
 

 
Figura 1. Esquema representativo do reflexo bradicárdico. À esquerda são apresentadas as etapas da aferência 

do reflexo: o estímulo (queda na PinspO2); a ativação dos quimiorreceptores de O2, com localização 
principalmente branquial, e a aferência do reflexo no Sistema Nervoso Central (SNC) por meio dos 
nervos branquiais. À direita são apresentadas a eferência do reflexo por meio do ramo cardíaco do 
nervo Vago; a liberação de Acetilcolina pelas terminações do vago no coração e a queda na frequência 
cardíaca (fH) ativada pela ligação da Ach nos receptores muscarínicos desencadeando a 
hiperpolarização das células marca-passo. 
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1.3 O tambaqui, Colossoma macropomum 

Os poucos trabalhos que investigaram o papel da bradicardia hipóxica na EO2 pelas 

brânquias, utilizaram como modelo experimental o “dogfish” (Short et al. 1979; Taylor e 

Barrett 1985), a truta (Perry e Desforges 2006), o bacalhau-do-atlântico, Gadus morhua 

(McKenzie et al. 2009) e a enguia europeia, Anguilla anguilla (Iversen et al. 2010a). Estas 

espécies vivem em um ambiente estável (marinho) e, portanto, não são expostas com 

frequência a baixos níveis de O2. O tambaqui (Figura 2), ao contrário, é um teleósteo tolerante 

à hipóxia que habita a bacia amazônica, sendo encontrado em lagos de planícies aluviais que 

estão muitas vezes hipóxicos (Saint-Paul 1988). Nestes lagos tropicais as concentrações de O2 

mudam periodicamente com as flutuações sazonais nos níveis de água e diariamente com os 

ciclos de respiração e fotossíntese das plantas, sendo verificados, inclusive, longos períodos 

de hipóxia (Kramer et al. 1978). 

O tambaqui emprega uma variedade de mecanismos comportamentais, morfológicos, 

fisiológicos e bioquímicos para adaptar-se às amplas flutuações na concentração de O2 de seu 

habitat (Val e Almeida-Val 1995; Rantin e Kalinin 1996), apresentando, inclusive, resistência 

à hipóxia prolongada (Rantin e Kalinin 1996; Affonso et al. 2002; Florindo et al. 2006). Nesta 

espécie foram verificadas migrações diárias e sazonais induzidas pela disponibilidade de O2 

(Saint-Paul e Soares 1987) e, quando não conseguem escapar destes ambientes hipóxicos, 

para atenuar seus efeitos nocivos eles realizam a respiração na superfície aquática (ASR). Este 

comportamento é facilitado pelo desenvolvimento dérmico do lábio inferior que aumenta a 

captação da água bem aerada da superfície (Saint-Paul 1988). Além destas adaptações, 

também foram verificados aumentos na concentração de hemoglobina e eritrócitos em 

tambaquis expostos à hipóxia por períodos prolongados (Saint-Paul 1984; Affonso et al. 

2002) melhorando potencialmente o transporte de O2 para os tecidos. 

Como respostas reflexas à hipóxia, o tambaqui apresenta aumentos significativos na fR 

acompanhados de uma pronunciada bradicardia (Corrêa 1996; Rantin e Kalinin 1996; Sundin 

et al. 2000; Milsom et al. 2002; Florindo et al. 2006). Nesta espécie, injeções de NaCN 

(internas, na aorta ventral, e externas, na cavidade bucal), possibilitaram verificar que  a 

bradicardia hipóxica é ativada pela estimulação de quimiorreceptores de O2 tanto branquiais 

(localizados interna e externamente) quanto extrabranquiais (Sundin et al. 2000). A 

localização dos nervos cranianos também já foi descrita no tambaqui (Milsom et al. 2002). 

Eles são apresentados na Figura 3 com destaque para a posição dos ramos branquiais e 

cardíaco do Vago. 
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Quando submetido à hipóxia gradual, o tambaqui apresentou aumentos significativos 

na VG  a partir da PO2 de 37 mmHg e manteve a VO2 constante até a PO2 de 24 mmHg 

(PcritO2), abaixo da qual o metabolismo respiratório decresceu linearmente (Corrêa 1996). 

Neste trabalho Corrêa (1996) também observou uma bradicardia significativa apenas em 

tensões de O2 abaixo de 19 mmHg atingindo valores mínimos de fH (queda de 45%) na PO2 de 

6 mmHg. Já a exposição de tambaquis à tensão de 10 mmHg de forma aguda induziu 

aumentos de 2x na fR acompanhados de queda de ~55% na fH (Sundin et al. 2000) – valor 

semelhante ao encontrado por Corrêa (1996) nas tensões mais severas da hipóxia gradual. 

Apesar das respostas à hipóxia estarem bem descritas no tambaqui, a relação entre 

bradicardia e EO2 ainda não foi verificada nesta espécie. Por ser um animal de água doce com 

alta tolerância à hipóxia, a comparação entre as respostas de tambaquis submetidos à hipóxia 

severa e recuperação subsequente, vagotomizados e atropinizados se tornam uma excelente 

alternativa para elucidar as possíveis vantagens da bradicardia hipóxica no aporte de O2 pelas 

brânquias.  

 

 

 
 

Figura 2. Representação de um exemplar de Colossoma macropomum. 

Fonte: http:ambientes.ambientebrasil.com.br/agua/pesca_esportiva_em_agua_doce/tambaqui_ 
colossoma_macropomum.html. 
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Figura 2.Representação esquemática dos nervos cranianos do tambaqui, Colossoma macropomum. (A) 
Localização dos nervos em relação à anatomia externa do peixe. (B) Ampliação evidenciando a 
origem dos nervos cranianos. (C) inervação dos quatro arcos branquiais e posição do ramo cardíaco 
do X nervo –Vago (Modificado de Milsom et al. 2002). 
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2. OBJETIVOS 

2.1 Geral 

 Avaliar se a bradicardia hipóxica melhora a extração e consumo de O2 de C. 

macropomum. 

 

2.2 Específico 

 Comparar a influência de cada método de abolição da bradicardia (atropinização 

versus vagotomia) sobre as respostas cardiorrespiratórias de C. macropomum à 

hipóxia severa e subsequente período de recuperação. 
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3. MATERIAL E MÉTODOS 

 

3.1 Animais 

Foram utilizados 15 espécimes jovens de tambaqui, C. macropomum (178,26 ± 6,27 g, 

E.P.M.), obtidos na estação de piscicultura do município de Cosmorama, SP, Brasil. Os 

peixes foram mantidos em tanques de 500 L no Laboratório de Zoofisiologia e Bioquímica 

Comparativa (LZBC) do Departamento de Ciências Fisiológicas da UFSCar, com aeração 

constante (PO2 ~140mmHg) e recirculação de água declorada, a 25  1 C. Os animais 

receberam ração comercial ad libitum uma vez por dia. Antes de cada experimento foram 

privados de alimento por 48 h para evitar a eliminação de excretas na câmara experimental e 

evitar possíveis alterações metabólicas devido à digestão, durante o experimento. O presente 

trabalho foi aprovado pela Comissão de ética no uso de animais (CEUA) da UFSCar (Parecer 

Nº 020/2011). 

Os peixes foram separados em dois grupos: grupo 1- Bloqueados (n = 9, Wt = 183,22 

± 6,22 g) e grupo 2- Controles (n = 6, Wt = 170,83 ± 12,8 g). Os animais do grupo 1 tiveram 

o tônus colinérgico cardíaco inibido por dois métodos em momentos distintos. Primeiro, por 

meio da administração do antagonista dos receptores muscarínicos (sulfato de atropina, 

SIGMA) e, em um segundo momento, por meio da secção do ramo cardíaco do nervo Vago. 

Como controle, os animais do grupo 2 foram expostos aos mesmos protocolos experimentais, 

mas receberam injeções de salina (veículo da At) e tiveram o ramo cardíaco do Vago apenas 

exposto, mas não seccionado. 

 

3.2 Procedimentos Cirúrgicos 

 

3.2.1 Instrumentação 

Antes dos experimentos, os animais de ambos os grupos foram submetidos à 

implantação de dois eletrodos de eletrocardiograma (ECG) de aço inoxidável e cânulas de 

polietileno na cavidade bucal, nas bordas dos opérculos e na cavidade intraperitoneal (Figura 

4). Para isto, eles foram primeiramente anestesiados por imersão em solução aquosa de 

benzocaína (0,1 g.L-1) até diminuírem os movimentos operculares, e em seguida, transferidos 

para uma mesa cirúrgica onde tiveram as brânquias continuamente irrigadas por uma segunda 

solução aerada de benzocaína (0,05 g.L-1). Este procedimento teve duração aproximada de 20 

min. 
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Inicialmente, o par de eletrodos de ECG foi implantado em ambos os lados do coração 

(como descrito por McKenzie et al. 2009). Eles foram posicionados entre a base das 

nadadeiras peitorais e o coração com 2 cm de distância entre eles e fixados com duas suturas 

cirúrgicas laterais (Figura 5). Estes dois eletrodos, mais um terceiro colocado na água da 

câmara experimental, foram utilizados para obtenção dos registros eletrocardiográficos, a 

partir dos quais foram determinados os valores da fH. 

Em seguida, uma cânula de polietileno foi inserida dentro da câmara bucal (PE 90) por 

meio de um orifício aberto no palato entre as narinas. Outras duas cânulas (PE 70) foram 

inseridas nas câmaras operculares, por meio de perfurações na região mais distal de ambos os 

opérculos (Figura 5). Os orifícios foram abertos com uma micro-retífica e uma broca. As 

cânulas foram fixas com uma flange (trava) e cola de secagem rápida (Super Bonder®). As 

cânulas operculares foram utilizadas para obter amostras de água que já passaram pelas 

brânquias e mensurar a PO2 da água expirada (PexpO2). A cânula bucal foi conectada a um 

sistema de torneiras de três vias, permitindo mensurar a PO2 da água inspirada (PinspO2), 

monitorar as alterações na pressão intrabucal (PIB) e realizar injeções de NaCN. 

Finalmente, para administração da At nos animais do grupo 1, e de salina (0,9 % 

NaCl) nos animais do grupo 2, outra cânula de polietileno (PE 50) preenchida com solução 

salina, foi implantada na cavidade intraperitoneal segundo metodologia descrita por Black 

(2000). Esta cânula foi fixada por meio de sutura única (Figura 4).  

 

 
 

Figura 4. Foto do tambaqui, C. macropomum, instrumentado. Detalhe para cânulas de polietileno opercular, 
bucal e intraperitoneal e eletrodo de ECG esquerdo. 
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Figura 5. Foto do tambaqui, C. macropomum, após instrumentação. Detalhe para a posição dos eletrodos de 
ECG e cânulas operculares 

 

3.2.2 Vagotomia Cardíaca 

Os animais do grupo 1 tiveram o ramo cardíaco do nervo vago seccionado como 

segundo método de inibição da bradicardia hipóxica. Para este procedimento cirúrgico, os 

animais foram previamente anestesiados e transferidos para a mesa cirúrgica como descrito 

anteriormente. A desnervação ocorreu segundo o protocolo descrito por Taylor et al. (2009). 

Os peixes foram posicionados levemente inclinados na mesa cirúrgica, tiveram o 

opérculo afastado e as brânquias rebatidas com uma haste de plástico com algodão nas 

extremidades (Cotonete®), expondo o epitélio dorsal do opérculo. Com o auxílio de um 

microscópio estereoscópico cirúrgico (Opto SM 2001, Opto Eletrônica, São Carlos, SP), foi 

realizada uma pequena incisão (< 1 cm) no epitélio dorsal do opérculo, posterior ao quarto 

arco branquial. Esta incisão permitiu acessar o quarto ramo do vago onde o nervo cardíaco se 

separa do respiratório. Desta forma, o ramo cardíaco do nervo Vago foi cuidadosamente 

dissecado, livre de tecido conjuntivo, isolado com um gancho de íris e seccionado com uma 

tesoura oftalmológica. A secção do ramo cardíaco do Vago foi realizada bilateralmente, com 

o objetivo de se eliminar o tônus vagal no coração. Este procedimento teve duração de 

aproximadamente 40 minutos. As desnervações foram confirmadas post mortem por 

dissecção (Figura 6). 

Para verificar os efeitos da cirurgia nas respostas estudadas, os animais do grupo 2 

tiveram o ramo cardíaco do nervo Vago apenas dissecado e exposto, mas não seccionado 

Cânulas Operculares 

Eletrodos 

de ECG 
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(falsa operação). A vagotomia foi confirmada por injeções intrabucais de NaCN 

aproximadamente 1 h após a cirurgia. 

 
 

 

 

Figura 6. Foto dos nervos branquiais (Glossofaríngeo - IX e os ramos do Vago - X) e o ramo cardíaco do X 
seccionado do tambaqui, C. macropomum, após dissecção em autópsia pós mortem.  

 

3.3 Medidas dos Parâmetros Cardiorrespiratórios 

Após ambas as cirurgias (instrumentação e vagotomia), os peixes foram introduzidos 

individualmente no interior de um respirômetro de fluxo constante (Figura 8) e posicionados 

dentro de uma câmara experimental (48L) (Figura 9). Eles foram mantidos com fluxo 

contínuo de água aerada (normóxia - 140 mmHg), mantida a 25 ± 1 ºC (temperatura 

experimental), por pelo menos 12 h (“overnight”) para recuperação da anestesia.  

 

3.3.1 Frequência Cardíaca - fH 

Os eletrodos de ECG foram conectados a um amplificador (Animal BioAmp – 

ADInstruments) de um sistema de aquisição de dados (Power Lab –ADInstruments) ligado a 

um computador contendo um software (LabChart 7), que permitiu o monitoramento do ECG 

durante todos os experimentos. Os valores da fH (batimentos por minuto - bpm) foram obtidos 

pela contagem do número de complexos QRS por minuto em um intervalo de tempo de 5 min. 

A Figura 7 apresenta um trecho de ECG de tambaqui em normóxia. 
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Figura 7. Registro do eletrocardiograma (ECG) de tambaqui, C. macropomum, em normóxia. 
 

3.3.2 Respostas Respiratórias 

Para verificar os parâmetros respiratórios foi utilizado o sistema de respirometria de 

fluxo constante (Figura 9) e a instrumentação dos animais segundo a metodologia utilizada 

por Fernandes e Rantin (1989). Este sistema permitiu mensurar as PO2 da água de entrada 

(PeO2) e de saída (PsO2) do respirômetro, além da PinspO2 e da PexpO2. Estes valores foram 

obtidos por meio de amostras da água de entrada e saída do respirômetro, e das cânulas bucal 

e operculares. As cânulas foram conectadas a uma torneira de três vias ligada a um eletrodo 

de O2 (OxyGuard® Mini Probe, Birkerod, Dinamarca) de um analisador de O2 (desenvolvido 

no LZBC).  

O fluxo de água através do respirômetro (Figura 8) foi ajustado por gravidade 

utilizando o frasco de ajuste de fluxo (Figura 9). Para estabelecer o fluxo adequado, foi 

considerado o tamanho do peixe e a manutenção de uma diferença de 15 - 20 % entre a PeO2 e 

a PsO2. A manutenção deste fluxo é importante para evitar que a água do respirômetro fique 

muito hipóxica durante o experimento e que o peixe nade, alterando a taxa metabólica 

(Hughes e Saunders 1970). A taxa metabólica ( VO2 - mLO2.kg-1.h-1) em cada tempo do 

protocolo experimental foi determinada por meio da equação proposta por Hughes et al. 

(1983):  
VO2  = (PeO2 – PsO2)..VR/Wt 

onde:  = coeficiente de solubilidade do O2 na temperatura experimental e pressão 

barométrica local; VR = fluxo através do respirômetro e Wt = massa do animal. 

A cânula intrabucal foi conectada a um transdutor de pressão (ADInstruments 

MLTO380/D) e este ligado ao mesmo sistema de aquisição de dados descrito anteriormente 

por um amplificador (Quad Bridge Amp - ADInstruments ML224). O transdutor de pressão 

foi calibrado antes de cada experimento por meio de uma coluna de água com um calibrador 
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de pressão (AVS Projetos, São Carlos, SP). Assim como o ECG, os registros da variação da 

PIB foram gerados continuamente pelo LabChart 7, sendo interrompidos apenas para aferição 

da PinspO2. Os valores de fR (ciclos por minuto) foram calculados com uma ferramenta do 

programa LabChart 7, a partir da seleção de um intervalo de 5 min do registro de PIB, 

coincidente ao intervalo utilizado na análise da fH. Para análise da fR foram considerados os 

picos de pressão positiva durante o ciclo respiratório. 

A ventilação branquial VG  (mLH2O.kg-1.min-1) foi calculada segundo a equação 

proposta por Hughes e Saunders (1970):  

VG  = VR.[(PeO2 – PsO2)/( PinspO2 – PexpO2)]/Wt 

A necessidade ventilatória ( VG / VO2 ), foi obtida pelo quociente entre a VG  e o 

respectivo valor de VO2  e expressa em mLH2O.mLO2
-1. O volume ventilatório (VT -

mLH2O.kg-1.resp-1) foi calculado pelo quociente entre a VG  e a respectiva fR ( VG /fR). A 

porcentagem de extração de O2 da corrente ventilatória (EO2 – %) pelas brânquias foi 

calculada como: 

EO2 = 100.(PinspO2 – PexpO2)/PinspO2. 

 

 

 

Figura 8. Esquema representativo do respirômetro de fluxo constante. As setas indicam a direção do fluxo de 
água entrando, da qual era verificada a PeO2, e saindo do respirômetro, da qual era medida a 
PsO2(Adaptado de Olle 2007). 

PeO2 PsO2 



Material e Métodos | 28 

 

 
 

 
Figura 9. Sistema de respirometria de fluxo constante e respostas cardíacas. a. respirômetro; b,c cânulas de 

polietileno para tomada da água que entra (PeO2) e que sai do respirômetro (PsO2); d,e. cânulas para 
tomada da água inspirada (PinspO2) e da água expirada (PexpO2); f. eletrodos de ECG; g. torneiras de 
três vias; h. transdutor de pressão; i. eletrodos de O2; j. analisadores de O2; k. sistema de aquisição de 
dados com amplificador de pressão; l. computador com softwares de análise de dados; m. frasco de 
ajuste de ajuste de água através de respirômetro; n. bomba para circulação de água; o. balde; p. 
termostato; q. entrada de quantidades controladas de N2 (adaptado de Maricondi-Massari 1998). 

 

3.4 Protocolos Experimentais 

 

3.4.1 Respostas à hipóxia e recuperação subsequente (protocolo de hipóxia) 

Após o tempo de recuperação da cirurgia, conexão das cânulas e eletrodos, calibração 

dos equipamentos e ajuste do fluxo (como descrito anteriormente), os peixes foram mantidos 

em repouso por aproximadamente 1 h. No fim desta fase, eram mensuradas as variáveis 

cardiorrespiratórias de repouso em normóxia (Grupo Normóxia). Em seguida os animais 

foram submetidos à hipóxia severa (PeO2 = 20 mmHg), atingida em ~15 min pelo 

borbulhamento de nitrogênio (N2) na câmara experimental. Durante a hipóxia a PinspO2 foi de, 

aproximadamente, 14 mmHg para todos os grupos. Eles foram mantidos nesta PeO2 por 40 

min e os parâmetros medidos nos últimos 5 min (Grupo Hipóxia). Depois, desligava-se o N2 e 

borbulhava-se ar comprimido na câmara experimental até a PeO2 atingir 140 mmHg. Os 

peixes eram então mantidos em normóxia por 3 h (tempo de recuperação) com medidas sendo 
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realizadas nos 10, 20, 30, 40, 80, 120 e 180 min deste período (Grupos Recuperação 10, 20, 

30, 40, 80, 120 e 180, respectivamente). Experimentos prévios permitiram verificar que 3 h 

seriam suficientes para recuperação de todos os parâmetros analisados. O protocolo de 

hipóxia teve duração de aproximadamente 5 h (Figura 10). Quando submetido à hipóxia 

gradual, o tambaqui apresenta quedas significativas na fH em PinspO2 próximas a 19 mmHg 

(Corrêa 1996). Além disso, esta espécie tolera exposição prolongada à PeO2 de 10 mmHg 

(Florindo et al. 2006). Assim, no presente trabalho, foi utilizada como hipóxia uma PeO2 

severa (20 mmHg), obtida de forma rápida (~15 min), com a intensão de induzir uma resposta 

cardíaca reflexa (bradicardia) intensa tornando os efeitos da atropinização e da vagotomia 

mais evidentes. 

 

 
 

Figura 10. Esquema representativo do protocolo de hipóxia. A linha pontilhada vermelha indica a PeO2 e o 
tempo em que o peixe foi exposto a cada PeO2. A região cinza representa o tempo de exposição à 
hipóxia (PO2 = 20 mmHg) e os círculos azuis mostram o momento em que foram mensuradas as 
variáveis cardiorrespiratórias. 

 

3.4.2 Efeitos da Atropina e Vagotomia 

Para verificar os efeitos da abolição do tônus colinérgico cardíaco nas respostas 

cardiorrespiratórias à hipóxia, os peixes do grupo 1-Bloqueados foram submetidos ao 

protocolo de hipóxia em três momentos distintos. Primeiramente, com os animais intactos, 

após o período de recuperação da intervenção cirúrgica (grupo Controle). Depois da terceira 

hora de recuperação do grupo Controle (Ctr), os peixes recebiam uma injeção de At (1,5 

mg.kg-1 em 1 mL de solução salina 0,9 %) via cânula intraperitoneal. Após 1 h desta injeção, 

tempo para total absorção e ação do fármaco, cada peixe era submetido pela segunda vez ao 

protocolo de hipóxia (grupo Atropina - A). O tempo para ação da At foi verificado em 
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experimentos anteriores em que foi verificado que após, aproximadamente, 5 min da 

administração do fármaco a fH começava a subir e estabilizava após cerca de 15 min. Seguida 

à injeção de At, a cânula intraperitoneal era “lavada” com 0,3 mL de salina para assegurar a 

completa administração do fármaco, que teve seu efeito confirmado em cada experimento 

pela ausência de bradicardia durante o período de hipóxia. Depois destes experimentos os 

peixes eram mantidos na câmara experimental para recuperação por aproximadamente 24 h. 

Após este período, quando a At não estava mais ativa (confirmado por injeções de 

NaCN), os animais eram vagotomizados, colocados no respirômetro e retornados à câmara 

experimental onde permaneciam “overnight” para recuperação da anestesia. Em seguida eram 

submetidos ao protocolo de hipóxia pela terceira vez (grupo Vagotomizado - V), sendo 

posteriormente eutanasiados, por aprofundamento da anestesia, para dissecção e confirmação 

da vagotomia cardíaca.  Assim, o tempo total de experimentação com cada animal foi de 

aproximadamente 66 h. O fluxo de água estabelecido para cada animal no primeiro momento 

(grupo Ctr Normóxia) foi mantido durante todos os protocolos experimentais, por meio de 

confirmação periódica e permitindo comparar os efeitos dos tratamentos (At e Vagotomia) 

nas respostas respiratórias.  

Como controle os animais do grupo 2-Controles também foram submetidos ao 

protocolo de hipóxia em três momentos: primeiro apenas instrumentalizados (grupo Ctr2), 

após a administração de 1,3 mL de salina (mesmo volume injetado no grupo A) e por último, 

depois de serem falso-operados (grupos Salina e falso-operados). Para verificar os possíveis 

efeitos do estresse de manipulação e das múltiplas exposições do mesmo animal à hipóxia, 

foram comparadas as respostas cardiorrespiratórias ao protocolo de hipóxica entre os grupos 

Ctr2, Salina e falso-operados e entre estes e o grupo Controle 1. 

 

3.4.3 Confirmações pré e pós-Vagotomia 

Para comprovar que a At administrada no dia anterior não estava mais ativa, 1 h antes 

da vagotomia foi injetado (via cânula bucal), em cada peixe do grupo 1, 1,0 mL de solução 

aquosa de NaCN (2 mg/mL) e monitoradas as fH. Injeções de NaCN também foram utilizadas 

para confirmar a correta desnervação do ramo cardíaco do Vago1 h após a vagotomia. A 

presença de bradicardia reflexa em resposta ao NaCN antes da vagotomia indicaria que a At 

não estaria mais ativa e, após a vagotomia, que o nervo seccionado foi o ramo cardíaco do 

vago.  
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Injeções de água foram utilizadas como controle antes das injeções de NaCN. O ECG 

dos animais foi registrado continuamente. A análise da fH foi feita 30 e 60 s antes de cada 

injeção, para determinar os valores basais (pré-injeção) deste parâmetro, e em intervalos de 10 

em 10 s no primeiro min e de 30 em 30 s nos 2º e 3º min após cada injeção. 
 
3.4.4 Adequação da dose de atropina 

Com o objetivo de estabelecer a dose de At adequada ao presente delineamento 

experimental, foi realizada uma curva de adequação da dose de At. Para isto, foram testadas 

três doses deste fármaco (1,0; 1,5 e 2,0 mg.kg-1), uma em cada animal, injetadas via cânula 

intraperitoneal. A eficácia em abolir a bradicardia hipóxica foi verificada submetendo o peixe, 

1 h após a administração da At, ao protocolo de hipóxia descrito anteriormente (PO2 de 20 

mmHg por 40 min, seguido de 3 h de recuperação). As doses que apresentaram eficiência em 

abolir a bradicardia hipóxica, mantendo a fH elevada durante as três horas de recuperação foi 

de 1,5 e 2,0 mg.kg-1 (Figura 11). 

Para poder comparar os efeitos dos dois métodos de abolição da bradicardia reflexa 

(atropinização e vagotomia) no mesmo animal, era necessário ainda, que a At não estivesse 

mais ativa durante os experimentos com o grupo V. Para isto, o efeito da At foi verificado 

também antes da desnervação (aproximadamente 28 h após a injeção deste fármaco) por 

comparação da fH com valores controle (pré-At) e análise da fH em resposta à injeções de 

NaCN intrabucais (Figura 12). Assim, foi verificado que, quando administrada na dose de 1,5 

mg.kg-1, a At não estava mais ativa antes da desnervação, indicando ser esta a dose adequada 

ao protocolo experimental proposto. 

 

3.4.5 Análises Estatísticas 

A influência do tratamento nas respostas ao protocolo de hipóxia foi analisada por 

meio de uma série de análises de variância de medidas repetidas com dois fatores (“two-way” 

ANOVA). O principal fator de repetição foi o tempo (Normóxia, Hipóxia e tempos da 

Recuperação) e o segundo fator o tratamento (Ctr, At e Vagotomia ou Ctr2, salina e falsa-

operação). Estes mesmos dois fatores de repetição foram considerados em uma segunda série 

de análises de variância sem medidas repetidas, utilizada para testar a significância das 

diferenças entre o grupo Ctr e os grupos Ctr2, Salina e falso-operados. Estas análises também 

foram utilizadas para identificar diferenças significativas entre os tempos, independente do 

tratamento, e entre os tratamentos, independente do tempo. O teste de comparação múltipla de 

Holm-Sidak foi utilizado como “post-test” para identificar as diferenças significativas entre os 
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tratamentos dentro de cada tempo e as diferenças dos tempos contra os valores basais 

(normóxia) dentro de cada tratamento.  

As alterações significativas na fH ao longo do tempo e a interação das injeções (água 

ou NaCN) nesta resposta foram identificadas pela análise de variância de medidas repetidas 

com dois fatores (“two-way” ANOVA). Nesta análise o tempo (-30, -60, 10, 20, 30, 40, 50, 

60, 90, 120, 150 e 180 s) foi considerado o principal fator de repetição e as injeções 

intrabucais (água e NaCN) o segundo fator. A “two-way” ANOVA foi complementada pelo 

teste de comparação múltipla de Holm-Sidak, utilizado para testar as significâncias das 

diferenças entre as injeções em cada tempo. Os dados são apresentados como média ± E.P.M. 

e foram consideradas significativas diferenças com valores de P ≤ 0,05. Todas as análises 

foram realizadas por meio do software SigmaStat versão 3.5. 
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4. RESULTADOS E DISCUSSÃO 

 

4.1 Determinação da dose de atropina 

A fH dos animais que receberam 1,5 e 2,0 mg.kg-1 de At se manteve elevada durante a 

hipóxia e nas 3 h do período de recuperação (Figura 11). Isto indica que, nestas doses, a At foi 

efetiva em bloquear o tônus parassimpático cardíaco durante o tempo necessário para 

realização do protocolo de hipóxia. Contudo, quando aplicada na dose de 1,0 mg.kg-1, o efeito 

da At não durou tempo suficiente, evidenciado pela queda na fH após aproximadamente 20 

min do retorno à normóxia (Figura 11), tornando esta dose inadequada aos objetivos deste 

trabalho. 

 

 
Figura 11. Frequência cardíaca (fH -bpm) dos animais que receberam atropina nas doses de 1,0 mg.kg-1 (Linha 

preta), 1,5 mg.kg-1 (Linha azul) e 2,0 mg.kg-1 (Linha vermelha), 1 h após a administração, em 
normóxia (Nor), hipóxia (Hip) e subsequente período de recuperação (Rec). 

 
Antes da vagotomia, o peixe atropinizado com 2,0 mg.kg-1 ainda apresentava a fH 

relativamente elevada que não diminuiu em resposta ao NaCN (Figura 12). Se administrada 

nesta dose, portanto, a At poderia ainda estar ativa durante a exposição do animal 

vagotomizado ao protocolo de hipóxia, confundindo a origem destes resultados (At ou 

vagotomia). Já o animal que recebeu 1,5 mg.kg-1 do fármaco, além de apresentar valores de fH 

antes da vagotomia próximos aos observados antes da injeção de At, respondeu ao NaCN com 

uma pronunciada bradicardia (Figura 12), evidenciando que a At não estava mais interagindo 

com os receptores muscarínicos do coração, e que esta era a dose ideal ao protocolo 
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experimental proposto. Por segurança, injeções externas de NaCN (via cânula intrabucal) 

foram aplicadas em todos os animais antes da vagotomia para verificar se a At não estava 

mais ativa (Figura 13A). 
 

 
Figura 12. Frequência cardíaca (fH - bpm) dos animais atropinizados com 1,5 mg.kg-1 (Linha azul) e 2,0 mg.kg-1 

(Linha vermelha), antes e após injeção de cianeto (2 mg.kg-1) intrabucal. A linha tracejada indica o 
momento da injeção. 

 

4.2 Eficácia do método 

A utilização do mesmo animal em todos os protocolos possibilitou a comparação dos 

efeitos dos diferentes métodos de abolição da bradicardia, At e vagotomia, com mínimas 

influências da variabilidade interindividual nos parâmetros cardiorrespiratórios analisados, o 

que permitiria evidenciar diferenças mais sutis entre os tratamentos. Contudo, este protocolo 

coloca em dúvida a validade das respostas dos animais vagotomizados, uma vez que a At 

(administrada aproximadamente 44 h antes dos experimentos com o grupo V) poderia ainda 

estar interagindo com os receptores muscarínicos do coração e, portanto, confundindo estes 

resultados. Porém, antes da desnervação, todos os animais apresentaram valores de fH 

semelhantes aos encontrados antes da atropinização e desenvolveram uma pronunciada 

bradicardia em resposta às injeções de NaCN pré-desnervação (Figura 13A). Isto mostra que 

na dose administrada (1,5 mg.kg-1) a At perdeu seu efeito em menos de 30 h após sua injeção. 

As injeções de NaCN depois da vagotomia (Figura 13B) não alteraram a fH, indicando a 

correta desnervação do ramo cardíaco do Vago. 

O nível de hipóxia (20 mmHg) e o tempo em que os peixes foram submetidos a ela (40 

min) foi suficiente para produzir respostas cardíacas acentuadas e em menos de 3 h de 

recuperação da hipóxia todos os parâmetros se restabeleceram. 
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A duração total dos experimentos com cada animal foi relativamente longa (cerca de 

66 h). Contudo, não foram verificadas alterações significativas nos parâmetros avaliados entre 

os grupos Ctr, Ctr2, Salina e falso-operados. Portanto, se houve estresse de manipulação, este 

não afetou as respostas fisiológicas investigadas, ou foi o mesmo para ambos os grupos. A 

constância das respostas à hipóxia ao longo dos tratamentos Ctr2, Salina e falso-operados 

(Apêndice A), demonstra também, que a exposição do mesmo animal a mais de uma série de 

hipóxia, não provocou sensibilização dos quimiorreceptores de O2 ou de vias ativadas por 

eles. Animais desta espécie já haviam se mostrado resistentes a protocolos extensos em 

estudos prévios também com desnervações (Florindo et al. 2004; 2006). 

A metodologia utilizada não permitiu mensurar a pressão sanguínea na aorta ventral, 

uma vez que, para acessar este vaso é necessário introduzir uma cânula na artéria branquial, 

impedindo ou reduzindo o fluxo sanguíneo neste arco canulado, o que poderia alterar a EO2. 

A aferição da pressão na aorta caudal também não seria possível pela dificuldade em manter 

uma cânula neste vaso durante todo o protocolo experimental. A análise eletrocardiográfica 

não foi realizada devido à baixa qualidade do sinal do ECG. 

 

 

Figura 13. Frequência cardíaca (fH- bpm) de tambaqui, C. macropomum, às injeções intrabucais de água e NaCN 
antes (A) e após (B) a vagotomia. A linha tracejada indica o momento das injeções. (*) indicam 
diferença significativa em relação aos valores de  fH pré-injeção. Os pontos são médias ± E.P.M.; N = 
9, (P ≤ 0,05). 
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4.3 Frequência Cardíaca 

Os valores médios da fH dos grupos Ctr, A e V em todos os tempos do protocolo de 

hipóxia estão apresentados na Tabela 1 e representados graficamente na figura 14. As 

alterações na fH dos grupos Ctr 2, Salina e falso-operados em resposta ao protocolo de hipóxia 

estão representadas graficamente no Apêndice A. 

A fH (bpm) média em cada tempo do protocolo de hipóxia (Normóxia, Hipóxia e 

tempos da Recuperação) não diferiu entre os grupos Ctr, Ctr 2, Salina e falso-operados. Isto 

evidencia que o estresse induzido pela injeção intraperitoneal e pelos procedimentos 

cirúrgicos da vagotomia não interferiu significativamente nesta resposta. 

A fH de repouso dos animais Ctr (32 ± 1,7 bpm) foi similar às encontradas para mesma 

espécie por Rantin e Kalinin (1996), Gilmour et al. (2005) e Reid et al. (2005). Tanto a At 

quanto a vagotomia, elevaram a fH em taxas semelhantemente altas (143% e 151%, 

respectivamente). 

O grupo Ctr apresentou diminuição da fH em hipóxia de 32 ± 1,7 para 18,1 ± 1,5 bpm e 

aumento de 55% da fH após retornar à condição de normóxia. A taquicardia persistiu por 40 

min e depois a fH retornou aos valores pré-hipóxia. A alta fH apresentada pelos grupos A e V 

em normóxia persistiu durante a hipóxia e toda recuperação e foi significativamente maior 

que a fH do grupo Ctr em todos os tempos experimentais. 

A grande elevação na fH após o bloqueio parassimpático cardíaco (grupos A e V) 

indica um alto tônus vagal em normóxia nestes animais. O pacu, Piaractus mesopotamicus, 

espécie filogeneticamente próxima ao tambaqui (pertencem à mesma subfamília: 

Serrassalminae), apresenta valores maiores de tônus colinérgico que adrenérgico no coração 

em normóxia, 29% contra apenas 9%, respectivamente (Leite et al. 2009). Contudo, apesar da 

grande influência da At/vagotomia na fH de C. macropomum, não é possível afirmar se a fH 

destes animais está sobre maior influência colinérgica que adrenérgica em normóxia pois os 

valores dos tônus autonômicos cardíacos não foram verificados nesta espécie. 

Em algumas espécies de peixes como Pollachius pollachius, Ciliata mustela, Raniceps 

raninus e Zoarces viviparus, foram verificados maiores valores de tônus cardíaco adrenérgico 

que colinérgico em repouso (Axelsson et al. 1987). Entretanto, o predomínio do tônus vagal 

sobre a fH de teleósteos é amplamente verificado (Axelsson et al. 1989; Axelsson et al. 1992; 

McKenzie et al. 1995;Altimiras et al. 1997; Stecyk e Farrell 2006; McKenzie et al. 2007; 

Leite et al. 2009). A intensidade em que o parassimpático inibe a fH em normóxia, contudo, 

varia muito entre as espécies dificultando o estabelecimento de padrões. Enquanto efeitos 
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mínimos da At na fH são observados em algumas espécies (McKenzie et al. 1995; Perry e 

Reid 2002; Perry e Desforges 2006; Iversen et al. 2010a) valores extremamente altos de tônus 

vagal foram verificados em Dicentrarchus labrax (Iversen et al.2010b), em Pagothenia 

borchgrevinki, em Katsuwonus pelamis e em Pagothenia bernacchii (Altimiras et al. 1997). 

A despeito da grande elevação na fH seguida do tratamento com At ou vagotomia no 

presente trabalho (de 32 para 77,8 e 80,6 bpm, respectivamente), Sundin et al. (2000) 

verificaram menores aumentos da fH em tambaqui após atropinização (~30 %). Esta 

divergência pode ter ocorrido devido a diferenças na dose de At ou dos próprios valores de 

tônus autonômicos cardíacos. No primeiro estudo (Sundin et al. 2000) foi utilizada uma dose 

menor de At (1,0 mg.kg-1), que pode não ter sido suficiente para bloquear totalmente o tônus 

vagal cardíaco. Além disto, os maiores valores de fH de repouso (49 bpm) verificados no 

trabalho anterior, indicam que, possivelmente, estes animais estavam sobre menor influência 

colinérgica que os peixes utilizados no atual trabalho. 

Muitos fatores podem interferir na regulação autonômica cardíaca de peixes 

produzindo diferenças intraespecíficas na fH de repouso como: (a) divergências no estágio de 

desenvolvimento (Schwerte et al. 2006), (b) nas temperaturas de aclimatação (Taylor et al. 

1977), (c) nos procedimentos cirúrgicos, (d) na instrumentação utilizada (Altimiras e Larsen 

2000; Gräns et al. 2010) e (e) no tempo de recuperação pós-cirúrgica (Campbell et al. 2004). 

Tanto a At quanto a vagotomia foram igualmente eficientes em inibir a bradicardia 

hipóxica (Tabela 1 e Figura 14). Sundin et al. (2000), entretanto, verificaram que a At não 

aboliu totalmente a bradicardia hipóxica no tambaqui. Estes autores associaram a bradicardia 

após bloqueio colinérgico a uma disfunção do miocárdio por isquemia. Contudo, no atual 

trabalho, os animais atropinizados ou vagotomizados ficaram mais tempo expostos à hipóxia 

e, mesmo assim, não apresentaram redução da fH. Portanto, a bradicardia observada por 

Sundin et al. (2000) provavelmente ocorreu devido à baixa dose de At utilizada, como citado 

anteriormente. 

A redução da fH em hipóxia (43%) apresentada pelos animais Ctr, é induzida por um 

aumento no tônus vagal inibitório, conhecido por atuar como um reflexo induzido pela 

estimulação de quimiorreceptores sensíveis ao O2 (Taylor 1992). No tambaqui, estes 

quimiorreceptores possuem localização branquial e extra branquial (Sundin et al. 2000). Nos 

animais do grupo 1, ambos os métodos (At e vagotomia) foram capazes de bloquear as 

eferências cardíacas do quimiorreflexo de O2 mantendo a fH elevada: a vagotomia impedindo 

a liberação de Ach pelas terminações do nervo Vago no coração e a At interagindo com os 
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receptores muscarínicos cardíacos impedindo que a Ach liberada pelo vago estimulasse estes 

receptores, desencadeando a bradicardia. 

Assim como nos grupos A e V, enguias europeias, atropinizadas também não 

apresentaram redução da fH quando submetidas à hipóxia (Iversen et al. 2010a). Contudo, a 

bradicardia hipóxica foi apenas atenuada, e não abolida completamente, no bacalhau após 

vagotomia (McKenzie et al. 2009) e na truta atropinizada (Perry e Desforges2006). No 

bacalhau do Atlântico, Gadus morhua, a correta desnervação do ramo cardíaco do vago foi 

confirmada por injeções de NaCN. Na truta, porém, a diminuição, mas não completa abolição 

da bradicardia hipóxica, pode estar associada a uma dose baixa de At, uma vez que o total 

bloqueio dos receptores muscarínicos cardíacos não foi confirmado. 

A queda na fH em hipóxia, mesmo após total bloqueio parassimpático cardíaco, como 

visto no bacalhau (McKenzie et al. 2009), pode ser associada ao efeito direto da hipóxia no 

miocárdio causando disfunção deste tecido (Glass et al. 1991; Rantin et al. 1995). Assim, a 

ausência de bradicardia hipóxica no tambaqui e na enguia após o bloqueio do tônus 

colinérgico cardíaco, indica que, provavelmente, estas espécies possuem miocárdios mais 

resistentes à hipóxia que o bacalhau. De fato, o coração da enguia é extremamente tolerante a 

hipóxia e hipoxemia (Davie et al. 1992; McKenzie et al. 2002). O tambaqui, por sua vez, 

apresenta um miocárdio predominantemente esponjoso (Simões et al. 2002) que favorece a 

difusão de O2 do lúmen ventricular em direção à camada compacta (Davie e Farrell 1992). 

Além disto, tanto o tambaqui quanto a enguia possuem artérias coronárias, permitindo um 

melhor desempenho cardíaco em hipóxia que espécies que não possuem suprimento de 

sangue coronário, como o bacalhau. 

Quando retornados à normóxia, a fH dos animais Ctr se elevou rapidamente (Figura 

14) a valores acima dos obtidos antes do início da hipóxia. Porém, a elevada fH no início do 

período de recuperação foi ainda menor que os valores apresentados pelos animais dos grupos 

A e V. Portanto, esta taquicardia dos animais Ctr ocorreu, provavelmente, devido a uma 

diminuição, mas não completa abolição do tônus vagal. A elevação na fH pós-hipóxia no 

grupo Ctr dificilmente ocorreu por um aumento do nível de catecolaminas circulantes ou do 

tônus simpático cardíaco, uma vez que a fH dos animais atropinizados e vagotomizados não 

aumentou no retorno à normóxia.  

A taquicardia em teleósteos tem sido associada à diminuição, ou até cessação, do 

tônus colinérgico – sem ou com pouca influência do tônus adrenérgico – em situações como 

exercício e digestão (Iversen et al. 2010), hiperóxia moderada (Barret e Taylor 1984) e após 
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estímulo hipóxico (Leite et al. 2009), como, provavelmente, ocorre com o tambaqui. Por outro 

lado, não se pode excluir a possibilidade do tambaqui ter desenvolvido fH máximas após o 

bloqueio parassimpático cardíaco. Assim, a participação adrenérgica na taquicardia pós-

hipóxia não seria evidenciada nos grupos A e V, uma vez que, a fH destes animais estaria 

atuando no seu limite. Outros ensaios farmacológicos utilizando agonistas e antagonistas beta-

adrenérgicos são necessários para esclarecer o papel do sistema adrenérgico na fH do 

tambaqui. 

O aumento da fH nestas situações melhora o fluxo de sangue e oferta de O2 para os 

tecidos. Quando exposto a tensões de O2 abaixo da PcritO2, o tambaqui ativa o metabolismo 

anaeróbico, evidenciado pelo acúmulo de lactato (Affonso et al. 2002). Assim, no retorno à 

normóxia, a taquicardia associada à maior disponibilidade de O2 favorece a recuperação 

aeróbica. 

 
 
Tabela 1. Frequência cardíaca (fH - bpm) dos grupos Controle, Atropina e Vagotomizado em normóxia, hipóxia 

e tempos da recuperação. Valores em negrito indicam diferença significativa com o controle na 
mesma PO2 e asteriscos indicam diferença em relação à normóxia. Valores apresentados como 
média ± E.P.M., (P ≤ 0,05). 

 

 
fH (bpm)  

 
 

  

 Controle Atropina Vagotomizado 
    

Normóxia 32,0 ± 1,7 77,8 ± 4,1 80,6 ± 5,8 

Hipóxia *18,1 ± 1,5 85,2 ± 6,0 81,7 ± 7,0 

Rec. 10min *50,6 ± 3,9 85,8 ± 5,9 86,9 ± 8,6 

Rec. 20min *45,8 ± 3,5 82,7 ± 4,4 83,8 ± 8,6 

Rec. 30min *45,0 ± 3,2 80,2 ± 5,3 80,7 ± 7,6 

Rec. 40min *43,5 ± 3,0 80,5 ± 5,4 81,3 ± 7,0 

Rec. 80min 34,3 ± 2,5 78,7 ± 5,9 82,2 ± 5,6 

Rec. 120min 28,5 ± 1,6 75,6 ± 6,3 81,7 ± 6,5 

Rec. 180min 31,7 ± 3,6 75,4 ± 5,7 79,2 ± 6,0 
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Figura 14. Frequência cardíaca (fH - bpm) de tambaqui, C. macropomum, nos grupos Controle (Linha Azul), 

Atropina(Linha Vermelha) e Vagotomizados (Linha Verde) em normóxia (Nor) hipóxia (Hip) e 
recuperação (Rec). (*) indica diferença significativa dos valores de normóxia e símbolos abertos 
indicam diferença com os grupos Atropina e Vagotomizados na mesma PO2. Valores apresentados 
como média ± E.P.M., (P ≤ 0,05). 

 
 
4.4 Relações da frequência cardíaca com a captação e consumo de O2 

Apesar da grande elevação na fH após o bloqueio do tônus colinérgico cardíaco em 

normóxia, a EO2 e a VO2  não diferiu entre os grupos Ctr, Salina, falso-operados, A e V 

(Tabela 2). Durante a hipóxia, a inibição da bradicardia por meio dos dois métodos utilizados 

(At e vagotomia), também não alterou a significativa queda na VO2  e na EO2 apresentada 

pelos grupos Ctr, Salina e falso-operados (Tabela 2). 

O coração dos peixes apresenta uma capacidade única em aumentar o volume sistólico 

(Vs), ao contrário do coração de mamíferos que normalmente atua próximo ao limite da curva 

de Frank-Starling (Farrell e Jones 1992). Assim, muitas espécies de peixes são capazes de 

manter o débito cardíaco em hipóxia, apesar da bradicardia, por meio de grandes aumentos no 

Vs (Short et al 1979; Fritsche e Nilsson 1989). No entanto, algumas espécies como o bacalhau 

do Atlântico e a enguia, quando submetidas a níveis severos de hipóxia reduzem o débito 

cardíaco em função de acentuadas quedas na fH. (Fritsche e Nilsson 1989; Iversen et al. 

2010a). Esta diminuição do débito cardíaco em hipóxia aumenta a permanência do sangue nas 

lamelas melhorando potencialmente a EO2 devido ao provável maior tempo para difusão do 

O2 pelas brânquias (Satchell 1961). 
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Também tem sido sugerido que a maior pressão pulsátil na aorta ventral, seguida da 

redução na fH (mecanismo de Frank-Starling), pode aumentar a superfície respiratória 

funcional (por meio do maior recrutamento lamelar) melhorando a capacidade de EO2 em 

hipóxia (Davie e Daxboeck 1982; Reid et al. 2006).  

Assim, segundo estes autores, a redução da fH aumentaria a saturação de O2 da 

hemoglobina e a PO2 arterial. Apesar de os gases no sangue não terem sido mensurados no 

presente trabalho, qualquer alteração na capacidade de transferência de O2 pelas brânquias 

refletiriam nos valores de EO2. Portanto, fica claro que, no tambaqui, menores valores de fH 

(tanto em normóxia, quanto em hipóxia) não estão relacionados à maior transferência de gases 

pelas brânquias. 

Desde que as teorias associando a bradicardia a uma melhor EO2 pelas brânquias 

foram propostas (Satchell 1961; Randall 1982; Reid et al. 2006) este tem sido o alvo de 

poucos e contraditórios trabalhos. Dois estudos investigando esta hipótese no dogfish 

encontraram resultados divergentes. No primeiro, Short et al. (1979) observaram que a EO2 

pelas brânquias durante a hipóxia não diminuiu em animais vagotomizados, enquanto que 

Taylor e Barrett (1985) demonstraram redução da EO2 após administração de At. O presente 

trabalho evidencia que possivelmente outras divergências metodológicas, como o excesso de 

instrumentação dos animais vagotomizados, e não o método de abolição da bradicardia, 

podem ter contribuído para gerar respostas tão diferentes no dogfish. Um trabalho mais 

recente com o bacalhau negro (Campbell e Ediggnton 2007) mostrou redução no consumo de 

O2 após vagotomia. Contudo, não é possível afirmar se esta diferença está associada à 

bradicardia hipóxica nesta espécie, uma vez que o objetivo do trabalho não era este e os 

peixes não foram submetidos à hipóxia. 

Apesar das contradições nos trabalhos com o dogfish (Short et al. 1979; Taylor e 

Barret, 1985), tanto na truta (Perry e Desforges 2006), na enguia (Iversen et al. 2010a), no 

bacalhau do Atlântico (McKenzie et al. 2009), assim como no tambaqui, a bradicardia 

hipóxica não apresentou influência na tomada de O2. Perry e Desforges (2006) verificaram 

que a bradicardia reflexa não alterou a PO2 arterial de trutas submetidas à hipóxia (40 mmHg) 

de forma aguda, antes e após bloqueio colinérgico com At. Já na enguia e no bacalhau, a PO2 

foi reduzida gradualmente e verificou-se que, apesar de tanto a At (na enguia) quanto a 

vagotomia (no bacalhau) bloquearem eficientemente a bradicardia hipóxica, não houve 

alteração na PcritO2 nestas espécies (McKenzie et al. 2009; Iversen et al. 2010a). Portanto, 

conclui-se que, nestas espécies, a bradicardia hipóxica não influencia a tomada de O2 
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independente da metodologia utilizada para bloquear o tônus colinérgico cardíaco: At ou 

vagotomia e da forma de exposição dos animais à hipóxia: gradual ou aguda. 

Na truta, que é capaz de manter o débito cardíaco em hipóxia, a queda na fH não 

melhorou a EO2. Contudo, nas espécies que reduzem o débito em hipóxia seria esperado que a 

eficiência na troca gasosa pelas brânquias aumentasse devido a maior permanência do sangue 

nas lamelas (Perry e Desforges 2006). No entanto, contradizendo esta hipótese, na enguia o 

menor débito cardíaco desenvolvido pelos animais controle em relação aos atropinizados, não 

alterou a PcritO2 ou a VO2  em hipóxia (Iversen et al. 2010a). 

Quando a hipóxia estimula a bradicardia associada à hiperventilação branquial, ela 

favorece o sincronismo cardiorrespiratório, onde os batimentos cardíacos tendem a ocorrer em 

uma fase particular do ciclo respiratório (Randall 1982). Este reflexo, possivelmente melhora 

a troca gasosa pelas brânquias por favorecer a sincronização de dois fluxos pulsáteis, água e 

sangue (Satchell 1991). 

No tambaqui em normóxia a razão entre fR e fH foi de 1,7:1. Estes valores diferem da 

relação 1:1 encontrada por Rantin e Kalinin (1996) para esta espécie. Maiores valores de fR 

dos animais no presente trabalho (55 contra ~ 30 ciclos por min) foram responsáveis por esta 

diferença, uma vez que a fH de repouso foi muito semelhante entre os trabalhos. O menor peso 

dos animais do atual trabalho indica que possivelmente estes apresentaram maiores taxas 

metabólicas que aqueles, justificando esta diferença na fR. 

Em hipóxia a elevação na fR (96 %) e a queda na fH (43 %) induziram uma razão de 

5,9:1 (fR : fH). Este acoplamento cardiorrespiratório foi abolido tanto pela At quanto pela 

vagotomia. Porém, não foram verificadas diferenças na EO2 e VO2  entre os grupos Ctr, A e 

V, indicando que no tambaqui o acoplamento cardiorrespiratório em hipóxia não melhora a 

transferências de O2 pelas brânquias em hipóxia. 

Perry e Desforges (2006) verificaram que a At induziu hipertensão sistêmica com 

aumentos significativos no débito cardíaco, tanto em normóxia quanto em hipóxia. Este efeito 

secundário da At pode ter influenciado a pressão de perfusão sanguínea lamelar e alterado a 

EO2 dificultando a interpretação dos resultados. Um estudo prévio com o tambaqui mostrou 

que esta espécie apresenta um eficiente controle barostático uma vez que, apesar da queda na 

fH em hipóxia, a pressão arterial destes animais permaneceu constante durante todo o 

experimento. Isto ocorreu, provavelmente devido a um aumento na resistência sistêmica 

(Sundin et al. 2000). Além disto, Sundin et al. (2000) também verificaram que o tratamento 

com At não alterou a pressão arterial do tambaqui. Assim, apesar de a pressão arterial não ter 
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sido analisada no presente trabalho, a At, provavelmente não induziu alterações secundárias 

no tambaqui, uma vez que as respostas cardiorrespiratórias dos grupos A e V não diferiram 

em nenhum momento do protocolo de hipóxia (Figuras 14, 15, 16 e 17). 

 

Tabela 2. Frequência cardíaca (fH- bpm), Taxa metabólica ( VO2 -mLO
2
.kg-1.h-1) e Extração de O2 da corrente 

ventilatória (EO
2
 - %) dos grupos Controle, Salina, falso-operados, Atropina e Vagotomizado em 

normóxia e hipóxia. Valores em negrito indicam diferença significativa em relação à normóxia e 
asteriscos indicam diferença com o controle na mesma PO2. Valores apresentados como média ± 
E.P.M., (P ≤ 0,05). 

 

  fH (bpm) VO2  (mLO2.kg-1.h-1) EO2(%) 
   

 
 

 
 

 
  Normóxia Hipóxia Normóxia Hipóxia Normóxia Hipóxia 

              
Controle 32,0 ± 1,7 18,1 ± 1,5 78,1 ± 2,8 30,3 ± 1,9 69,6 ± 1,3 24,2 ± 2,8 

Salina 35,6 ± 3,1 22,0 ± 1,2 84,9 ± 4,9 35,6 ± 2,9 70,0 ± 1,8 25,5 ± 1,7 

falso-operados 31,8 ± 2,6 22,2 ± 1,5 83,5 ± 5,5 36,3 ± 3,1 69,4 ± 1,9 25,1 ± 2,5 

Atropina 77,8 ± 4,1* 85,2 ± 6,0* 78,5 ± 2,5 31,6 ± 2,1 66,0 ± 2,5 24,9 ± 2,4 
Vagotomizado 80,6 ± 5,8* 81,7 ± 7,0* 83,9 ± 1,4 31,6 ± 2,6 68,3 ± 2,8 24,4 ± 2,6 
              
 

4.5 Respostas respiratórias ao protocolo de hipóxia 

Tanto o tratamento com At quanto a vagotomia não alteraram os valores dos 

parâmetros respiratórios em nenhum momento do protocolo de hipóxia. Os valores médios da 
VO2  dos grupos Ctr, A e V são apresentados na tabela 3 e representados graficamente na 

figura 15; da EO2 na tabela 4 e figura 16 e da VG , fR, VT e VG / VO2  nas tabelas 5,6,7 e 8, 

respectivamente e na figura 17. 

Em hipóxia houve redução da 2OV (de 78,1 ± 2,8 para 30,3 ± 1,9) e da EO2 (de 69,6 ± 

1,3 para 24,2 ± 2,8) no grupo Ctr, enquanto os valores de VG , fR, VT e VG / VO2  aumentaram 

em ~650 %, ~96 %, ~275 % e ~1800 %, respectivamente. Ao retornar à normóxia a VO2

aumentou cerca de duas vezes os valores de repouso, sofrendo redução gradual até 

restabelecer a VO2 basal em menos de 80 min (Figura 15). A EO2 aumentou sucessivamente 

após a hipóxia atingindo os valores de repouso em menos de 40 min (Figura 16). A VG / VO2

voltou ao nível de repouso logo após o término da hipóxia, enquanto a  fR permaneceu elevada 
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por pelo menos 10min e a VG  tanto quanto a VT por pelo menos 20 min após retornar às 

condições normóxicas (Figura 17).  

Como visto, a despeito das diferenças na fH entre os grupos Ctr, A e V, a VO2 , EO2 e 

demais parâmetros respiratórios mensurados, foram muito semelhantes entre os grupos em 

todos os tempos experimentais. A At também não alterou a VO2 ou PcritO2 de enguias (Iversen 

et al. 2010a) bem como a fR e amplitude ventilatória de trutas (Perry e Desforges 2006) ambas 

submetidas à hipóxia. Estes resultados evidenciam que a At ou a vagotomia não influenciaram 

direta ou indiretamente as respostas respiratórias à hipóxia e foram eficientes em demonstrar 

que a bradicardia não melhora a transferência de O2 pelas brânquias nestas espécies, assim 

como foi verificado no tambaqui neste estudo. Curiosamente, no bacalhau, a vagotomia não 

alterou a captação de O2 em hipóxia, mas diminuiu as respostas ventilatórias em níveis de O2 

abaixo da PcritO2 desta espécie (McKenzie et al. 2009). Estes resultados no bacalhau mostram 

que a interação da bradicardia com as respostas ventilatórias à hipóxia podem ser espécie-

específicas ou dependentes da PO2. 

Os valores da VO2  em normóxia foram muito semelhantes aos encontrados por Corrêa 

(1996). Em hipóxia a VO2  reduziu em aproximadamente 62 % e no início do período de 

recuperação aumentou para valores duas vezes maiores que os pré-hipóxia (Figura 12). Esta 

acentuada diminuição da VO2 que ocorreu abaixo de níveis críticos de O2 ambiental (PcritO2 = 

24 mmHg) no tambaqui (Corrêa 1996), demonstra que os ajustes ventilatórios (Figura 17) não 

foram suficientes para manter o metabolismo aeróbico. 

Para compensar a baixa produção de energia aeróbica durante a hipóxia, e manter o 

balanço energético celular, muitas espécies de peixes aumentam o metabolismo anaeróbico 

(Almeida-Val et al. 1993; Virani e Rees 2000; Almeida-Val et al. 2006; Mandic et al. 2008; 

Richards 2009) como também ocorre com o tambaqui (Affonso et al. 2002). Quando são 

retornados às condições normóxicas, reativam o metabolismo aeróbico (efeito Pasteur) 

apresentando um excesso de consumo de O2 no inicio do período de recuperação e permitindo 

reestabelecer o débito de O2 assim como sustentar os custos da própria recuperação (van 

Ginneken et al.1995; Virani e Rees 2000). Provavelmente, isto deve ter ocorrido com o 

tambaqui. 

Os valores da EO2 em normóxia observados no presente trabalho (~70%) se 

assemelham aos encontrados por Corrêa (1996). EO2 elevadas também são encontradas em 

outras espécies tolerantes à hipóxia como a tilápia, Oreochromis niloticus (Fernandes e 
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Rantin 1989; Martins et al. 2011), o curimbatá, Prochilodus scrofa (Fernandes et al.1995) e a 

carpa, Cyprinus carpio (Lomholt e Johansen 1979). 

Quando submetido à hipóxia, o tambaqui apresentou uma acentuada redução da EO2 

maior que 65%. Esta queda na EO2 pode ser relacionada aos aumentos extremos da VG  

observados em hipóxia (Fernandes e Rantin 1989), o que fica mais evidente pela elevada     
VG / VO2  em hipóxia. A relação negativa entre VG  e EO2 também foi verificada na 

recuperação da hipóxia quando a VG  se manteve elevada por pelo menos 20 min, o que 

provavelmente dificultou o restabelecimento da EO2 que aumentou de forma gradual 

alcançando os valores pré-hipóxia em pouco mais de 30 minutos. É importante ressaltar que o 

tambaqui em hipóxia, quando tem acesso à superfície realiza a ASR, sendo que esta adaptação 

deve representar uma redução do custo energético da VG  devido as maiores concentrações de 

O2 na água inspirada (Kramer1983). 

Os elevados valores de VG durante a hipóxia foram alcançados por meio de maiores 

aumentos na VT (~3 vezes) que na fR (~2 vezes). Esta estratégia tem sido observada na 

maioria das espécies de peixes já estudadas (ver revisão de Perry et al. 2009) e segundo 

Rantin et al. (1992), os peixes provavelmente, desenvolvem menores gastos energéticos 

elevando o VT, do que aumentando a fR contra a alta viscosidade da água. Apesar disto, 

aumentos na VT são limitados pelo volume da câmara bucal e opercular (Kalinin et al. 1996; 

2000), o que explica os associados, porém menores, aumentos na fR do tambaqui em hipóxia. 

Em situações de hipóxia moderada, espécies oxirreguladoras elevam a VG  mantendo 

constante a quantidade de O2 que passa pelas brânquias, o que permite a manutenção da VO2

(Hughes 1973). Contudo, em hipóxia severa (tensões abaixo da PcritO2), muitas espécies 

diminuem a EO2 em função de grandes aumentos na VG  (Hughes e Knights 1968; Hughes e 

Saunders 1970; Fernandes e Rantin 1989; Martins et al. 2011). Segundo Hughes e Saunders 

(1970) o tempo para difusão do O2 da água para o sangue diminui com o aumento da 

velocidade em que a água passa pelas brânquias, prejudicando a EO2. Além disto, esta grande 

elevação na VG  também pode ter aumentado o espaço morto ventilatório reduzindo a 

quantidade de água em contato com as brânquias, também diminuindo a EO2. 

A grande velocidade da água passando pelas brânquias em hipóxia nos grupos Ctr, A e 

V pode ter prejudicado a EO2 em ambos os grupos e, portanto, “mascarado” o possível 

benefício da bradicardia neste parâmetro. Apesar disto, os valores de EO2 em normóxia dos 

animais antes e após bloqueio colinérgico foram semelhantes, indicando que alterações na fH, 
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provavelmente não interferem na capacidade de transferência gasosa pelas brânquias no 

tambaqui.  

 
Tabela 3. Taxa metabólica ( VO2 - mLO2.kg-1.h-1) dos grupos Controle, Atropina e Vagotomizado em normóxia, 

hipóxia e tempos da recuperação. Asteriscos indicam diferença em relação à normóxia. Valores 
apresentados como média ± E.P.M., (P ≤ 0,05). 

 

 

 

VO2 (mLO2.kg-1.h-1) 
 

 
  

Tempo Controle Atropina Vagotomizado 
    

Normóxia 78,1 ± 2,8 78,5 ± 2,5  83,9 ± 1,4 
Hipóxia 30,3 ± 1,9* 31,6 ± 2,1* 31,6 ± 2,6* 

Rec. 10min 235,0 ± 9,8* 245,6 ± 12,5* 250,7 ± 14,2* 
Rec. 20min 172,2 ± 10,2* 189,8 ± 14,3* 182,4 ± 11,9* 
Rec. 30min 132,9 ± 10,2* 141,4 ± 11,1* 144,8 ± 9,8* 
Rec. 40min 110,8 ± 8,5* 126,2 ± 10,4* 124,4 ± 9,5* 
Rec. 80min 89,2 ± 4,8 96,0 ± 7,6 91,5 ± 23,1 
Rec. 120min 79,1 ± 4,0 80,6 ± 4,4 81,4 ± 3,0 
Rec. 180min 82,9 ± 5,6 

 
77,1 ± 3,3 

 
79,0 ± 2,3 

 
    

 

Figura 15. Taxa metabólica ( 2OV - mLO2.kg-1.h-1) de tambaqui, C. macropomum, nos grupos Controle (linha 
Azul), Atropina (Linha vermelha) e Vagotomizado (linha verde) em normóxia (Nor) hipóxia (Hip) e 
recuperação (Rec). (*) indica diferença significativa dos valores de normóxia (P ≤ 0,05). Valores 
apresentados como média ± E.P.M.. 
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Tabela 4. Extração de O2 da corrente ventilatória (EO2- %) dos grupos Controle, Atropina e Vagotomizado em 
normóxia, hipóxia e tempos da recuperação. Asteriscos indicam diferença em relação à normóxia. 
Valores apresentados como média ± E.P.M., (P ≤ 0,05). 

 

 

 

EO2(%)  
 

 
  

Tempo Controle Atropina Vagotomizado 
    

Normóxia 69,6 ± 1,3 66,0 ± 2,5 68,3 ± 2,8 
Hipóxia 24,2 ± 2,8* 24,9 ± 2,4* 24,4 ± 2,6* 

Rec. 10min 39,8 ± 3,9* 35,4 ± 3,1* 40,1 ± 2,8* 
Rec. 20min 52,4 ± 3,5* 48,7 ± 3,1* 52,3 ± 3,0* 
Rec. 30min 57,9 ± 2,7* 57,3 ± 2,8* 57,7 ± 3,1* 
Rec. 40min 60,9 ± 1,9 61,0 ± 2,6 62,1 ± 2,7 
Rec. 80min 65,5 ± 1,4 63,8 ± 2,2 67,5 ± 2,2 
Rec. 120min 68,4 ± 2,0 65,9 ± 2,6 68,2 ± 2,4 
Rec. 180min 69,5 ± 1,7 69,0 ± 3,0 68,8 ± 3,6 

    

 

 

 
Figura 16. Extração de oxigênio da corrente ventilatória (EO2 - %) de tambaqui, C. macropomum, nos grupos 

Controle (linha azul), Atropina (linha vermelha) e Vagotomizado (linha verde) em normóxia (Nor) 
hipóxia (Hip) e recuperação (Rec). (*) indica diferença significativa dos valores de normóxia (P ≤ 
0,05). Valores apresentados como média ± E.P.M.. 
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Tabela 5. Ventilação Branquial ( GV - mLH2O.kg-1.min-1) dos grupos Controle, Atropina e Vagotomizado em 
normóxia, hipóxia e tempos da recuperação. Asteriscos indicam diferença em relação à normóxia. 
Valores apresentados como média ± E.P.M., (P ≤ 0,05). 

 

 

 
GV  (mLH2O.kg-1.min-1) 

 
 

  

Tempo Controle Atropina Vagotomizado 
    

Normóxia 343,0 ± 13,1 372,0 ± 20,8 403,5 ± 24,8 
Hipóxia 2904,3 ± 312,1* 2664,8 ± 244,2* 2828,6 ± 445,2* 

Rec. 10min 2276,2 ± 292,1* 2460,2 ± 281,2* 2218,4 ± 217,9* 
Rec. 20min 1120,6 ± 137,8* 1429,9 ± 253,2* 1124,4 ± 145,5* 
Rec. 30min 740,0 ± 82,2 839,5 ± 104,8 782,2 ± 77,7 
Rec. 40min 569,1 ± 48,8 684,4 ± 82,4 642,4 ± 72,1 
Rec. 80min 439,8 ± 37,1 495,3 ± 54,4 460,6 ± 38,4 
Rec. 120min 354,5 ± 19,4 384,1 ± 30,4 406,4 ± 28,9 
Rec. 180min 362,8 ± 23,0 348,0 ± 17,3 397,1 ± 23,0 

    

 

 

 

Tabela 6. Frequência Respiratória (fR– ciclos por minuto, cpm) dos grupos Controle, Atropina e Vagotomizado 
em normóxia, hipóxia e tempos da recuperação. Asteriscos indicam diferença em relação à normóxia. 
Valores apresentados como média ± E.P.M., (P ≤ 0,05). 

 

 

 

fR (cpm) 
 

 
  

Tempo Controle Atropina Vagotomizado 
    

Normóxia 55,2 ± 3,1 47,5 ± 3,6 54,7 ± 3,9 
Hipóxia 107,0 ± 2,6* 100,7 ± 2,6* 102,1 ± 4,4* 

Rec. 10min 71,8 ± 5,6* 71,2 ± 4,4* 68,8 ± 8,2* 
Rec. 20min 57,1 ± 3,8 57,8 ± 3,0 54,1 ± 2,6 
Rec. 30min 57,5 ± 4,6 52,4 ± 3,6 52,8 ± 2,4 
Rec. 40min 56,8 ± 4,4 53,6 ± 3,2 50,7 ± 2,1 
Rec. 80min 53,5 ± 5,0 56,1 ± 3,6 51,0 ± 4,1 
Rec. 120min 50,5 ± 4,9 51,6 ± 3,0 47,2 ± 3,8 
Rec. 180min 51,3 ± 5,1 55,2 ± 3,4 49,1 ± 3,8 
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Tabela 7. Volume Ventilatório (VT - mLH2O.kg-1.ciclo-1) dos grupos Controle, Atropina e Vagotomizado em 
normóxia, hipóxia e tempos da recuperação. Asteriscos indicam diferença em relação à normóxia. 
Valores apresentados como média ± E.P.M., (P ≤ 0,05). 

 

 

 

VT (mLH2O.kg-1.ciclo-1) 
 

 
  

Tempo Controle Atropina Vagotomizado 
    

Normóxia 5,8 ± 0,3 8,2 ± 0,7 7,6 ± 0,5 
Hipóxia 27,1 ± 2,8* 26,3 ± 2,0* 27,7 ± 4,9* 

Rec. 10min 33,8 ± 2,9* 36,7 ± 3,5* 33,4 ± 4,0* 
Rec. 20min 21,5 ± 2,8* 26,5 ± 4,2* 23,0 ± 3,7* 
Rec. 30min 13,3 ± 1,7 16,5 ± 2,2 16,0 ± 2,0 
Rec. 40min 10,5 ± 1,3 13,2 ± 1,9 13,1 ± 2,0 
Rec. 80min 8,4 ± 0,7 8,8 ± 1,0 8,6 ± 0,6 
Rec. 120min 7,7 ± 0,9 7,6 ± 0,8 8,3 ± 0,5 
Rec. 180min 7,5 ± 0,8 6,6 ± 0,8 7,9 ± 0,4 

    

 

 

 

 

Tabela 8. Necessidade Ventilatória ( VG / 2OV - mLH2O.mLO2
-1) dos grupos Controle, Atropina e 

Vagotomizado em normóxia, hipóxia e tempos da recuperação. Asteriscos indicam diferença em 
relação à normóxia. Valores apresentados como média ± E.P.M., (P ≤ 0,05). 

 

 

 

VG / VO2  (mLH2O.mLO2
-1)  

 
 

  

Tempo Controle Atropina Vagotomizado 
    

Normóxia 4,3 ± 1,0 4,9 ± 0,3 4,4 ± 0,1 
Hipóxia 90,9 ± 8,9* 86,3 ± 8,8* 88,0 ± 9,0* 

Rec. 10min 9,6 ± 1,15 11,5 ± 1,2 8,9 ± 0,6 
Rec. 20min 6,3 ± 0,4 7,6 ± 0,8 6,1 ± 0,2 
Rec. 30min 5,4 ± 0,2 5,8 ± 0,3 5,3 ± 0,3 
Rec. 40min 5,1 ± 0,1 5,3 ± 0,3 5,0 ± 0,3 
Rec. 80min 4,6 ± 0,1 4,9 ± 0,2 4,5 ± 0,1 
Rec. 120min 4,4 ± 0,2 4,7 ± 0,2 4,5 ± 0,2 
Rec. 180min 4,3 ± 0,1 4,5 ± 0,1 4,5 ± 0,2 
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Figura 17. Ventilação branquial ( VG - mLH2O.kg-1.min-1), frequência respiratória (fR - ciclo.min-1), volume 

ventilatório (VT - mLH2O.kg-1.ciclo-1) e necessidade ventilatória( 2G OV/V  - mLH2O.mLO2
-1) de 

tambaqui, C. macropomum, nos grupos Controle (linhas azuis), Atropina (linhas vermelhas) e 
Vagotomizado (linhas verdes) em cada tempo experimental. (*) indica diferença significativa dos 
valores de normóxia (P ≤ 0,05). Valores apresentados como média ± E.P.M.. 
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4.6 Alternativas para a função da bradicardia hipóxica 

O bloqueio do tônus colinérgico cardíaco por meio da At ou vagotomia no tambaqui 

mostrou que, nesta espécie, a bradicardia hipóxica não melhora a EO2. Nos trabalhos com 

bloqueio parassimpático cardíaco utilizando a truta, a enguia, o “dogfish” e o bacalhau a 

teoria amplamente aceita de que a queda na fH em hipóxia melhoraria a transferência de gases 

pelas lamelas branquiais também não foi comprovada (Short et al. 1979; Perry e Desforges 

2006; McKenzie et al. 2009; Iversen et al. 2010a). Surgem assim, outras possibilidades para a 

função do reflexo bradicárdico com foco na sobrevivência do próprio miocárdio. 

O coração dos peixes está contido dentro do pericárdio e é formado por quatro 

câmaras dispostas em série: o seio venoso, o átrio, o ventrículo e o bulbo arterioso nos 

teleósteos, ou cone arterioso nos elasmobrânquios (Satchell 1991) (Figura 15). Entre as 

câmaras cardíacas, o ventrículo é o principal responsável em aumentar a energia cinética do 

sangue com 58-85 % do peso do coração (Satchell 1991). O miocárdio ventricular dos peixes 

pode ser composto apenas por um arranjo de fibras musculares formando trabéculas 

(Esponjosa), ou apresentar uma camada exterior (Compacta) envolvendo a camada esponjosa 

(Farrell e Jones 1992). A grande variabilidade interespecífica do coração de peixes se deve à 

variação no desenvolvimento de cada camada, compacta e esponjosa, e ao padrão de 

vascularização do tecido. Assim, o ventrículo dos peixes pode ser classificado em quatro 

subtipos como mostrado na Figura 19 (Davie e Farrell 1991). 

Como muitas espécies de peixes não apresentam sistema coronariano (coração do tipo 

I), o fornecimento de O2 para o miocárdio depende apenas da PO2 do sangue venoso no 

lúmen do átrio e do ventrículo, que é drasticamente reduzida em hipóxia (Farrell 1993). 

Contudo, mesmo naquelas espécies em que o miocárdio é suprido com sangue arterial em 

situações de hipóxia severa e/ou prolongada, a PO2 arterial pode cair a níveis críticos 

comprometendo as funções cardíacas. 

Glass et al. (1991) questionaram a bradicardia hipóxica como uma resposta reflexa ou 

uma disfunção cardíaca, ou ambas, devido à isquemia do miocárdio. Assim como a elevação 

na VG , a bradicardia também é um reflexo originado da estimulação de quimiorreceptores de 

O2 (Satchell 1991). Contudo, como visto a seguir, verificou-se em várias espécies evidências 

de sofrimento de miocárdios com e sem irrigação coronariana durante a hipóxia. 

Por meio da análise eletrocardiográfica de animais em hipóxia foram verificadas 

alterações na onda T na traíra, Hoplias malabaricus, no traírão, Hoplius lacerdae, no pacu, na 

carpa e no tambaqui (Glass et al. 1991; Rantin et al. 1993; Rantin et al. 1995; Corrêa 1996). 
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Estes resultados indicam alterações na direção de repolarização ventricular em hipóxia severa, 

provavelmente, devido a uma condição de isquemia cardíaca afetando os miócitos que têm 

por finalidade dar início ao processo de repolarização ventricular (Guerra 1992). 

Além de alterações na onda T, também foram observadas extra-sístoles na carpa em 

hipóxia (Glass et al. 1991) e arritmias na dourada-australiana, Pagrus auratus (Jansen et al. 

2010) que são indicativos de isquemia do miocárdio. Outra evidência do efeito direto da 

hipóxia no coração foi verificada no bacalhau do Atlântico que apresentou bradicardia em 

hipóxia, mesmo após bloqueio colinérgico (McKenzie et al. 2009). 

Estes trabalhos demonstrando indícios de sofrimento do miocárdio de peixes em 

hipóxia, associados à falta de evidência de que a bradicardia hipóxica melhora a transferência 

de gases pelas brânquias, fortalecem a hipótese de que esta redução na fH é um reflexo com 

função de proteção do miocárdio (Farrell 2007). 

Segundo Farrell (2007) a bradicardia hipóxica pode ser considerada uma resposta de 

proteção ao miocárdio por diminuir a atividade e consumo energético deste tecido. Além 

disto, o maior tempo de permanência do sangue no lúmen do coração durante a diástole 

aumenta a difusão do O2 do sangue para os miócitos. Portanto, provavelmente, a bradicardia 

promove maior proteção àqueles miocárdios que não apresentam suprimento coronariano. 

Contudo, este reflexo também melhora o transporte de O2 no miocárdio de espécies com 

sistema coronariano, uma vez que o fluxo de sangue nas coronárias (comprometido durante a 

sístole pela compressão dos vasos) é maior durante a diástole (Axelsson e Farrell 1993; 

Gamperl et al.1995), que tem seu período estendido na hipóxia. A importância da irrigação 

coronariana foi evidenciada no salmão-rei, Oncorhynchus tshawytscha, em que o desempenho 

natatório reduziu em 30% quando o fluxo sanguíneo nas coronárias foi interrompido (Farrell e 

Stefenssen 1987).  

Na maioria dos teleósteos a força de contração do coração diminui com aumentos da 

fH, resultado de um efeito força-frequência negativo (Shiels et al. 2002). Esta relação negativa 

entre a fH e a força de contração pode estar relacionada ao tempo disponível para o influxo de 

cálcio (Ca2+) no citoplasma (Shiels et al. 2002) e para interação deste íon com o sistema 

contrátil (Gesser et al. 1997). Assim, a bradicardia hipóxica melhora a contratilidade cardíaca 

compensando os possíveis efeitos diretos da hipóxia na contração miocárdica (Farrel 2007). 

Além disto, durante a hipóxia, a bradicardia associada à maior resistência periférica permite o 

maior enchimento do ventrículo aumentando o estiramento das fibras cardíacas. O maior 

comprimento dos miofilamentos também melhora a contratilidade do miocárdio (mecanismo 
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de Frank-Starling) induzindo grandes aumentos do Vs. Em algumas espécies esta resposta é 

suficiente para manter ou até elevar o débito cardíaco apesar da queda na fH (Farrell e Jones 

1992). 

Assim como no tambaqui, em muitos teleósteos oxirreguladores a bradicardia hipóxica 

aparece em tensões de O2 próximas ou abaixo da PcritO2 da espécie (Rantin et al. 1993; Rantin 

et al. 1995; Corrêa 1996; Iversen et al. 2010a). A ativação do reflexo bradicárdico apenas 

quando o animal perde a capacidade de regular a VO2  é um forte indício de que a bradicardia 

possui função de proteção do miocárdio quando o metabolismo aeróbico deste tecido fica 

comprometido. Além disto, a PO2 que desencadeia a bradicardia está intimamente relacionada 

à tolerância à hipóxia espécie-específica. No tambaqui e na traíra que são espécies altamente 

tolerantes à hipóxia, a bradicardia se torna significativa em PO2 próximas a 30 mmHg, 

(Rantin et al. 1993; Corrêa 1996). Já no dourado, Salminus maxillosos, que vive em ambientes 

de corredeira bem oxigenados e é menos tolerante à hipóxia, a bradicardia aparece em PO2 

próximas a 70 mmHg (Souza et al. 2001). 

Estudos com o tambaqui mostraram que esta espécie apresenta um miocárdio 

ventricular predominantemente esponjoso com artérias coronárias na superfície e entre as 

fibras cardíacas da camada compacta (Simões et al. 2002). Portanto, mais semelhante ao 

ventrículo do tipo II (Figura 19). Porém, apesar da presença de coronárias, tambaquis 

expostos à hipóxia apresentaram alterações eletrocardiográficas na onda T (Corrêa 1996), 

indicando um possível efeito direto da hipóxia no miocárdio como citado anteriormente.  

Já em experimentos sem acesso à superfície, o tambaqui apresentou reversão da 

bradicardia hipóxica após aproximadamente 5 h de exposição à PO2 de 10 mmHg e 

retomando os valores normóxicos de fH na sexta hora de hipóxia (Florindo et al. 2006). Esta 

reversão da bradicardia mostra que as alterações na onda T de tambaquis em hipóxia (Corrêa 

1996) ocorrem, provavelmente por uma disfunção miocárdica transitória e não permanente; 

uma vez que os animais conseguiram restabelecer a fH mesmo em hipóxia. Os mecanismos 

que permitem esta recuperação da fH não foram investigados. Contudo é possível especular 

que a ativação de respostas de médio e longo prazo à hipóxia tal como o aumento nas 

concentrações de hemoglobina (Affonso et al. 2002), provavelmente favorecem o 

desempenho cardíaco nesta espécie tornando as possíveis vantagens da bradicardia hipóxica 

ao miocárdio desnecessárias.  

Também foi verificado que no tambaqui exposto a 6 h de hipóxia (20 mmHg) com 

acesso à superfície aquática, o desenvolvimento da ASR preveniu a bradicardia hipóxica, 
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provavelmente, por aumentar a PinspO2 a níveis acima dos necessários para a ativação do 

reflexo bradicárdico (Rantin e Kalinin 1996). 

Baseado nestes achados com o tambaqui é possível especular que a bradicardia 

hipóxica protege o miocárdio nesta espécie, por meio dos mecanismos propostos 

anteriormente neste tópico, apenas quando o animal não consegue regular eficientemente a 

captação de O2. Estas situações ocorrem em PO2 abaixo da PcritO2 quando não há acesso à 

superfície aquática. Deste modo, no ambiente natural, quando o tambaqui tem dificuldade em 

realizar ASR devido à presença de macrófitas no corpo d’água (Saint-Paul e Soares 1987) ou 

quando há presença de predadores terrestres, os possíveis benefícios da bradicardia hipóxica 

ao miocárdio se tornam particularmente vantajosos. 

 

 
 
Figura 18. Esquema representativo do coração de um teleósteo. Detalhe para o Miocárdio Compacto e 

Esponjoso (Adaptado de Farrell e Jones 1992). 
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Figura 19. Ilustração esquemática das principais características que distinguem os quatro tipos de ventrículo de 
peixes. O Tipo I apresenta apenas a camada esponjosa sem capilares sanguíneos no músculo cardíaco. 
O Tipo II é caracterizado por duas camadas (esponjosa e compacta) com circulação coronária apenas 
na camada compacta. O Tipo III é semelhante ao II, mas apresenta coronárias nas duas camadas. O 
Tipo IV apresenta uma espessa camada compacta com mais capilares coronários. A circulação 
coronária, independente do tipo, é derivada da circulação cranial e da circulação peitoral em algumas 
espécies (Adaptado de Davie e Farrell 1991).  
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5. CONCLUSÕES 

 

Os resultados obtidos neste estudo permitiram concluir que no tambaqui, 

Colossoma macropomum: 

 

 O tônus colinérgico cardíaco é elevado em normóxia; aumenta em hipóxia, 

induzindo a bradicardia e reduz na recuperação, permitindo a elevação na fH.  

 

 Tanto a atropina quanto a vagotomia são igualmente eficientes em inibir a 

bradicardia hipóxica.  

 

 Alterações na fH, provavelmente, não melhoram a transferência de O2 pelas 

brânquias em normóxia, hipóxia ou na recuperação. 

 

 A inibição do tônus parassimpático cardíaco por ambos os métodos (atropina e 

vagotomia) não interfere nas respostas respiratórias à hipóxia e subsequente 

período de recuperação. 
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APÊNDICE A – Representações gráficas das respostas cardiorrespiratórias dos peixes 

do grupo 2 - Controles à hipóxia e recuperação subsequente. 

 

Colunas pretas indicam grupo Ctr2; colunas brancas indicam grupo Salina e colunas 

cinza indicam grupo falso-operados. (*) indica diferença significativa dos valores de 

normóxia. Valores apresentados como média ± E.P.M., (P ≤ 0,05).  
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