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RESUMO 

 

PEREIRA, B. V. R. Efeitos agudos e crônicos dos fármacos paracetamol e propranolol em 

diferentes biomarcadores de uma espécie de peixe neotropical. 2018. 99 f. Dissertação de 

Mestrado (Pós-Graduação em Biotecnologia e Monitoramento Ambiental) – Universidade 

Federal de São Carlos, campus Sorocaba, Sorocaba, 2018. 

 

A contaminação dos ambientes aquáticos emergiu majoritariamente como uma consequência 

das atividades humanas. A presença de xenobióticos em corpos d'água pode afetar 

drasticamente o ecossistema, ao causar efeitos deletérios para as espécies. A produção, o 

consumo e a eliminação inadequada de produtos farmacêuticos e de cuidados pessoais (PCPs) 

têm contribuições relevantes para essa contaminação. Apesar dos estudos ecotoxicológicos 

existentes, ainda há falta de dados relativos a efeitos em espécies nativas de regiões 

neotropicais. O presente estudo teve como objetivo avaliar os efeitos de duas substâncias 

farmacêuticas, paracetamol e propranolol, na espécie de peixe neotropical, Phalloceros 

harpagos, nativa do Brasil e do Paraguai, por meio da análise de marcadores bioquímicos e 

celulares. O paracetamol é um fármaco analgésico e antipirético; o propranolol é um β-

bloqueador não seletivo. A avaliação dos efeitos ecotoxicológicos dos medicamentos 

descritos foi realizada através da análise de marcadores bioquímicos que indicam estresse 

oxidativo e neurotoxicidade, nomeadamente as atividades das enzimas catalase (CAT) no 

fígado, glutationa-s-transferases (GSTs) nas brânquias e colinesterases (ChEs) no tecido 

nervoso da cabeça dos peixes. Indivíduos do organismo-teste foram expostos a 5 diferentes 

concentrações de cada uma das drogas sob regimes agudo (96h) e crônico (28d). Para a 

exposição aguda, além do controle (sem adição do fármaco), as concentrações utilizadas 

foram 8, 80, 800, 8000, 80000 μg L-1 para o paracetamol e 0,1, 1, 10, 100, 1000 μg L-1 para o 

propranolol. Para a exposição crônica, as concentrações, além do controle (sem adição do 

fármaco), foram de 5, 10, 20, 40, 80 μg L-1 para o paracetamol e 0,0625, 0,125, 0,25, 0,5, 1 μg 

L-1 para propranolol. Os resultados obtidos para a exposição aguda mostraram aumento da 

atividade das isoenzimas GSTs para a maioria das concentrações de paracetamol (80, 800, 

8000 e 80000 μg L-1) e de propranolol (1, 10, 100 e 1000 μg L-1). As enzimas ChEs tiveram 

aumento significativo na sua atividade após exposição aguda ao paracetamol (80 µg L-1). Na 

exposição crônica a atividade das isoenzimas GSTs foi aumentada para o propranolol (0,25 e 

0,5 μg L-1). Já para o biomarcador de estresse celular, proteínas da família HSP70, nos ensaios 



 

 

agudos observou-se um aumento na intensidade de imunomarcação tanto para o paracetamol 

(8, 80, 800, 8000 e 80000 µg. L-1), quanto para o propranolol (1, 10, e 1000 µg L-1), em 

resposta à exposição aos fármacos. Em contrapartida, nos ensaios crônicos houve uma 

diminuição na intensidade de marcação de HSP70, após a exposição ao paracetamol (5, 10, 

15, 20, 40, 80 µg L-1) e um aumento após a exposição crônica ao propranolol (0,0625, 0,125, 

0,25 e 0,5 µg L-1). As respostas obtidas indicam um esforço do organismo em retornar a 

homeostase após a exposição aos fármacos, seja na tentativa de eliminar o xenobiótico e seus 

metabólitos (atividade das GSTs) ou na proteção celular (imunomarcação das HSP70). Deste 

modo, sob as condições experimentais adotadas o peixe P. harpagos evidenciou alterações a 

níveis bioquímicos e celulares, indicando a resposta primária do organismo após a exposição 

aos compostos farmacêuticos. 

 

Palavras-chave: Ecotoxicologia aquática. Phalloceros harpagos. Biomarcadores celulares. 

Marcadores bioquímicos.  

 



 

 

ABSTRACT 

 

PEREIRA, B. V. R. Acute and chronic effects of the pharmaceuticals paracetamol and 

propranolol in different biomarkers of a neotropical fish species. 2018. 99 f. Dissertação de 

Mestrado (Pós-Graduação em Biotecnologia e Monitoramento Ambiental) – Universidade 

Federal de São Carlos, campus Sorocaba, Sorocaba, 2018. 

 

Aquatic environments contamination has emerged mainly as a consequence of human 

activities. The presence of xenobiotics in water bodies can drastically affect the ecosystem, as 

well as to cause deleterious effects to the species. Production, consumption and inappropriate 

disposal of pharmaceuticals and personal care products (PCPs) have important contribution 

for such contamination. Despite existing ecotoxicological studies, there is still a lack of data 

and studies with native species from neotropical regions and the effects of such substances on 

non-target species. Taking this into consideration, the present study aimed to assess the effects 

of two pharmaceuticals, paracetamol and propranolol, on the neotropical fish species 

Phalloceros harpagos, which genus is native to Brazil and Paraguay, through the analysis of 

biochemical and cellular markers. Paracetamol is an analgesic and antipyretic drug used to 

treat pain and fever; propranolol is a non-selective β-blocker. The evaluation of toxicological 

effects of the described drugs was conducted through analysis of biochemical markers that 

indicate oxidative stress and neurotoxicity, namely catalase (CAT) in the liver, glutathione-s-

transferases (GSTs) in the gills and cholinesterases (ChEs) in the head. The test organism was 

exposed to 5 different concentrations of each drugs under acute (96h) and chronic regimes 

(28d). For the acute exposure, besides the control (without drug), the concentrations used 

were 8, 80, 800, 8000, 80000 µg L-1 for paracetamol and 0.1, 1, 10, 100, 1000 µg L-1 for 

propranolol. For the chronic exposure the concentrations, apart from the control (without 

drug), were 5, 10, 20, 40, 80 μg L-1 for paracetamol and 0.0625, 0.125, 0.25, 0.5, 1 µg L-1 for 

propranolol. Acute exposure results showed increased GSTs activity for most concentrations 

of paracetamol (80, 800, 8000 and 80000 μg L-1) and propranolol (1, 10, 100 and 1000 μg L-

1). ChEs had significant increase in activity for acute exposure to paracetamol (80 µg L-1). In 

the chronic exposure GSTs activity was significantly increased for propranolol (0.25 and 0.5 

μg L-1). For the cellular stress biochemical marker, a protein that belongs to the HSP70 

family, an increase in the level of immunolabeling was detected after the acute exposure to 

both paracetamol (8, 80, 800, 8000 e 80000 µg. L-1) and propranolol (1, 10, e 1000 µg L-1). 

On the other hand, after the chronic exposure a reduction in the level of HSP70 staining was 



 

 

detected after exposure to paracetamol (5, 10, 15, 20, 40, 80 µg L-1) and an increase after the 

exposure to propranolol (0,0625, 0,125, 0,25 e 0,5 µg L-1). The results obtained in this 

research indicate an effort of the organism towards recovering its homeostasis after being 

exposed to the compounds, whether that is through the attempt of getting rid of the 

xenobiotics and its metabolites (GSTs activity) or even through cellular protection 

(immunolabiling of HSP70). Thus, under the experimental condition adopted the fish P. 

harpagos presented alterations on both biochemical and cellular levels, indicating the 

organism’s primary response after exposure to these pharmaceuticals. 

 

Keywords:  Aquatic Ecotoxicology. Neotropical species. Phalloceros harpagos. Cellular 

biomarkers. Biochemical markers.  
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1 INTRODUÇÃO  

 

Os impactos ambientais decorrentes de atividades humanas vêm sendo alvo de estudos 

no meio científico. Descartes de inúmeras substâncias com efeito biológico adverso, que são 

resultado de inadequados rejeitos industriais ou domésticos, entre outros, causam no 

ecossistema consequências de proporções ainda desconhecidas. Com o desenvolvimento 

crescente de produtos e tecnologias, cujo objetivo se baseia em suprir as necessidades da 

sociedade moderna, diversos contaminantes ambientais emergentes, como fármacos e 

produtos de cuidado pessoal são descartados através de diversas vias e meios, e muitas vezes 

acabam por chegar aos ecossistemas aquáticos (BOLONG et al., 2009; ARCHER et al., 

2017).  

A detecção de tais contaminantes no meio aquático se tornou possível a partir do 

desenvolvimento de métodos mais sensíveis, capazes de mensurar concentrações em nível 

vestigiais de determinadas substâncias (FAWEL e ONG, 2012; ARCHER et al. 2017). Neste 

contexto os contaminantes emergentes se caracterizam por serem compostos químicos 

antropogênicos, como materiais cuja persistência e toxicidade afetam a biota (SAUVÉ e 

DESROSIERS, 2014). Segundo Sodré et al. (2007), os contaminantes emergentes não estão 

enquadrados por políticas ambientais que norteiem seu uso, descarte e tratamento, e, por isso, 

há necessidade de estudos que possam auxiliar em uma maior compreensão sobre o efeito de 

tais contaminantes no ecossistema aquático para subsidiar legislação futura. 

Os produtos farmacêuticos se enquadram na denominação de contaminantes emergentes 

e seus efeitos na biota aquática são estudados no âmbito da ecotoxicologia (COLBURN e 

CLEMENT, 1992; ARCHER et al., 2017). Diversos fármacos de uso humano ou veterinário, 

e produtos de cuidados pessoais, são muito consumidos (PETROVIĆ, 2003; FURLONG et 

al., 2017), e constituem uma classe variada de compostos, tanto do ponto de vista da sua 

estrutura molecular quanto em relação ao seu mecanismo de ação e metabolismo (FAWEL e 

ONG, 2012). 

São diversas as fontes pelas quais os fármacos chegam ao ambiente, como por 

exemplo, excreção humana por meio dos efluentes domésticos, degradação ineficiente nas 

estações de tratamento de esgoto, excreção animal, lixiviação de aterros sanitários e efluentes 

de indústrias (TERNES, 1998; ARCHER et al., 2017). No ambiente, os fármacos podem 

sofrer biodegradação, transformação e fotodegradação (EBELE et al., 2017). A classificação 

destes fármacos como compostos pseudopersistentes provém, justamente, do seu uso 



12 

 

contínuo, levando em conta que a quantidade diariamente degradada seja igual à descartada 

no ambiente. Além disso, sabe-se que tais compostos, mesmo que em concentrações tão 

baixas quanto ng L-1, são capazes de exercer efeitos sobre a biota aquática (FABRI e 

FRANZELLITTI, 2016). Embora muitas vezes os efeitos desses compostos químicos não 

sejam percebidos imediatamente, a longo prazo eles podem contribuir para as alterações na 

estrutura do ecossistema (OERTEL e SALÁNKI, 2003).  

Adicionalmente, uma parcela considerável dos fármacos é resistente à degradação e 

transformação, o que os torna compostos com efeitos ambientalmente relevantes 

(DAUGHTON e TERNES, 1999). Estes possuem também variado grau de lipofilia, o que 

facilita a sua entrada nas células através da membrana celular (CORREIA, 2014). Além disso, 

eles são desenvolvidos para exercer atividade biológica mesmo em concentrações muito 

baixas, e atuam em vias metabólicas, enzimáticas e celulares, que são geralmente 

evolutivamente conservadas (FABBRI e FRANZELLITTI, 2016).  

Gunnarsson et al. (2008) realizaram estudos para compreender a similaridade dos alvos 

moleculares que são ativados pelos medicamentos, sendo que os resultados demonstraram que 

muitos dos alvos/receptores farmacológicos são evolutivamente conservados entre as 

espécies, podendo exercer o mesmo ou diferentes efeitos que exercem em humanos. Por 

exemplo, o peixe paulistinha (Danio rerio) possui 86% de ortologia com os alvos de 

humanos, o que nos permite concluir que há uma similaridade muito grande entre as vias de 

ação dos fármacos em humanos e neste animal. Há neste sentido a necessidade de 

compreender melhor como esses fármacos atuam em organismos não-alvo e assim avaliar o 

impacto dos mesmos nos ambientes aquáticos. 

Outro fato que deve ser levado em consideração é que, uma vez no organismo, o 

fármaco passa pelo processo de biotransformação, que visa alterar a estrutura dos 

xenobióticos de modo a torná-los compostos mais hidrossolúveis, podendo então ser 

excretados principalmente pelos rins, através da urina. Além disso, é através desse processo 

que as características tóxicas de determinadas moléculas podem ser neutralizadas, sendo 

possível também que sejam gerados metabólitos que possuem variados graus de toxicidade 

(KROON et al., 2017). Os compostos farmacêuticos são desenvolvidos a fim de possuírem 

elevada atividade biológica e meia-vida longa, ocorrendo, no entanto, a diminuição ou 

inativação da sua atividade biológica por meio da biotransformação (CORREIA, 2014). Com 

isso, o fármaco pode ser eliminado tanto em sua forma inalterada, como nos seus metabólitos 

(FENT et al., 2006). 
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Diante do exposto, estudos vêm sendo desenvolvidos a fim de identificar quais as 

classes de fármacos que são mais encontradas nos meios aquáticos (RABIET et al., 2006; 

IBAÑEZ et al., 2013; CAMPANHA et al., 2014). Dentre as classes farmacêuticas encontradas 

no ambiente, é possível detectar a presença de anti-inflamatórios, anti-hipertensivos, 

antidepressivos, ansiolíticos, antibióticos, antiepilépticos, entre outras classes que são usadas 

para o tratamento de diversas condições de saúde/patologias que afetam os seres humanos e 

animais (EBELE et al., 2017).  

Dentre essas classes, frequentemente se encontram os analgésicos e antipiréticos, do 

grupo dos derivados p-aminofenólicos nos quais está incluído o acetaminofeno (paracetamol). 

Dentre os anti-hipertensivos mais frequentemente reportados no meio aquático, destacam-se 

os β-bloqueadores como o propranolol, metaprolol, atenolol, entre outros (FABBRI e 

FRANZELLITTI, 2016). 

Muitos compostos farmacêuticos foram desenvolvidos para inibir a enzima 

ciclooxigenase (COX) que é responsável pela biossíntese de prostaglandinas. As 

prostaglandinas são moléculas sintetizadas pela COX, derivadas de ácidos graxos, que estão 

associadas ao processo inflamatório, inclusive nos peixes (GÓMEZ-ABELLÁN e 

SEPULCRE, 2016). Assim, os fármacos inibidores da COX podem interferir no processo 

inflamatório, na sensibilização à dor e na regulação da temperatura corporal, pelo que são 

designados analgésicos e antipiréticos.  

O paracetamol é um analgésico antipirético muito utilizado, e seu mecanismo de ação 

ainda é pouco elucidado, mas sabe-se que tem por base a inibição da biossíntese das 

prostaglandinas (BOUTAUD et al., 2002). Devido ao seu vasto uso, ele pode ser encontrado 

em efluentes e também em águas superficiais em todo mundo, como por exemplo França 

(RABIET et al., 2006), Espanha (GROS et al., 2006; GÓMEZ et al., 2007; IBAÑEZ et al., 

2013), Estados Unidos da América (KOLPIN et al., 2002; BATT et al., 2008), e inclusive no 

Brasil, tendo sido detectado em concentrações de 0,840 µg L-1 na bacia do Ribeirão Anhumas, 

na região de Campinas (SODRÉ et al., 2007), 30,421 µg L-1 no Rio Monjolinho em São 

Carlos (CAMPANHA et al., 2014), ambos no estado de São Paulo, e 130 µg L-1 em Três 

Lagoas no Mato Grosso do Sul (AMÉRICO et al., 2012a). Estudos apontam que em doses 

terapêuticas o paracetamol é considerado seguro, no entanto, em sobredosagem esse 

medicamento pode causar efeitos hepatotóxicos (XU et al., 2008), nomeadamente por causar 

estresse oxidativo (RAMOS et al., 2014; NUNES et al., 2015).  

O propranolol é um β-bloqueador muito receitado e utilizado no tratamento de 

hipertensão, pois atua reduzindo a frequência dos batimentos cardíacos através do bloqueio 
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dos adrenoreceptores (OWEN et al., 2009; ROBERTSON e BIAGGIONI, 2014). Este 

medicamento pode ser encontrado em efluentes e em águas superficiais de todo o mundo 

como, por exemplo, França (ANDREOZZI et al., 2003; COETSIER et al., 2009), Reino 

Unido (ROBERT e THOMAS, 2005; ASHTON et al., 2004) e Taiwan (LIN e TSAI, 2009). 

Segundo outros estudos, este composto foi também encontrado no Brasil nas concentrações 

de 0,015 µg L-1 e 0,026 µg L-1, nos estados de São Paulo e Amazonas, respectivamente 

(CAMPANHA et al., 2014; THOMAS et al., 2014). Ademais, este fármaco é capaz de exercer 

efeitos em organismos aquáticos, como estresse oxidativo e neurotoxicidade (SOLÉ et al., 

2009; SUN et al., 2015). 

No sentido de conhecer e caracterizar os potenciais efeitos ecotoxicológicos dos 

medicamentos, diversos estudos tratando dos efeitos de fármacos em organismos aquáticos 

vêm sendo desenvolvidos, incidindo principalmente na avaliação de parâmetros sub-

individuais como respostas fisiológicas à presença destes compostos químicos no meio, 

através da quantificação de biomarcadores nos organismos (NUNES et al., 2004; NUNES et 

al., 2008; BRANDÃO et al., 2011; BRANDÃO et al., 2013; RODRIGUES et al., 2014; 

OLIVEIRA et al., 2015). Os biomarcadores auxiliam na compreensão de tais efeitos, uma vez 

que são capazes de indicar perturbações da homeostase do organismo em resposta aos 

xenobióticos. Assim, a homeostase, que é a habilidade de um organismo manter o seu meio 

interno em um equilíbrio quase constante por meio de diversos processos fisiológicos 

coordenados, pode ser alterada tanto por fatores biológicos internos como fatores externos, 

como exposição a xenobióticos que induzem estresse oxidativo, alterações metabólicas ou até 

mesmo inibição de enzimas que atuam na regulação de processos essenciais para a 

manutenção do organismo, como o neurológico, por exemplo. Estas perturbações da 

homeostase podem ser quantificadas e, portanto, os biomarcadores que as indicam são 

ferramentas amplamente utilizadas para a avaliação do impacto de contaminantes químicos 

presentes no ambiente sobre a biota (RODRIGUES et al., 2014). 

Durante o metabolismo aeróbico envolvido no processo de respiração celular, são 

formadas espécies reativas de oxigênio (EROS) que desempenham papel fundamental na 

sinalização celular, mas que podem ser tóxicas se estiverem em excesso na célula, o que 

ocorre quando se esgota a capacidade de defesa antioxidante da célula. Nesta situação, pode 

dizer-se que se instalou um cenário de estresse oxidativo. Por isso, os organismos vivos 

possuem mecanismos celulares capazes de eliminar estes intermediários reativos das células, 

como a ação do sistema antioxidante, seja ele enzimático (composto por enzimas como a 

superóxido dismutase (SOD) responsável pela dismutação do ânion superóxido, que acarreta 
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na formação de H2O2; as enzimas que eliminam o H2O2 formado como a catalase (CAT) e a 

glutationa peroxidase (GPx)) ou não enzimático (composto pelo tripeptídeo glutationa 

reduzida (GSH) e também por vitaminas, como A, C e E; SIES, 1986; HALLIWELL e 

GUTTERIDGE, 1990; BERGAMINI et al., 2004; RAHAL et al, 2014).  

O processo de biotransformação de xenobióticos também pode aumentar a produção de 

tais intermediários reativos, fazendo com que haja um desequilíbrio da homeostase, podendo 

levar a danos oxidativos no DNA, proteínas e lipídeos celulares (FERREIRA e 

MATSUBARA, 1997; SCHEIBMEIR et al., 2005). No sentido de evitar que xenobióticos 

permaneçam no organismo e exerçam efeitos tóxicos, existem mecanismos de 

biotransformação que favorecem um aumento da sua hidrossolubilidade. Este processo de 

biotransformação ocorre por dois mecanismos, o de fase I que envolve reações mediadas por 

monooxigenases do citocromo P450 (CYP450) e o mecanismo de fase II, no qual estão 

envolvidas as enzimas de conjugação como as glutationas-S-transferases (GSTs), que 

conjugam o xenobiótico ou espécies reativas de oxigênio (EROS) com a GSH para que assim 

as EROS sejam neutralizadas e o xenobiótico se torne mais hidrossolúvel e, portanto, 

eliminado mais facilmente pelo organismo (BUHLER e WILLIAMS, 1988; SCHINONI, 

2006; CORREIA 2014). No entanto, este processo de biotransformação não é desprovido de 

efeitos adversos, pois o metabolismo oxidativo de fase I pode conduzir à produção exacerbada 

de EROS ou outro nucleófilo, mais reativo e tóxico, como no caso do metabolismo do 

paracetamol. 

Uma vez que os fármacos são biotransformados nos organismos, a seleção de 

biomarcadores para a avaliação dos efeitos destes compostos químicos se dá a partir do 

conhecimento sobre as vias potencialmente ativadas por eles no organismo aquático (tanto 

farmacológicas como toxicológicas), para que assim seja possível avaliar se ocorre desvio da 

homeostase. Dessa forma, no presente estudo, a seleção dos marcadores bioquímicos (CAT e 

GSTs) determinados após a exposição do peixe Phalloceros harpagos ao paracetamol e 

propranolol foi baseada em evidências indicativas da ocorrência de estresse oxidativo em 

organismos expostos a ambos os fármacos (DASH et al., 1990; OWEN et al., 2007; 

FRANZELLITI et al., 2011; RAMOS, et al., 2014; NUNES et al., 2015; OLIVEIRA et al., 

2015). Já o marcador bioquímico de neurotoxicidade foi selecionado a partir de estudos que 

indicam que a atividade das enzimas colinesterases podem ser alteradas após as exposições a 

esses fármacos em organismos aquáticos, como resultado de processos de estresse oxidativo 

dos quais resultam intermediários reativos e oxidantes que podem reagir com esta enzima e 

inibir a sua atividade (SOLÉ et al., 2009; NUNES et al., 2015; OLIVEIRA et al., 2015). 
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Assim, foram selecionadas como biomarcadores as atividades das enzimas catalase 

(CAT) envolvida na degradação de H2O2 (ŚCIBIOR e CZECZOT, 2006), das isoenzimas 

glutationa-S-transferases (GSTs), envolvidas na fase de conjugação durante a 

biotransformação de xenobióticos, além de participar no processo de desintoxicação de 

metabólitos tóxicos (endógenos e exógenos) e desenvolver um papel importante na defesa 

antioxidante (RAZA, 2012), bem como o marcador de neurotoxicidade, que é a atividade das 

enzimas colinesterases (ChEs), envolvidas diretamente (no caso da forma acetilcolinesterase) 

no processo de neurotransmissão (SMALL et al., 1996).  

Em adição aos biomarcadores bioquímicos, os biomarcadores celulares como as 

proteínas HSPs (proteínas de choque térmico, Heat Shock Proteins) também contribuem para 

a compreensão dos efeitos subletais dos estressores em peixes (DEMEKE e TASSEW, 2016). 

O estresse celular gerado pela exposição do organismo aos xenobióticos pode gerar efeitos 

citotóxicos iniciais como o acúmulo de proteínas com alterações na sua estrutura 

tridimensional que, por sua vez, ativa a transcrição gênica dos membros induzíveis da família 

HSP70 (NADEAU e LANDRY, 2007; CASTRO et al., 2014). Como as proteínas da família 

HSP70 desempenham a função primordial de chaperonas celulares (ASHBURNER, 1982; 

GARRIDO et al., 2001), o aumento na sua quantidade nos compartimentos celulares leva a 

um efeito citoprotetor através do reparo das proteínas alteradas (DEMEKE e TASSEW, 

2016).  

Como a biotransformação hepática dos fármacos paracetamol e propranolol é passível 

de causar estresse oxidativo em organismos aquáticos (DASH et al., 1990; OWEN et al., 

2007; FRANZELLITI et al., 2011; RAMOS, et al., 2014; NUNES et al., 2015; OLIVEIRA et 

al., 2015), o aumento de EROS pode desencadear efeitos proteotóxicos, através da reatividade 

dos mesmos com as proteínas celulares (NIFOROU et al., 2014). Por esse motivo se faz 

significativa a seleção da HSP70 como biomarcador de proteotoxicidade a nível celular 

(BIERKENS, 2000). O aumento do nível de HSP70 após exposição ao paracetamol é uma 

resposta frequente em vertebrados (SUMIOKA et al., 2004; KNOCKAERT et al., 2011; 

GUILOSKI et al., 2017). De forma similar, também foi relatado em animais aquáticos 

expostos ao propranolol (SUN et al., 2015) e outros fármacos β-bloqueadores (CONTARDO-

JARA et al., 2010). 

A resposta de organismos a um mesmo composto químico pode seguir padrões espécie-

específicos (OWEN et al., 2007; NUNES et al., 2014a). Existem muitos estudos que 

relacionam a exposição a múltiplos xenobióticos (incluindo aos fármacos acima descritos) e 

efeitos tóxicos a vários níveis em diversas espécies. No entanto, a maioria dos estudos que 
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compreendem a área da ecotoxicologia aquática com peixes como organismos-teste é 

realizada com organismos-teste padrão, autóctones de ambientes temperados, os quais podem 

não ser representativos para os demais ecossistemas, como o tropical, por exemplo. Com isso, 

a espécie P. harpagos (LUCINDA, 2008) foi selecionada como organismo-teste no presente 

estudo, por ser um representante dos peixes teleósteos autóctones da América do Sul, com 

ampla distribuição no Brasil (LUCINDA, 2008; TERRA et al., 2013; MENDONÇA et al., 

2014; YOSHIDA e UIEDA, 2014). Sendo assim, pretende-se neste trabalho avaliar os efeitos 

dos fármacos paracetamol e propranolol em um peixe neotropical, P. harpagos, partindo da 

análise de alterações em marcadores bioquímicos (CAT, GSTs, ChEs) e celulares (HSP70), a 

fim de caracterizar os potenciais efeitos toxicológicos que podem acometer a biodiversidade 

aquática tropical. 
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2 OBJETIVO  

 

Este estudo tem como objetivo principal a avaliação do uso do peixe Phalloceros 

harpagos, como representante de uma espécie nativa brasileira, em bioensaios 

ecotoxicológicos de exposição aguda (96 horas) e crônica (28 dias) aos fármacos propranolol 

e paracetamol, a partir da análise das respostas dos biomarcadores bioquímicos e celulares. 

Sendo assim, os objetivos específicos são: 

a. Determinar a atividade enzimática em diferentes órgãos do peixe. As enzimas 

inclusas nesta determinação são catalase (CAT) no fígado, glutationa-S-transferases (GSTs), 

nas brânquias e as colinesterases (ChEs), na cabeça total. 

b. Detectar e quantificar as proteínas da família HSP70 nos hepatócitos de P. 

harpagos. 
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3 FUNDAMENTAÇÃO TEÓRICA 

 

3.1 ECOTOXICOLOGIA 

 

O conceito de ecotoxicologia foi primeiramente descrito em 1969 na reunião do 

Committee of the International Council of Scientific Unions (ICSU - Comitê do Conselho 

Internacional de Uniões Científicas) e se define como a ciência que estuda os efeitos tóxicos 

causados por poluentes naturais ou sintéticos em animais e vegetais, os quais compõem o 

ecossistema (TRUHAUT, 1977).  

Estes organismos que fornecem informações relativas aos efeitos induzidos pelas 

alterações sofridas no ambiente são denominados bioindicadores (NIKINMAA, 2014). O 

termo bioindicador foi definido por van Gestel e van Brummelen (1996), sendo que as 

informações fornecidas pelo organismo perante determinadas condições ambientais são de 

diferentes escalas, podendo ser sua presença ou ausência, e até mesmo padrões específicos em 

seu comportamento que possam indicar a exposição aos contaminantes ambientais. Além 

disso, um organismo bioindicador deve possuir sensibilidade ou tolerância a diversos 

parâmetros de alterações ambientais, dentre eles a poluição (WASHINGTON, 1984).  

Os estudos ecotoxicológicos podem ser também realizados em condições laboratoriais 

bem definidas, nas quais todas as variáveis devem ser controladas, inclusive a 

concentração/dose do xenobiótico para a qual é pretendido avaliar seus efeitos sobre os 

parâmetros toxicológicos selecionados, existindo sempre um grupo controle não exposto ao 

composto químico (MAGALHÃES e FERRÃO FILHO, 2008). Neste caso, quando se recorre 

a experimentos laboratoriais, são utilizados organismos-teste, os quais são expostos aos 

diferentes agentes contaminantes sob condições abióticas controladas, a fim de analisar a 

resposta dos mesmos à exposição (EDWARDS, 2004). Os organismos-teste podem ser algas, 

peixes, microcrustáceos, microrganismos, entre outros organismos aquáticos (COSTA et al., 

2008).  

As respostas dos organismos submetidos à exposição a um contaminante ambiental, 

podem ser avaliadas através de biomarcadores que se definem como ferramentas sensíveis, 

quantificáveis, capazes de mensurar tais respostas dos organismos, sendo específicas e fáceis 

de quantificar podendo ser avaliados através de métodos invasivos ou não-invasivos 

(TIMBRELL, 1998), em nível do indivíduo ou a nível subindividual. 
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No sentido de avaliar respostas biológicas após exposição aos mais variados agentes 

químicos, é necessário selecionar organismos-teste, que são espécies que evidenciem 

qualidades que os tornam adequados a serem utilizados em estudos ecotoxicológicos. Dessa 

forma, as espécies utilizadas como organismo-teste devem apresentar algumas características 

importantes como a sensibilidade constante e elevada aos contaminantes ambientais, grande 

disponibilidade e abundância no habitat, uniformidade e estabilidade genética nas populações, 

representatividade de seu nível trófico, significado ambiental em relação à área de estudo, 

ampla distribuição, facilidade de manutenção e de adaptação às condições de laboratório 

(COSTA et al., 2008). Entretanto, dentre as espécies recomendadas em normas padronizadas, 

como OECD, por exemplo, nenhuma é de ambiente tropical (com exceção de uma norma 

padronizada para microcrustáceo de ambiente neotropical, a Ceriodaphnia silvestrii; ABNT, 

2003 e 2004). 

 

3.2 FÁRMACOS NO AMBIENTE 

 

Os fármacos no ambiente aquático são alvo de estudos desde o início dos anos 70, pois 

só a partir do desenvolvimento de técnicas e equipamentos analíticos mais sensíveis foi 

possível detectar esses compostos em quantidades vestigiais no ecossistema aquático, 

incluindo na água para consumo humano (FAWELL e ONG, 2012; DAUGHTON, 2016). As 

classes de fármacos encontrados no ambiente de todo o mundo são diversas, uma vez que na 

sociedade moderna faz-se uso desses compostos tanto para a medicina humana ou veterinária, 

como também em práticas como aquicultura, criação de gado e criação de aves (EBELE et al., 

2017). A Figura 1 evidencia as rotas pelas quais esses compostos podem chegar ao ambiente, 

dependendo de sua origem de utilização.  
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Figura 1 – Fontes dos contaminantes emergentes em águas superficiais e águas de consumo humano. ETE – 

Estação de Tratamento de Esgoto 

 

Fonte:  Bila e Dezotti (2003). 

 

Como mencionado anteriormente, os fármacos estão presentes no meio aquático em 

variadas quantidades e são provenientes de diversas fontes. As tabelas 1 e 2 evidenciam a 

presença dos fármacos paracetamol e propranolol, respectivamente, em efluentes do sistema 

de tratamento de esgoto, rios, águas de abastecimento, entre outros ambientes aquáticos, em 

diversos países. 
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Tabela 1 - Concentração do fármaco paracetamol em ambientes aquáticos. 

Fármaco Concentração Local Referência 

Paracetamol 6 µg L-1 Efluentes ETE, Europa TERNES, 1998 

Paracetamol 10 µg L-1 USA rios KOLPIN et al, 2002 

Paracetamol 2,102 µg L-1 Efluente ETE, Croácia  GROS et al, 2006 

Paracetamol 0,042 µg L-1 Rio Ebro, Espanha GROS et al, 2006 

Paracetamol 0,0083 – 0,211 µg L-1 Água de Abastecimento, 

Sul da França 

RABIET et al, 2006 

Paracetamol 0,108 – 11,300 µg L-1 Água Residual, Sul da 

França 

RABIET et al, 2006 

Paracetamol  5,529 – 6,957 µg L-1 Howdon WTW, 

Inglaterra 

ROBERT; THOMAS, 2006 

Paracetamol 0,220 µg L-1 Efluente ETE, Espanha GOMEZ et al, 2007 

Paracetamol 0,840 µg L-1 Ribeirão Anhumas, 

Campinas, Brasil 

SODRÉ et al, 2007 

Paracetamol 0,260 µg L-1 Efluente ETE New 

Mexico, USA 

BATT et al, 2008 

Paracetamol 1,826 µg L-1 Efluente ETE Cylfynidd, 

País de Gales 

KASPRZYK-HORDERN et 

al, 2008 

Paracetamol 0,062 – 0,388 µg L-1 Rio Taff, Reino Unido KASPRZYK-HORDERN et 

al, 2008 

Paracetamol 0,078 µg L-1 Rio Danúbio, Sérvia GRUJÍC et al, 2009 

Paracetamol 0,610 µg L-1 Rio Sava, Sérvia GRUJÍC et al, 2009 

Paracetamol 0,085 – 15,700 µg L-1 Rios Sindian, Dahan and 

Gaoping, Taiwan 

LIN; TSAI, 2009 

Paracetamol 186,500 µg L-1 Efluente hospitalar, 

Taiwan 

LIN; TSAI, 2009 

Paracetamol 0,013 – 0,280 µg L-1 Rio Atibaia, São Paulo, 

Brasil 

MONTAGNER et al, 2011 

Paracetamol 130 – 2403 µg L-1 Córrego da Onça, Mato 

Grosso do Sul, Brasil 

AMÉRICO et al, 2012a 

Paracetamol 130 µg L-1 ETE Três Lagoas, Mato 

Grosso do Sul, Brasil 

AMÉRICO et al, 2012b 

Paracetamol 1,460 – 1,780 µg L-1 Afluente, Espanha IBAÑEZ et al., 2013  

Paracetamol 30,421 µg L-1 Rio Monjolinho, São 

Carlos, Brasil 

CAMPANHA et al., 2014 

Paracetamol 2,566 µg L-1 Água de superfície e 

Água subterrânea, Sango 

Ota, Nigéria 

OLAITAN et al, 2014 

Paracetamol 17 µg L-1 Estuário Porto de 

Darwin, Austrália 

FRENCH et al., 2015  

Fonte: Elaboração própria 

 

 



23 

 

 

 

Tabela 2 - Concentração do fármaco Propranolol em ambientes aquáticos. 

Fármaco Concentração Local Referência 

Propranolol 0,170 µg L-1 Efluente ETE, Alemanha TERNES, 1998 

Propranolol 0,120 µg L-1 Água de superfície, 

Alemanha 

TERNES, 1998 

Propranolol 0,01 – 0,04 µg L-1 Efluente ETE, França ANDREOZZI et al, 2003 

Propranolol 0,01 µg L-1 Efluente ETE, Grécia ANDREOZZI et al, 2003 

Propranolol 0,01 – 0,09 µg L-1 Efluente ETE, Itália ANDREOZZI et al, 2003 

Propranolol 0,01 µg L-1 Efluente ETE, Suécia ANDREOZZI et al, 2003 

Propranolol 0,026 – 1,900 µg 

L-1 

Água de superfície/efluente 

de água residual municipal 

na América do Norte 

HUGGETT et al., 2003 

Propranolol 0,093 µg L-1 Efluente, Reino Unido ASHTON et al, 2004 

Propranolol 0,03 µg L-1 Efluente, Suécia BENDZ et al, 2005 

Propranolol 0,05 µg L-1 Esgoto bruto, Suécia BENDZ et al., 2005 

Propranolol 0,29 µg L-1 Efluente ETE, Croácia  GROS et al, 2006 

Propranolol 0,049 – 0,061 µg 

L-1 

Estuário de Tyne, Reino 

Unido 

ROBERT; THOMAS, 2006 

Propranolol 0,06 – 0,119 µg L-

1 

Howdon WTW, Inglaterra ROBERT; THOMAS, 2006 

Propranolol 0,388 µg L-1 Efluente ETE Cylfynidd, 

País de Gales 

KASPRZYK-HORDERN et 

al, 2008 

Propranolol 0,032 – 0,077 µg 

L-1 

Efluente ETE New Mexico, 

USA 

BATT et al, 2008 

Propranolol 0,023 µg L-1 Água de superfície, North 

Shore Channel, Chicago 

BATT et al, 2008 

Propranolol 0,089 µg L-1 Efluente, França COETSIER et al., 2009 

Propranolol 0,022 – 0,04 µg L-

1 

Rio Mankyung, Coreia do 

Sul 

KIM et al, 2009 

Propranolol 0,225 µg L-1 Efluente hospitalar, Taiwan LIN; TSAI, 2009 

Propranolol 0,017 µg L-1 Rios Sindian e Dahan, 

Taiwan 

LIN; TSAI, 2009 

Propranolol 0,016 – 0,135 µg 

L-1 

3 ETEs, Inglaterra ZHOU et al, 2009 

Propranolol 0,015 µg L-1 Rio Monjolinho, São 

Carlos, Brasil 

CAMPANHA et al., 2014 

Propranolol 0,026 µg L-1 Iguarapé do 40, Manaus, 

Brasil 

THOMAS et al, 2014 

Fonte: Elaboração própria 
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3.2.1 Paracetamol 

 

Como supracitado, o paracetamol é um fármaco amplamente utilizado na medicina 

humana para o tratamento de dores moderadas e febre. Devido a sua eficiência analgésica, 

esse composto pode ser utilizado em associação com cafeína e aspirina para o tratamento de 

dores de cabeça e enxaqueca, por exemplo, o que acarreta no aumento de consumo do 

paracetamol (SHANKAR e MEHENDALE, 2014). 

Estudos indicam que, em doses terapêuticas, o paracetamol é considerado seguro. No 

entanto, em sobredosagem esse fármaco pode causar efeitos hepatotóxicos (XU et al., 2008). 

O paracetamol é metabolizado no fígado, através de duas possíveis vias. Uma compreende 

cerca de 90% do metabolismo desta substância e acarreta formação de metabólitos 

conjugados não-tóxicos, que são rapidamente excretados por via renal (nomeadamente, 

conjugado com ácido glucurônico e sulfato; XU et al., 2008). A outra via é a de bioativação 

do paracetamol, onde enzimas do sistema citocromo p450 realizam sua metabolização por via 

oxidativa, em um processo que gera o metabólito tóxico N-acetil-p-benzoquinoemine – 

NAPQI (XU et al., 2008). Este metabólito é, por vezes, eliminado por conjugação com GSH; 

em sobredosagem, no entanto, os estoques intracelulares dos cofatores ácido glucurônico, 

sulfato e GSH se encontram exauridos e há o acúmulo de NAPQI, causando efeitos 

hepatotóxicos através da modificação de proteínas celulares, danos ao DNA e RNA, bem 

como peroxidação lipídica (XU et al., 2008; KAVITHA et al., 2011; KLOPČIČ et al., 2015). 

Na figura 2, é possível observar um esquema do processo metabólico do paracetamol no 

organismo humano. 
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Figura 2 - Representação esquemática do metabolismo do paracetamol em humanos. 

 

Fonte: Adaptado de Bertolini et al. (2006) 

 

O metabolismo do paracetamol pode também causar efeitos adversos em organismos 

aquáticos. Estudos ecotoxicológicos indicam que pode haver alterações a nível bioquímico em 

plantas, microcrustáceos, moluscos e, também, em peixes, nomeadamente através da 

ocorrência de estresse oxidativo, indicado pela alteração de enzimas como as glutationa 

peroxidase (GPx), GSTs e glutationa redutase (GRed), por exemplo (BRANDÃO et al., 2011; 

NUNES et al., 2014a; NUNES et al., 2015; OLIVEIRA et al., 2015). 

 

3.2.2 Propranolol 

 

O propranolol é um bloqueador dos receptores β-adrenérgicos não seletivo, muito 

utilizado no tratamento de cardiopatias, hipertensão, arritmia e, também, no tratamento de 

angina (SHAND, 1975). Atualmente, este medicamento vem sendo utilizado em casos de 

ansiedade, o que aumenta ainda mais o seu consumo, entretanto para este uso ainda carece de 

estudos mais aprofundados (STEENEN et al., 2015). 
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Estudos com organismos aquáticos demonstraram a capacidade do propranolol em 

exercer diversos efeitos sobre eles (revisado por Owen et al., 2007), como a interferência na 

quimiorrecepção e resposta dos eritrócitos à acidose em peixes, bem como efeitos sobre os β-

receptores do cérebro, uma vez que este fármaco tem a capacidade de atravessar a barreira 

hematoencefálica em peixes e mamíferos. 

Em mexilhões (Mytilus galloprovincialis), a exposição ao propranolol levou ao 

estresse oxidativo, evidenciado por uma redução concentração-dependente na estabilidade da 

membrana dos lisossomos dos hemócitos (FRANZELLITI et al., 2011). Dash et al. (1990) 

também demonstraram que o propranolol seria capaz de causar a diminuição da atividade da 

acetilcolinesterase dos tecidos cerebrais e cardíacos de ratos submetidos à exposição crônica. 

Levando isso em consideração, avaliar os marcadores bioquímicos de estresse oxidativo e 

neurotoxicidade pode auxiliar na observação dos efeitos da exposição ao propranolol em P. 

harpagos. Na figura 3 está representado um esquema do metabolismo do propranolol no 

fígado de uma espécie de peixe, a carpa cruciana (Carassius auratus). 
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Figura 3 - Representação esquemática do metabolismo do propranolol no peixe Carassius auratus. 

 

Fonte:  Adaptado de Ding et al. (2015). 

 

3.3 O ORGANISMO-TESTE 

 

A espécie utilizada como organismo-teste foi o peixe Phalloceros harpagos (Figura 

4), por ser um representante de fauna da região neotropical, sendo classificado como 

consumidor secundário. P. harpagos pertence ao gênero Phalloceros, que conforme descrição 

de Machado et al. (2001), é caracterizado por pequeno tamanho corporal, ovovivíparo com 

dimorfismo sexual e fêmeas maiores e mais abundantes (Figura 5). Essa espécie é onívora, 
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demonstrando hábitos canibais, no entanto se alimenta preferencialmente de insetos aquáticos 

e terrestres, vegetais, algas e sedimento (SOUZA et al., 2009). Encontra-se amplamente 

distribuído na América do Sul, entre o Brasil e o Paraguai (LUCINDA, 2008). Outras 

características também favorecem a escolha de P. harpagos como organismo-teste, como sua 

fácil captura e manuseio. Essa espécie também é abundante e adaptável a condições 

laboratoriais, incluindo o processo de exposição e a sua manutenção nos aquários.  

 

Figura 4 – Peixe Phalloceros harpagos no ambiente aquático. 

 

Fonte: Modificado de Menezes et al. 2007. 

 

Figura 5 – P. harpagos evidenciando a diferença entre machos (A), pela presença de gonopódio, e fêmeas (B), 

pela ausência de gonopódio. 

 

Fonte: Modificado de Lucinda, 2008. 
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3.4 BIOMARCADORES 

 

Os biomarcadores enzimáticos e celulares se enquadram no conceito anteriormente 

descrito de Timbrell (1998), por serem uma resposta biológica a nível bioquímico e celular 

quando o organismo é exposto a determinado contaminante. Além disso, eles se apresentam 

como sinais preditivos (Figura 6), uma vez que são as primeiras respostas do organismo 

quando em contato com o xenobiótico (VAN GESTEL e VAN BRUMMELEN, 1996; 

TIMBRELL, 1998). 

 

Figura 6 - Responsividade aos poluentes na hierarquização biológica. Os círculos vermelhos representam as 

escalas dos biomarcadores estudados neste trabalho. 

 

 

Fonte: Modificado de Magalhães e Ferrão Filho (2008).  

 

Há três tipos de biomarcadores: os de exposição, que indicam a dose interna ou a 

biodisponibilidade do xenobiótico ou de seus metabólitos no organismo; os biomarcadores de 

efeito que indicam uma resposta adaptativa do organismo (moleculares, bioquímicas, 

citológocas, fisiológicas, etc); e os biomarcadores de susceptibilidade, que representam a 

capacidade do organismo-teste responder a exposição a um xenobiótico específico (VAN 

DER OOST et al., 2003). As alterações mensuradas no organismo através dos biomarcadores 
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de efeito podem auxiliar na compreensão do dano causado pelos xenobióticos no ambiente, 

uma vez que cada biomarcador pode indicar uma resposta fisiológica do indivíduo de uma 

população a uma determinada condição ambiental, sendo possível analisar o impacto dos 

contaminantes antes que o dano atinja o ecossistema como um todo (AMORIM, 2003). A 

seguir serão elucidados os biomarcadores utilizados para o presente estudo. 

 

3.4.1 O Uso das Atividades Enzimáticas das Defesas Antioxidantes como Biomarcadores 

de Estresse Oxidativo 

 

Os xenobióticos que chegam aos sistemas aquáticos, muitas vezes por ações 

antrópicas, podem causar efeitos detectáveis a níveis bioquímicos nos organismos 

pertencentes a este ecossistema. O estresse oxidativo pode ser um desses efeitos e se 

caracteriza pelo desequilíbrio dos sistemas prooxidativo e antioxidativo, no qual os efeitos 

prooxidativos predominam (SIES, 1986). O estresse oxidativo é gerado pelo excedente de 

espécies reativas de oxigênio (EROS) nas células, as quais são intermediários químicos de 

existência muito fugaz, com elétrons desemparelhados em sua camada mais externa, os quais 

reagem facilmente com outras moléculas a fim de alcançar a estabilidade (HALLIWELL e 

GUTTERIDGE, 1990). As EROS são normalmente produzidas nas células em decorrência do 

metabolismo celular aeróbio desempenhado pela mitocôndria, a partir da cadeia 

transportadora de elétrons (BERGAMINI et al., 2004). As principais moléculas, como 

esquematizado na figura 7, são ânion superóxido (O2
•) e peróxido de hidrogênio (H2O2), que 

apesar de não ser radicalar, participa da reação de formação do radical hidroxila, sendo que o 

radical hidroxila (OH•) é mais deletério e reativo às proteínas e DNA, sendo capaz de oxidar 

grupos sulfidrilas e pontes dissulfeto (FERREIRA e MATSUBARA, 1997; SCHIEBER e 

CHANDEL, 2014). 

Entretanto, as espécies reativas não são somente as de oxigênio, também estando 

presentes no organismo espécies reativas de nitrogênio, que compreendem o óxido nítrico 

(NO•) e o dióxido de nitrogênio (NO2
•), as quais são importantes na sinalização celular, 

proliferação de células do músculo liso e adesão de leucócitos (IGNARRO et al., 1999; 

FANG et al., 2002). 
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Figura 7 - Processo de formação das espécies reativas de oxigênio (EROS - através da cadeia transportadora de 

elétrons na mitocôndria). Nesta figura está representada a formação das três principais EROS e os seus 

respectivos eliminadores. 

 

Fonte: Adaptado de Scheibmeir et al. (2005). 

 

Entretanto, as EROS desempenham um papel fundamental nas células, pois podem 

participar na sinalização intracelular, ou na ativação de células do sistema imunológico, como 

os macrófagos, que utilizam peróxido de hidrogênio no combate às bactérias e agentes 

estranhos ao organismo (RAHAL et al., 2014).  

As EROS podem ser produzidas também através do processo de biotransformação de 

fase I que ocorre no organismo (SCHEIBMEIR et al., 2005). A biotransformação pode 

ocorrer em duas fases. A fase I consiste nas reações de oxidação, redução e hidrólise, que 

levam a uma modificação estrutural do composto a ser metabolizado, com introdução ou 

exposição de um grupo funcional, mais reativo. Estas reações são realizadas principalmente 

por enzimas do citocromo P450, localizadas no retículo endoplasmático das células 

(BUHLER e WILLIAMS, 1988) e normalmente acarretam um ligeiro aumento da 

hidrossolubilidade da molécula, que pode, contudo, não ser suficiente para a sua excreção por 

via renal ou fecal. Já na fase II, ocorre a conjugação do composto com substâncias endógenas, 

que se ligam aos grupos funcionais introduzidos e/ou expostos aquando das reações de fase I, 

e visa torná-lo mais hidrossolúvel (OMIECINSKI et al., 2011). Os processos das fases I e II 

são independentes, ou seja, o composto pode sofrer apenas reações de fase I, ou somente de 

fase II, ou as duas (CORREIA, 2014). Geralmente as reações da fase I introduzem um grupo 
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relativamente reativo, como o grupo hidroxila, na molécula, e este grupo funcional servirá, 

então, como ponto de ataque para o sistema de conjugação (fase II), que fixa a ele um 

substituto maior, como um grupo glicuronil, sulfato, acetil ou conjugação com a GSH 

(SCHINONI, 2006; CORREIA, 2014). 

Alterações a nível de estresse oxidativo em peixes podem ocorrer tanto nas brânquias 

quanto no fígado, uma vez que ambos os tecidos podem exercer metabolismo de xenobióticos, 

nomeadamente de fase I (pelas enzimas do citocromo P450; CHAMBERS e YARBROUGH, 

1976). Além disso, peixes da espécie Oncorhynchus mykiss após a exposição ao paracetamol 

em ensaios agudos e crônicos em concentrações comparáveis às concentrações adotadas no 

presente trabalho, Ramos et al. (2014) observaram em ambos os órgãos alterações a nível do 

processo de destoxificação de fase II, com envolvimento das isoenzimas GSTs. Outro estudo 

(Bartram et al, 2010) demonstrou o metabolismo do propranolol em fígado e brânquias pelas 

isoenzimas do citocromo P450, sendo o experimento realizado in vivo e in vitro na espécie de 

peixe O. mykiss, demonstrando que ambos os órgãos possuem enzimas processo de 

biotransformação de fase I. 

Os danos celulares que podem ser causados pelo estresse oxidativo, incluem as 

reações com as moléculas adjacentes, como lipídios, carboidratos, proteínas, DNA, entre 

outros (SCHEIBMEIR et al., 2005), que podem levar a consequências fisiológicas sérias, 

como envelhecimento, inativação enzimática e câncer (FERREIRA e MATSUBARA, 1997). 

A peroxidação lipídica é um dos danos mais graves à célula, pois compreende uma série de 

reações das EROS com os lipídeos poli-insaturados (VALAVANIDIS et al., 2006). A 

primeira reação é a da remoção de hidrogênio (H) do ácido graxo, por parte das EROS, o que 

faz com que a cadeia de carbono (C) fique instável. A seguir ocorre a reação com o oxigênio 

(O) e assim é formado o radical peroxil que irá reagir com outros lipídeos e será chamado de 

lipídio hidroperóxido. Essas moléculas ainda são instáveis e na presença de metal é formado o 

malondialdeído (MDA) (HALLIWELL e GUTTERIDGE, 1999). 

Segundo Halliwell e Gutteridge (1999), as células podem adaptar-se ao estresse celular 

promovendo o aumento das defesas antioxidantes ou então podem sofrer danos celulares. As 

defesas antioxidantes dos organismos envolvem diversas moléculas tais como enzimas, que 

serão elucidadas mais adiante, como também as vitaminas A, C e E que podem atuar como 

antioxidantes não-enzimáticos, uma vez que essas vitaminas podem doar um elétron para as 

EROS, tornando-o assim não reativo (BERGAMINI et al., 2004).  

A glutationa na sua forma reduzida (GSH) também desempenha um papel importante 

no sistema antioxidante; é principalmente obtida através da alimentação, e mesmo sem a ação 
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de enzimas ela é eficaz na eliminação de espécies reativas, pois pode reagir diretamente com 

elas; a GSH ao se ligar com o oxigênio, se torna oxidada (GS) e rapidamente se liga com 

outra GS formando GSSG que pode ser reduzida novamente pela ação da enzima glutationa-

redutase (Gred) (FANG et al., 2002) e a coenzima nicotinamida adenina dinucleotídeo fosfato 

reduzida (NADPH). 

As defesas antioxidantes enzimáticas (Figura 8) são muito importantes para as células.  

A remoção dos O2
•- formados a partir do metabolismo mitocondrial (HALLIWEL, 2011) é 

efetuada pela enzima superóxido dismutase (SOD), a qual catalisa a formação de H2O2 pela 

dismutação do radical superóxido (PISOSCHI e POP, 2015). O H2O2 resultante da reação da 

SOD pode ser decomposto pela atuação das enzimas catalase (CAT) e glutationa peroxidase 

(GPx), inibindo a formação do radical hidroxilo (OH•), através das reações de Fenton e 

Haber-Weiss que ocorrem na presença de ferro e cobre (Figura 8). O radical hidroxil é 

especialmente nocivo para a célula, pois para ele não há nenhum sistema enzimático de defesa 

(BARBOSA et al., 2010).  

 

Figura 8 - Sistema antioxidante enzimático. SOD – Superóxido dismutase. CAT – Catalase. GPx – Glutationa 

peroxidase. Gred – Glutationa redutase. 

 

Fonte: Barbosa et al. (2010). 

 

As isoenzimas glutationa-S-transferases, também possuem papel na desintoxicação de 

xenobióticos ou seus metabólitos, pois catalisam a sua conjugação com a glutationa reduzida 



34 

 

(GSH) para que assim o xenobiótico se torne solúvel e facilmente excretado (HABIG et al., 

1974; LYTTLE et al., 1994; HUBER et al., 2008).  

A ação das GSTs está igualmente relacionada com o combate ao estresse oxidativo. 

Um dos efeitos das EROS na célula é a peroxidação dos lipídeos das membranas, essa reação 

pode gerar eletrófilos e epoxialdeídos, compostos potencialmente genotóxicos. Neste sentido, 

enquadra-se o papel das GSTs no combate ao estresse oxidativo, pois será formado um 

complexo de conjugação com a glutationa que controlará tais compostos genotóxicos, 

prevenindo, assim, o dano ao DNA (HAYES et al., 2005). 

Os marcadores bioquímicos enzimáticos que participam do sistema antioxidante da 

célula e desempenham papel fundamental na degradação desses intermediários reativos, 

podem ser considerados marcadores da ocorrência do estresse oxidativo nas células 

(HALLIWELL, 2011). As atividades destas enzimas específicas envolvidas na defesa 

antioxidante são utilizadas como sinalizadores do estabelecimento de alterações deletérias 

causadas pela exposição a agentes tóxicos, que causam aumentos ou diminuições 

significativas nas suas atividades. Isto permite que sejam consideradas biomarcadores, pois 

quando há o aumento de EROS nas células, as defesas antioxidantes enzimáticas podem 

aumentar a sua atividade na célula como resposta, a fim de eliminar ou neutralizar esses 

compostos (VALAVANIDIS et al., 2006). 

Sendo assim, a escolha destes marcadores bioquímicos no P. harpagos se justifica 

pelo fato de que há estudos que associam o paracetamol e o propranolol às respostas ao 

estresse oxidativo como, por exemplo, o aumento da atividade enzimática da CAT, GSTs, 

GPx, Gred e também pelo processo de peroxidação lipídica em Oncorhynchus mykiss 

expostos ao paracetamol, tanto em ensaios agudos quanto em crônicos, descritos por Ramos 

et al. (2014). Outros estudos com organismos aquáticos também apontam para o mesmo efeito 

após exposições ao paracetamol, demonstrando que os mecanismos pelos quais este composto 

exerce atividade tóxica correspondem a vias evolutivamente conservadas (Daphnia magna, 

OLIVEIRA et al., 2015; plantas aquáticas, Lemna sp; NUNES et al., 2014b). Para o 

propranolol, o estresse oxidativo foi observado por meio da alteração da atividade enzimática 

da CAT e GSTs no molusco Mytilus galloprovinciallis, além da redução da estabilidade da 

membrana dos lisossomos dos seus hemócitos, após a exposição de 7 dias a este fármaco, 

como descrito por Franzelliti et al. (2011).  
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3.4.2 O Uso da Atividade Enzimática das Colinesterases como Biomarcador de 

Neurotoxicidade 

 

As colinesterases são enzimas da família das esterases, que realizam a hidrólise de 

ésteres carboxílicos e estão localizadas majoritariamente na membrana das células pós-

sinápticas das terminações nervosas (RANG et al., 2012), onde realizam a hidrólise da 

acetilcolina. A acetilcolina é um neurotransmissor que atua tanto no sistema nervoso central, 

quanto no sistema nervoso periférico (AMENTA e TAYEBATI, 2008). Os receptores para 

este tipo de neurotransmissor são os muscarínicos e os nicotínicos (BROWN, 2006). A fonte 

de colina para a síntese de acetilcolina, provém de moléculas precursoras transportadas 

através da corrente sanguínea e também da recaptação de colina da fenda sináptica pelo 

neurônio pré-sináptico. A enzima colina-O-acetil-transferase (ChAT), presente no neurônio 

pré-sináptico, catalisa a reação de síntese da acetilcolina tendo como precursores de colina 

moléculas como glicerofosforilcolina, fosforilcolina e fosfatidilcolina, além do doador de 

acetil, a acetil-coenzima A (AMENTA e TAYEBATI, 2008; VENTURA et al., 2010). Após 

sua síntese, a acetilcolina é armazenada em vesículas localizadas nas células pré-sinápticas 

(PRADO et al., 2002). Quando ocorre o envio de um potencial de ação, na sinapse, a 

membrana da vesícula contendo acetilcolina se funde com a membrana plasmática da célula 

pré-sináptica e ocorre liberação de acetilcolina na fenda sináptica. A acetilcolina liberada se 

liga a seu receptor no neurônio pós-sináptico, o que provoca a despolarização na membrana 

desta célula pós-sináptica com a entrada de Na+ e saída de K+, o que inicia um novo potencial 

de ação. Após ser liberada na sinapse, a acetilcolina permanece o tempo suficiente para ativar 

os receptores das células pós-sináptica, e é posteriormente e rapidamente hidrolisada pela 

enzima acetilcolinesterase, em colina e acetato. Após a hidrólise da acetilcolina, a colina 

retorna para o interior da célula pré-sináptica, através dos transportadores de colina (CHT), 

onde o neurotransmissor acetilcolina é novamente sintetizado, pela ação da enzima (ChAT), 

tal como demonstrado na figura 9 (AMENTA e TAYEBATI, 2008; VENTURA et al., 2010).  

Quando ocorre o bloqueio da enzima acetilcolinesterase o neurotransmissor 

acetilcolina se acumula na fenda sináptica, podendo acarretar até mesmo na morte do 

organismo, uma vez que há uma hiperexcitação do neurônio pós-sináptico do sistema nervoso 

parassimpático ou autônomo (NUNES et al., 2005; RANG et al., 2012). Em vertebrados a 

inibição da colinesterase pode causar convulsões, inconsciência, secreção glandular excessiva 

e falência respiratória, podendo levar à morte, enquanto que em invertebrados há uma 

hiperexcitação e morte por exaustão (ČOLOVIĆ et al, 2013; CASIDA e DURKIN, 2013). 
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Em peixes, estudos demonstraram a presença da forma acetilcolinesterase (AChE) 

entre as colinesterases, localizada principalmente na membrana da célula pós-sináptica, e está 

envolvida no controle da neurotransmissão através da hidrólise da acetilcolina, substrato pelo 

qual possui maior afinidade, mas atua também no processo de diferenciação neuronal; e 

butirilcolinesterase (BChE), que está localizada principalmente no plasma, com função ainda 

pouco elucidada, mas está envolvida na proliferação celular (MONTEIRO et al., 2005; 

LETICIA e GERARDO, 2008; NUNES, 2011).  

A atividade da enzima AChE tem sido tradicionalmente associada a estudos 

ambientais, de modo a diagnosticar a exposição de organismos não-alvo a agentes específicos 

anti-colinesterásicos. As AChE podem ser diretamente inibidas a partir da contaminação por 

pesticidas anticolinesterásicos (organofosforados, como por exemplo, o dimetoato; 

carbamatos, como por exemplo, o carbaril) e fármacos (rivastigmina, donepezila, 

neostigmina) (Figura 9) ou ainda serem indiretamente inibidas por danos causados pelo 

estresse oxidativo (NUNES, 2011; ČOLOVIĆ et al, 2013). Estes são os fatores que viabilizam 

o seu uso como biomarcador de neurotoxicidade em ecotoxicologia.  
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Figura 9 - Esquema representativo da inibição da enzima acetilcolinesterase. AChE: Acetilcolinesterase; ACh: 

Acetilcolina; CAT: enzima que catalisa a síntese de acetilcolina; Sinal “–“: Inibidor da acetilcolinesterase; Setas 

pontilhadas: caminho da ACh, da colina, do Na+ ou do K+; Setas completas: reações catalisada por enzima. 

 

Fonte: Modificado de Rang et al. (2012).  

3.4.3 Biomarcadores Celulares de Resposta ao Estresse 

 

O estresse celular causado pela exposição de organismos ou cultura de células a 

condições adversas de temperatura ou agentes tóxicos pode ter como resposta a expressão de 

genes que codificam proteínas específicas, conhecidas como proteínas de choque térmico 

(“Heat Shock Proteins”, HSPs), assim denominadas por terem sido primeiramente descritas 

em Drosophila expostas a altas temperaturas, por Ritossa (1962). Posteriormente, na revisão 

de Lindquist e Craig (1988), o aumento das HSPs em resposta a exposição a altas 
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temperaturas foi também descrito tanto em bactérias e cultura de células eucariontes quanto 

em organismos, como fungos e ratos. Adicionalmente, os estudos evidenciaram que as HSPs 

são proteínas evolutivamente conservadas e, nos eucariontes, estão distribuídas nos 

compartimentos intracelulares (citoplasma, núcleo, retículo endoplasmático, mitocôndria, 

lisossomo e endossomo). As HSPs também podem estar presentes na membrana plasmática 

(interações das pequenas HSPs aos domínios lipídicos de membrana) ou serem exocitadas 

(exossomos) e secretadas (grânulos secretores), especificamente as HSP60 e HSP70, atuando 

como importantes mediadores da sinalização intercelular no meio extracelular, incluindo 

imunomodulação (HORVATH et al., 2008). 

O aumento da expressão dos genes destas proteínas nos organismos não ocorre 

somente após exposição a mudanças de temperatura, sendo que os fatores que o induzem são 

diversos (POMERAI, 1996; KROON et al., 2017). Nos peixes, por exemplo, esses fatores 

incluem estresses abióticos, como exposição a contaminantes ambientais (metais, pesticidas, 

efluentes industriais), assim como descritos para outros organismos, e estressores bióticos, 

como os vírus, bactérias, entre outros patógenos (DEMEKE e TASSEW, 2016). 

Devido a sua variedade e a diversas especificidades, as famílias de proteínas HSPs 

recebem nomenclatura de acordo com o seu peso molecular, tais como HSP110, HSP90, 

HSP70, HSP60 e pequenas HSPs (LINDQUIST e CRAIG, 1988; GARRIDO et al, 2001; JEE, 

2016). 

A família HSP70 é a mais estudada, pois participa de vários processos celulares 

envolvidos com o enovelamento de proteínas, tanto das recém-sintetizadas como o 

redobramento de proteínas com sua conformação tridimensional inadequada ou prevenção de 

sua agregação, bem como a translocação de proteínas para organelas (mitocôndria, por 

exemplo) e de proteínas para secreção, além de atuar no controle de qualidade estrutural das 

proteínas das vias de transdução de sinal envolvidas na regulação do ciclo celular, 

diferenciação e morte celular programada (GARRIDO et al., 2001; MAYER e BUKAU, 

2005; EKAMBARAM e JAYACHANDRAN, 2015). Todas estas atividades desempenhadas 

pelas proteínas da família HSP70 são decorrentes da capacidade destas chaperonas em 

interagir com proteínas oxidadas pelo estresse oxidativo (OTT et al., 2007). 

O estresse oxidativo, como anteriormente mencionado no tópico 3.4.1, pode gerar 

efeitos proteotóxicos nas células. Isso ocorre quando as EROS estão excedentes na célula, e as 

defesas antioxidantes já não são mais capazes de atuar com vista à neutralização/eliminação 

desses intermediários reativos (NIFOROU et al., 2014). Diante disso, as proteínas celulares 
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podem sofrer desnaturação, através dos efeitos negativos da reação das EROS com os 

resíduos de cisteína das proteínas.  

Ademais, a característica das HSPs de serem induzidas por diversos estressores 

químicos, as tornam biomarcadores celulares indicativos de estresse na avaliação dos efeitos 

de xenobióticos em organismos aquáticos (WEPENER et al, 2005; ZHOU et al., 2009; 

SINGH et al., 2015; ZHOU et al., 2015; ANSOAR-RODRIGUES et al., 2016). Nos peixes, 

essas proteínas podem ser expressas em diversos órgãos, como brânquias, músculo, cérebro, 

fígado e, também, eritrócitos (IWAMA et al., 1998).  

O aumento do nível de HSP70 nos hepatócitos de vertebrados expostos ao paracetamol 

é uma resposta frequentemente associada ao estresse oxidativo gerado no processo de 

biotransformação deste fármaco (SUMIOKA et al., 2004; KNOCKAERT et al., 2011; 

GUILOSKI et al., 2017). Camundongos com nocaute do gene HSP70 têm sua hepatotoxidade 

aumentada quando expostos ao paracetamol, o que reflete a ausência do efeito citoprotetor 

exercido pela HSP70 (TOLSON et al., 2006). 

Quanto ao propranolol, foi observado o aumento da expressão gênica da HSP70 em 

Danio rerio expostos a este fármaco por 96h, provavelmente em resposta ao estresse 

oxidativo causado pelo propranolol, uma vez que a expressão gênica das enzimas do sistema 

antioxidante também estava aumentada (SUN et al., 2015). Outro estudo, com mexilhões da 

espécie Dreissena polymorpha expostos ao β-bloqueador metaprolol, também evidenciou o 

aumento da expressão gênica da HSP70, indicando a ativação do mecanismo de citoproteção 

após a exposição a este fármaco (CONTARDO-JARA et al., 2010). 
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4 MATERIAIS E MÉTODOS 

 

4.1 LOCAL DA COLETA 

 

Os indivíduos da espécie Phalloceros harpagos (LUCINDA, 2008) foram coletados em 

um riacho de propriedade particular na cidade de Cabreúva (Figura 10), na região da Serra do 

Japi, Estado de São Paulo, Brasil (23°18’23.8”S 47°05’50.4”W). Essa área faz parte das 

Áreas de Proteção Ambiental (APA), criadas pelas Leis nº 4.095/84 e n°4.023/84, 

regulamentadas pelo Decreto n° 43.284/98. A área selecionada é caracterizada por ser um 

importante fragmento de floresta semidescídua (JOLY, 1992). Possui poucos impactos 

ambientais, sendo eles geralmente causados pelas propriedades particulares ainda existentes, 

as quais muitas vezes exercem atividades agropecuárias (YOSHIDA e UIEDA, 2014). 

Ademais, considera-se que a área tenha um baixo potencial de poluição da água (PRADO e 

NOVO, 2015).  

 

Figura 10 – Região da área de coleta. Ponto vermelho indica a localidade exata do riacho. À esquerda da 

imagem encontra-se a cidade de Cabreúva. 

 

Fonte: GoogleMaps 

 

A Secretaria Municipal do Meio Ambiente de Cabreúva frequentemente faz análises na 

água bruta nas estações de tratamento, a fim de realizar o monitoramento das águas captadas. 

A região de coleta da água para análise fica próxima à área de coleta dos animais. A Tabela 3 
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corresponde aos dados avaliados na água bruta da estação de tratamento de Cabreúva, do mês 

de abril de 2017, disponibilizados pela Secretaria do Meio Ambiente de Cabreúva. 

 

Tabela 3 – Parâmetros avaliados na água bruta da estação de tratamento de Cabreúva 

Temperatura  21,7 °C 

pH 7 

Condutividade elétrica 118,5 µS/cm 

Turbidez  13 NTU 

Cor  29 UC 

Cianobactérias  649 células/mL 

Escherichia coli  441 NMP/100 mL 

Coliformes totais  24196 NMP/100 mL 

Fonte: Ofício RJDI4 028/17, Secretaria Municipal do Meio Ambiente (SMMA) de Cabreúva. 

  

4.2 COLETA E ACLIMATAÇÃO 

 

Os espécimes da espécie selecionada para o estudo foram capturados com auxílio de 

uma rede de mão, com raio de 86 cm e malha de 0,3 e 0,5 mm. As coletas foram realizadas 

em abril, maio, outubro e novembro de 2016, sendo que foram coletados 150 indivíduos em 

cada uma das duas primeiras amostragens (abril e maio) e 100 em cada uma das duas últimas 

amostragens (outubro e novembro), totalizando um número amostral de 500 animais. No 

momento da coleta, selecionaram-se indivíduos com tamanho médio de 2 ± 0,5 cm, com peso 

médio de 0,1104 g. Os indivíduos menores ou maiores, bem como demais espécies, foram 

imediatamente devolvidos ao riacho. Os peixes coletados eram machos (identificados pela 

presença de gonopódio) e fêmeas sexualmente imaturas (tamanho inferior a 2,5 cm e 

identificadas pela ausência de gonopódio).  Em seguida, os indivíduos foram colocados em 

caixas de transporte com aeração constante.  

No laboratório, os peixes foram aclimatados por um período de 15 dias em água mineral 

para consumo humano da marca Klarina® (composição química e parâmetros físico-quimicos 

nas Tabelas 4 e 5), temperatura controlada de 23°C (± 1°C), fotoperíodo de 12h claro/12h 

escuro, aeração contínua, sendo alimentados diariamente ad libitum com ração floculada para 

peixes tropicais Tetra Min®. Neste período foram realizadas duas inspeções por dia e os 

animais mortos foram imediatamente retirados do aquário.  
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Tabela 4 – Características físico-químicas da água Klarina® (classificação: água fluoretada, fracamente 

radioativa na fonte). 

pH (à 25°C) 5,78 

Temperatura (na fonte) 19,8 °C 

Condutividade elétrica (à 25°C) 30,6 µS/cm 

Resíduo de evaporação (à 180°C) 30,62 mg L-1 

Radioatividade (na fonte à 20°C e 760 mm de Hg)  8.88 maches 

Bário 0,060 mg L-1 

Fosfato 0,05 mg L-1 

Estrôncio 0,031 mg L-1 

Bicarbonato 8,48 mg L-1 

Cálcio 1,255 mg L-1 

Fluoreto 0,05 mg L-1 

Magnésio 0,873 mg L-1 

Nitrato 6,06 mg L-1 

Potássio 1,370 mg L-1 

Cloreto 1,93 mg L-1 

Sódio 2,788 mg L-1 

Brometo 0,02 mg L-1 

Fonte: Site Klarina (http://cerberodesign.wixsite.com/klarina/composicao-classificacao). 

 

Tabela 5 – Parâmetros da água Klarina® no aquário de aclimatação (média de 15 dias de medições) 

pH 7 – 7,2 

Amônia 0,025 – 1,00 ppm 

Dureza Total 50 ppm 

Dureza em Carbonatos 0 – 5,90 ppm 

Nitrito 0 – 2,8 ppm 

Temperatura 22 – 24 °C 

Fonte: Elaboração própria (medições realizadas com kits da Labcon® e termômetro) 
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Os ensaios com os organismos da espécie selecionada foram aprovados pela Comissão 

de Ética no Uso de Animais (Protocolo CEUA/UFSCar: 2730071215, aprovado em 

04/02/2016, Anexo A) e a coleta dos peixes foi autorizada pelo Sistema de Autorização e 

Informação em Biodiversidade (SISBIO), número 52495-1. 

   

4.2.1 Delineamento Experimental 

 

Para cada ensaio (agudos e crônicos) os peixes foram individualmente colocados em 

recipientes plásticos com 250 mL de água. Para cada um dos 6 grupos experimentais havia 15 

peixes, ou seja, 90 peixes no total por ensaio (Figura 11), assim como descrito por Nunes et 

al. (2008). Cada recipiente contendo um peixe possuía uma entrada de ar, o qual foi 

ministrado constantemente com o auxílio de um compressor de ar. O fotoperíodo foi definido 

em 12h claro/12h escuro e temperatura de 23°C (± 1°C), para todos os ensaios, tanto os 

agudos quanto os crônicos, de ambos os compostos farmacêuticos. 

Os recipientes plásticos utilizados para ambas as exposições corresponderam a 

garrafas de polietileno, de 2L de capacidade, previamente usadas para consumo humano de 

água. Foram cortadas na altura da metade, devidamente lavadas com água destilada e secas. 

 

Figura 11 – Figura representando o um grupo do delineamento experimental. O experimento se baseou em seis 

grupos experimentais, sendo um o controle (somente com água Klarina®) e os outros 5 com as concentrações 

dos fármacos. 

 

Fonte: Autoria própria, com base na metodologia descrita por Nunes et al. (2008). 
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Para a obtenção das concentrações a serem utilizadas nos ensaios foi necessário o 

preparo de uma solução estoque; paracetamol (CAS: 103-90-2; pureza 98 – 102%) e 

propranolol (CAS number: 318-98-9; pureza ≥ 99%). A solução estoque nos ensaios agudos 

foi preparada na concentração de 400 mg L-1 para o paracetamol e 10 mg L-1 para o 

propranolol, enquanto que nos ensaios crônicos a concentração da solução estoque foi de 10 

mg L-1 para ambos os fármacos. Nenhum co-solvente foi utilizado para essa finalidade, uma 

vez que os compostos utilizados possuem elevada solubilidade em água. As concentrações 

para os ensaios foram obtidas a partir da diluição da solução estoque. Por se tratar de ensaios 

semi-estáticos e a fim de manter a concentração do fármaco constante ao longo da exposição, 

as trocas do volume total de meio ocorreram a cada 48 h em todos os ensaios e uma nova 

solução estoque, bem como as concentrações para os ensaios, foram preparadas a cada troca 

do meio. 

    

4.3 ENSAIO AGUDO 

 

O delineamento experimental para os ensaios agudos foi baseado nas normas da 

Organização de Cooperação e de Desenvolvimento Econômico (OCDE) 203 (1992). O 

experimento teve duração de 96h com trocas do meio e reposição do fármaco a cada 48h e 

inspeções visuais diárias. Nesse período os peixes não foram alimentados. Seis grupos foram 

definidos, o grupo controle (somente água Klarina®) e os grupos expostos a cinco 

concentrações dos fármacos (paracetamol: 8, 80, 800, 8000, 80000 µg L-1; propranolol: 0.1, 1, 

10, 100, 1000 µg L-1). Estas concentrações foram definidas de forma a estarem abaixo do 

valor de CL50 calculado para a espécie de peixe Oryzias latipes (espécie o mais similar 

filogeneticamente possível a P. harpagos, dada a inexistência de valores de CL50 para esta 

espécie na literatura) de acordo com Yamamoto et al. (2007) de 800 mg L-1 para o 

paracetamol e Kim et al. (2009) de 11,40 mg L-1 para o propranolol, bem como nas 

concentrações dos resíduos de fármacos presentes no ambiente tabelas 1 e 2 (paracetamol 6 

µg L-1 :   TERNES, 1998; 10 µg L-1 : KOLPIN et al., 2002; 5,529 – 6,957 µg L-1 : ROBERT e 

THOMAS, 2006; tabela 1 e propranolol 0,1 – 0,09 µg L-1,  ANDREOZZI et al., 2003; 0,026 – 

1,900 µg L-1 ,  HUGGETT et al., 2003; 0,016 – 0,135 µg L-1, ZHOU et al., 2009; tabela 2).  

Quinze peixes por grupo experimental foram colocados em recipientes plásticos 

individuais com volume total de 250 mL cada um, sendo que 10 peixes coletados ao acaso 
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foram destinados para os ensaios enzimáticos dos marcadores bioquímicos de estresse 

oxidativo e de neurotoxicidade (atividade das enzimas glutationa-S-transferases, catalase e 

colinesterases). Os cinco peixes restantes foram destinados para a análise do biomarcador 

celular (HSP70). 

   

4.4 ENSAIO CRÔNICO 

 

A partir das normas da OCDE 215 (2000) o ensaio crônico foi delineado para ter 

duração de 28 dias, sendo que o meio foi trocado a cada 48 h e alimentação fornecida a cada 

dois dias ad libitum com ração floculada para peixes tropicais Tetra Min®. Seis grupos 

experimentais com 15 peixes por grupo foram mantidos em recipientes individuais com um 

volume de 250 mL por recipiente, entre eles o grupo controle (somente com água Klarina®) e 

os outros 5 grupos expostos as diferentes concentrações de fármacos, selecionadas com base 

em critérios de relevância ecológica, sendo próximas das concentrações já reportadas no 

ambiente. Para o paracetamol as concentrações foram: 5, 10, 20, 40, 80 µg L-1 (6 µg L-1 :   

TERNES, 1998; 10 µg L-1 : KOLPIN et al., 2002; 5,529 – 6,957 µg L-1 : ROBERT e 

THOMAS, 2006; tabela 1) e para o propranolol as concentrações foram: 0.0625, 0.125, 0.25, 

0.5, 1 µg L-1 (0,1 – 0,09 µg L-1,  ANDREOZZI et al., 2003; 0,026 – 1,900 µg L-1 ,  HUGGETT 

et al., 2003; 0,016 – 0,135 µg L-1, ZHOU et al., 2009; tabela 2). Dez peixes coletados ao acaso 

foram destinados para ensaios enzimáticos dos biomarcadores de estresse oxidativo, e de 

neurotoxicidade (quantificação das atividades das enzimas CAT, GSTs e ChEs). Os cinco 

peixes restantes foram destinados para a análise do biomarcador celular (HSP70). 

 

4.5 EUTANÁSIA E PROCESSAMENTO DOS TECIDOS 

Após o período de exposição aguda e crônica, os peixes foram submetidos à anestesia 

por hipotermia e eutanásia por decapitação. Os órgãos destinados aos ensaios enzimáticos 

(cérebro, brânquias e fígado) foram dissecados/isolados, coletados e armazenados em 

microtubos do tipo eppendorf, que foram depois armazenados a -80°C para procedimentos 

posteriores. 

Os fígados destinados para a detecção de HSP70 (biomarcador celular de estresse) 

foram dissecados sob estereomicroscópio, à temperatura ambiente, e imersos em solução 
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fixadora (paraformaldeído 4% em tampão fostato de sódio 0,1M - pH 7,4) contida no interior 

de microtubos do tipo eppendorf, por 24 h a 4ºC.  

 

4.6 ENSAIOS ENZIMÁTICOS 

Todos os procedimentos utilizados para os ensaios enzimáticos foram realizados na 

Universidade Federal de São Carlos, Campus Sorocaba, por meio da utilização de 

equipamentos específicos. Para a homogeneização e centrifugação dos tecidos foram 

utilizados o homogeneizador Ultra-Turrax Ika T-10 basic e a centrifuga Universal 320 R 

Hettich zentrifugen, alocado no laboratório didático de fisiologia animal e vegetal. Os ensaios 

enzimáticos foram realizados no laboratório de Bioclima e envolveu a utilização do leitor de 

placas Synergy HTX Multi-Mode Reader, BioTek. 

 

4.6.1 Determinação da Atividade Enzimática da Catalase 

   

A atividade da CAT foi determinada no tecido hepático, o qual foi homogeneizado em 

1mL de tampão fosfato 50 mM, em pH 7,0, com Triton X-100 0,1%, seguido de centrifugação 

a 15000 g, por 10 minutos à 4°C, e diluição na proporção de 1:100 em tampão fostato 50mM 

em pH 7,0. A seguir, foi realizada a determinação da atividade enzimática, segundo o 

protocolo descrito por Aebi (1984), no qual ocorre a decomposição do substrato H2O2, que 

pode ser monitorado através da medição da absorbância a 240 nm. Os valores da CAT foram 

expressos em µmol de H2O2 consumido por minuto, por mg de proteína. 

   

4.6.2 Determinação da Atividade Enzimática das Glutationa-S-Transferases  

 

A atividade das isoenzimas GSTs foi determinada nas brânquias, as quais foram 

homogeneizadas em 1 mL de tampão fosfato 50mM com 0,1% de Triton X-100 em pH 7,0. 

Após a centrifugação a 15000g, por 10 minutos, à 4°C, o sobrenadante foi diluído na 

proporção de 1:10 em tampão fosfato 1M em pH 6,5. A determinação da atividade enzimática 

das GSTs seguiu o protocolo descrito por Habig et al. (1974), o qual descreve que as GSTs 

catalisam a conjugação do substrato 1-cloro-2,4-dinitrobenzeno (CDNB) com a glutationa, 

formando um tioéter, cuja quantidade pode ser medida pelo aumento da absorbância a um 
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comprimento de onda de 340 nm. Os resultados foram expressos em mmoles de tioéter 

produzidos, por minuto, por miligrama de proteína. 

   

4.6.3 Determinação da Atividade Enzimática das Colinesterases 

 

A atividade das colinesterases foi determinada no extrato das cabeças isoladas, as quais 

foram homogeneizadas em 1mL de tampão fosfato 0,1 M, pH 7,2, e centrifugadas a 3330 g, 

por 3 minutos a 4°C. O sobrenadante obtido foi diluído no mesmo tampão na proporção de 

1:40, sendo que a determinação da atividade enzimática seguiu o protocolo descrito por 

Ellman et al. (1961), adaptado para microplaca por Guilhermino et al. (1996). Os resultados 

foram expressos em nmol por minuto, por mg de proteína. 

4.6.4 Determinação do Teor de Proteínas Solúveis Totais 

 

A fim de quantificar as proteínas solubilizadas, foi utilizado o método de Bradford 

(1976), adaptado para microplaca. Os padrões foram preparados com ɣ- globulina, numa 

concentração de 1mg mL-1. 

 

4.7. AVALIACAO DE HSP70 POR IMUNOFLUORESCÊNCIA 

 

Os fígados fixados (N = 5 por grupo experimental) foram processados para inclusão 

em parafina. Após 24h de fixação, estes órgãos foram, posteriormente, lavados em tampão 

fosfato de sódio (0,1M - pH 7,4) por duas horas. Em seguida, os fígados foram desidratados 

em soluções com concentrações crescentes de etanol (30%, 50%, 60%, 70%, 85%, 90%, 95%, 

100%), à 4ºC (1 hora em cada solução; SILVA-ZACARIN et al., 2012). 

O material desidratado foi diafanizado em xilol e embebido em parafina líquida para 

posterior inclusão em parafina ultrapura (Paraplast). Secções histológicas de 6µm, obtidas em 

micrótomo (LEICA RM2255), foram estendidas sobre lâminas de vidro sialinizadas (Star 

Frost). Após secas, as lâminas contendo as secções histológicas em diferentes profundidades 

do órgão foram utilizadas para a imunomarcação de HSP70. Foram confeccionadas 4 lâminas 

por indivíduo de cada grupo experimental, sendo 5 indivíduos por grupo. 

Para análise de HSP70, as lâminas contendo as secções histológicas foram 

desparafinizadas em xilol 100%, xilol + etanol (1:1), etanol 100%, etanol 70%, etanol 50% e, 
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finalmente, água destilada para a reidratação do material. Em seguida, as lâminas com as 

secções histológicas foram submetidas à recuperação antigênica com tampão citrato de sódio, 

1M, pH 6,0 por 40 minutos à 90ºC. Após a recuperação antigênica as lâminas foram mantidas 

em tampão PBS (phosphate buffered saline, pH 7,4), em câmara úmida.  

Em seguida, as lâminas contendo as secções histológicas foram permeabilizadas com 

Triton X-100 a 0.5% por 10min e, posteriormente, sítios inespecíficos foram inibidos com 

solução de albumina bovina a 3% por 30min. Após 3 lavagens em tampão PBS, as secções 

histológicas foram incubadas por 1 hora com o anticorpo primário monoclonal (anti-HSP70), 

com diluição de 1:100, na ausência de luz, a 37oC em câmara úmida.  

Após a incubação no anticorpo primário, as secções histológicas foram lavadas 3 

vezes em PBS, e foram posteriormente incubadas com o anticorpo secundário conjugado com 

Alexa 594, produzido em coelho, na diluição de 1:300, por 1 hora a temperatura ambiente, na 

ausência de luz em câmara úmida. Por fim, as secções histológicas foram lavadas 3 vezes em 

PBS, na ausência de luz em câmara úmida, e as lâminas foram montadas em meio aquoso 

específico (Dako) e mantidas a 4oC até o momento da análise.  

A análise por imunofluorescência para detecção de HSP70 nas secções histológicas do 

fígado dos guarus foi realizada por meio de Microscopia Confocal de Varredura a Laser. A 

análise foi realizada utilizando o laser de diodo 552 nm (excitação 580 nm, emissão 650 nm) à 

3% de intensidade, com 1.00 AU de abertura do pinhole (abertura do laser), ganho 800 

(brilho) e offset -10% (fundo). As análises foram realizadas na objetiva de 40x e zoom óptico 

de 3x.  A reconstrução tridimensional foi feita com espessura total de 5 µm, com espaçamento 

de 0,50 µm, totalizando 11 secções óticas (frames) em cada imagem 3D gerada na velocidade 

de 100 nm/s. 

Foram avaliados 5 indivíduos de cada grupo experimental, sendo que para cada 

indivíduo foram analisados 5 campos, correspondentes às secções histológicas distintas, e 

para cada campo foram utilizadas 5 áreas circulares (ROIs = região de interesse) de 

aproximadamente 315 µm2 cada uma (20 µm de largura e 20 µm de altura) para a 

quantificação da intensidade da imunofluorescência (Figura 12), totalizando 25 ROIs por 

indivíduo e consequentemente 125 ROIs por grupo experimental.  
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Figura 12 – Representação dos ROIs na quantificação da imunomarcação 

 

Fonte: Elaboração própria 

 

4.8 ANÁLISE ESTATÍSTICA 

Para as análises estatísticas dos resultados obtidos nos marcadores enzimáticos os dados 

foram transformados em raiz quadrada ou log. A homogeneidade e a normalidade foram 

testadas usando o método qqplot no software R e o teste de normalidade Shapiro-Wilk foi 

realizado no software GraphPad Prism 6. Após a realização desses procedimentos, foi 

realizado o teste ANOVA para comparar os grupos expostos, seguido do teste de 

multicomparação de Dunnet, a fim de comparar os grupos expostos ao grupo controle. Para os 

dados que não obtiveram homogeneidade de variâncias, verificado pelo teste de Bartlett, foi 

realizado o teste de Kruskal-Wallis, seguido do teste de multicomparação de Dunn. Nível de 

significância adotado foi de 0,05. 
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Os dados obtidos na quantificação da marcação de imunofluorescência das proteínas da 

família HSP70, foram submetidos ao teste de normalidade (Shapiro-Wilk) e ao teste de 

homogeneidade de variância (Bartlett) o que caracterizou os dados como não-paramétricos. 

Portanto, o teste estatístico utilizado foi o de Kruskall-Wallis, seguido do teste de Dunn para 

comparação entre o grupo controle e os grupos expostos aos fármacos. 

Os programas utilizados para as análises estatísticas foram o R e o GraphPad Prism 6. 
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5 RESULTADOS 

5.1 MARCADORES BIOQUÍMICOS 

5.1.1 Exposição Aguda ao Paracetamol 

 

A atividade enzimática da catalase (Figura 13 A) determinada em organismos 

expostos ao paracetamol não foi alterada significativamente (F5, 50 = 0,4931; p = 0,7798) em 

comparação com o tratamento controle. No que diz respeito à atividade das glutationa-S-

transferases (Figura 13 B), verificou-se um aumento significativo para os animais expostos às 

concentrações de 80, 800, 8000 e 80000 µg L-1 (F5,60= 34,72; p < 0,0001). A atividade das 

colinesterases (Figura 13 C) teve um aumento significativo somente para os indivíduos 

expostos à concentração de 80 µg L-1 (F5,60=25,94; p < 0,0001) em relação aos do grupo 

controle. 
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Figura 13 – Dados obtidos após a exposição aguda ao fármaco paracetamol. A) Resultados para a atividade 

enzimática da CAT no fígado. B) Resultados para a atividade enzimática das GSTs nas brânquias. C) Resultados 

para a atividade enzimática das ChEs na cabeça. Valores de média da atividade enzimática de 10 réplicas, com 

as respectivas barras de desvio padrão. Os * indicam diferença significativa em relação ao grupo controle, valor 

de p adotado ≤ 0,05. 

 

 

5.1.2 Exposição Crônica ao Paracetamol 

 

Sob as condições experimentalmente adotadas, a atividade da enzima CAT (Figura 14 

A) não sofreu alteração significativa após a exposição (F5, 54 = 1,387; p = 0,2438). A atividade 

enzimática das GSTs (Figura 14 B) também não foi significativamente alterada relativamente 

aos indivíduos do grupo controle (F5, 60 = 6,347; p = 0,2739). A atividade das colinesterases 

(Figura 14 C) dos organismos expostos não foi significativamente diferente entre os 

tratamentos (F5, 54 = 3,652; p= 0,0064). 
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Figura 14 - Dados obtidos após a exposição crônica ao fármaco paracetamol. A) Resultados para a atividade 

enzimática da CAT. B) Resultados para a atividade enzimática das GSTs. C) Resultados para a atividade 

enzimática das ChEs. Valores de média da atividade enzimática de 10 réplicas, com as respectivas barras de 

desvio padrão. Os * indicam diferença significativa em relação ao grupo controle, valor de p adotado ≤ 0,05 

 

 

5.1.3 Exposição Aguda ao Propranolol 

 

A atividade enzimática da catalase (Figura 15 A) não foi alterada significativamente 

nos grupos expostos em relação ao grupo controle (F5, 54 = 1,460; p = 0,2181). Já para a 

atividade enzimática das GSTs (Figura 15 B) verificou-se um aumento significativo em 

peixes expostos ao propranolol nas concentrações 1, 10, 100 e 1000 µg L-1 (F 5, 54 = 22,55; p < 

0,0001). A atividade enzimática das colinesterases (Figura 15 C) determinada em organismos 

expostos ao propranolol não foi significativamente alterada (F 5, 54 = 1,91; p = 0,108).  
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Figura 15 - Dados obtidos após a exposição aguda ao fármaco propranolol. A) Resultados para a atividade 

enzimática da CAT. B) Resultados para a atividade enzimática das GSTs. C) Resultados para a atividade 

enzimática das ChEs. Valores de média da atividade enzimática de 10 réplicas, com as respectivas barras de 

desvio padrão. Os * indicam diferença significativa em relação ao grupo controle, valor de p adotado ≤ 0,05 

 

5.1.4 Exposição Crônica ao Propranolol 

 

A atividade enzimática da CAT (Figura 16 A) não foi alterada significativamente nos 

grupos expostos em relação ao grupo controle (F5, 58 = 5,663; p = 0,3404). A atividade das 

isoenzimas GSTs (Figura 16 B) foi aumentada para os organismos expostos às concentrações 

0,25 e 0,50 µg L-1 de propranolol (F5, 60 = 31,55; p < 0,0001). E por fim, a atividade das 

colinesterases (Figura 16 C) determinada em organismos expostos ao propranolol não variou 

significativamente (F5, 54 = 2,925; p = 0,0208). 
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Figura 16 - Dados obtidos após a exposição crônica ao fármaco propranolol. A) Resultados para a atividade 

enzimática da CAT. B) Resultados para a atividade enzimática das GSTs. C) Resultados para a atividade 

enzimática das ChEs. Valores de média da atividade enzimática de 10 réplicas, com as respectivas barras de 

desvio padrão. Os * indicam diferença significativa em relação ao grupo controle, valor de p adotado ≤ 0,05 

 

  

5.2 AVALIAÇÃO DE HSP70 POR IMUNOFLUORESCÊNCIA 

 

A figura 17 evidencia a imunomarcação de HSP70 no fígado do guaru. Nas secções 

histológicas dos fígados, foi realizado um controle negativo da reação, no qual não houve 

incubação com anticorpo primário (Figura 17 B); esse procedimento é importante para a 

comprovação de que a marcação do anticorpo secundário (indicada pela pseudo-cor vermelha) 

ocorre somente após a ligação do anticorpo primário (Figura 17 A). A imunofluorescência 

evidenciada no parênquima hepático (Figuras 17 C, D) indicou marcação positiva para HSP70 

no citoplasma dos hepatócitos e, adicionalmente, nas células sanguíneas presentes nos vasos. 
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Figura 17 - Fígado de P. harpagos. Microscopia Confocal de Varredura a Laser. A) Imunomarcação de 

proteínas da família HSP70 indicada pela pseudo-cor vermelha. B) Controle negativo, com ausência do 

anticorpo primário (anti-HSP70). C) Visão geral do parênquima hepático evidenciando a imunofluorescência 

(pseudo-cor vermelha) nos hepatócitos (he) e nos eritrócitos (e), presentes nos vasos sanguíneos (v) e nos 

capilares sinusóides (s). D) Detalhe dos hepatócitos, mostrando a imunomarcação exclusivamente no citoplasma 

(seta). 

 

 

A figura 18 mostra a imunofluorescência indicativa da marcação positiva para HSP70 

nos fígados dos peixes após exposição ao paracetamol, o qual evidencia a imunomarcação dos 

hepatócitos do P. harpagos no grupo controle (Figura 18 A e C) e nos grupos expostos 

(Figura 18 B e D). É possível notar que no ensaio agudo houve uma marcação mais evidente 

do grupo exposto a 8 µg L-1 em relação ao controle, corroborando com as análises estatísticas 

(Figura 20), bem como no ensaio crônico onde ocorreu uma visível diminuição da marcação 

do grupo exposto a 80 µg L-1 em relação ao controle. 

A figura 19 mostra a imunofluorescência indicativa da marcação positiva para HSP70 

nos fígados dos peixes após as exposições ao propranolol, o qual evidencia a imunomarcação 

dos hepatócitos do P. harpagos no grupo controle (Figura 19 A e C) e nos grupos expostos 

(Figura 19 B e D). Tanto na exposição aguda, quanto na exposição crônica, é possível notar o 

aumento da intensidade de imunomarcação dos grupos expostos em relação ao controle, em 

consonância com os resultados da análise estatística (Figura 20). 
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Para o ensaio de exposição aguda dos peixes ao paracetamol (Figura 20 A) a 

imunofluorescência indicativa de HSP70 no parênquima hepático teve um aumento 

significativo em todos os grupos expostos ao fármaco (F5,750=394,7; p<0,0001), 

diferentemente do ensaio de exposição crônica ao paracetamol (Figura 20 B), no qual houve 

uma diminuição significativa desta imunofluorescência no fígado em todas as concentrações 

testadas (F5,750=353,3; p<0,0001).  

Já para as exposições ao propranolol, tanto a aguda quanto a crônica (Figura 20 C e D) 

apresentaram um aumento na imunofluorescência para a HSP70, sendo que na exposição 

aguda as concentrações com aumento significativo foram 1, 10 e 1000 µg L-1 (F5, 750=50,84; 

p<0,0001) e, para o ensaio crônico, as concentrações que induziram o aumento significativo 

da imunofluorescência foram 0,0625; 0,125; 0,25 e 0,5 µg L-1 (F5,750=438.3; p<0,0001). 
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Figura 18 - Fígado de P. harpagos. Exposição ao paracetamol. Imunofluorescência para marcação de HSP70 

(pseudo-cor vermelha) e análise por Microscopia Confocal de Varredura a Laser. A) Exposição aguda ao 

paracetamol, Grupo Controle. B) Exposição aguda ao paracetamol, Grupo 8 µg L-1. C)  Exposição crônica ao 

paracetamol, Grupo Controle. D) Exposição crônica ao paracetamol. Grupo 80 µg L-1. 

 

Fonte: Autoria própria 
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Figura 19 - Fígado de P. harpagos. Exposição ao propranolol. Imunofluorescência para marcação de HSP70 

(pseudo-cor vermelha) e analise por Microscopia Confocal de Varredura a Laser. A) Exposição aguda ao 

propranolol, Grupo Controle. B) Exposição aguda ao propranolol, Grupo 1000 µg L-1. C)  Exposição crônica ao 

propranolol, Grupo Controle. D) Exposição crônica ao propranolol. Grupo 0,0625 µg L-1. 

 

Fonte: Autoria própria 
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Figura 20 – Dados obtidos na quantificação da imunofluorescência (em pixel) indicativa da imunomarcação 

positiva para as proteínas da família HSP70. Valores de média de intensidade de imunomarcação dos ROIs (125 

por grupo) de 5 réplicas, com as respectivas barras de desvio padrão. Os * indicam diferença significativa em 

relação ao grupo controle, valor de p adotado ≤ 0,05. 

 

 



61 

 

6 DISCUSSÃO 

6.1 PARACETAMOL 

O metabolismo do paracetamol compreende em duas vias principais, sendo a primeira 

delas a conjugação com ácido glucurônico e sulfato, formando metabólitos não tóxicos (XU et 

al. 2008). Outra via é a metabolização pelas enzimas do sistema CYP450, o que gera o 

metabolito tóxico NAPQI. Em sobredosagem este fármaco pode exercer efeitos 

hepatotóxicos, pois as duas vias de conjugação iniciais (ácido glucurônico e sulfato) são 

saturadas e o paracetamol restante é bioativado pelo sistema de oxidação microssomal 

hepático; ocorre assim a hiperprodução do metabólito tóxico NAPQI, que é formado e 

acumulado em altas concentrações nas células hepáticas. A toxicidade deste composto é 

favorecida devido ao esgotamento de co-fatores críticos, como a glutationa em sua forma 

reduzida, que é habitualmente utilizada pela célula para conjugar o NAPQI, que fica na sua 

forma livre de modo a exercer toxicidade (KLOPČIČ et al., 2015). Isso pode resultar em 

estresse oxidativo, que pode ser compensado por uma série de mecanismos de defesa, 

incluindo o aumento da expressão de enzimas antioxidantes (HALLIWELL e GUTTERIDGE, 

1999). 

No presente trabalho, tanto nas exposições agudas quanto nas exposições crônicas, a 

atividade da CAT não foi alterada. Entretanto, estudos anteriores têm demonstrado a 

ocorrência de efeitos pró-oxidativos após exposição a paracetamol. Nestes estudos, as 

atividades das enzimas SOD e CAT, envolvidas na resposta antioxidante, foram 

significativamente aumentadas após exposição aguda ao paracetamol (dose de 500 mg/kg 

durante 24h) na espécie de peixe Oreochromis mossambicus (KAVITHA et al., 2011). A 

SOD é uma enzima que catalisa a transformação de radicais superóxido, formados durante o 

metabolismo de muitos xenobióticos, em H2O2 (BARBOSA et al., 2010), enquanto que a 

CAT atua posteriormente ao degradar o H2O2 formado após a dismutação do radical 

superóxido em H2O e O2 (AEBI, 1984). Assim, este aumento de ambas as enzimas evidencia 

uma tentativa da parte do organismo de compensar o excesso de EROS pelo aumento da 

expressão de componentes da sua defesa antioxidante enzimática. No entanto, as 

consequências desses efeitos pro-oxidantes podem ter efeitos paradoxais. O paracetamol pode 

causar redução na atividade enzimática da CAT em carpas (Cyprinus carpio) expostas de 

forma aguda (96h) na concentração de 100 µg L-1 ao paracetamol, como sugerido por Nava-

Álvarez et al. (2014), pois os metabólitos reativos ou EROS formados durante o metabolismo 
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deste composto podem causar danos diretos às enzimas, oxidando-as e alterando a sua 

conformação, fazendo com que percam sua atividade enzimática. De igual forma, exposições 

mais prolongadas a paracetamol, mas a doses mais reduzidas podem também culminar em 

efeitos pro-oxidantes, tal como os resultados obtidos por Guiloski et al. (2017) mostraram 

que, após uma exposição crônica de 21 dias ao paracetamol nas concentrações de 0,25 e 2,5 

µg L-1, a espécie de peixe Rhamdia quelen sofreu aumento na atividade de SOD, uma resposta 

claramente relacionada à estresse oxidativo.  

Considerando a ausência de alterações na atividade da CAT após as exposições 

crônicas e agudas ao paracetamol, é possível sugerir que apesar de um organismo estar 

realizando a metabolização do paracetamol, com potencial produção de NAPQI, se em 

sobredosagem, a via da CAT pode não ter sido ativada. Neste caso, é possível que o aumento 

da atividade de outras enzimas que fazem parte do sistema antioxidante, como as enzimas de 

conjugação GSTs, possam ter sido suficientes para fazer face ao NAPQI formado, no sentido 

da sua conjugação e posterior eliminação. O aumento das GSTs em resposta à exposição ao 

paracetamol foi evidenciado em diversos estudos (NUNES et al., 2014a; RAMOS et al., 2014; 

NUNES et al., 2015). O trabalho conduzido por Ramos et al. (2014), demonstrou que após 

exposições agudas e crônicas ao paracetamol houve um aumento significativo da atividade 

enzimática das GSTs no fígado de peixes Oncorhynchus mykiss, bem como um aumento da 

atividade da GPx, enzima responsável por conjugar a GSH com H2O2; o mesmo se passou 

com a atividade da Gred, enzima responsável por reduzir a GSSG em GSH, e CAT 

corroborando com o cenário oxidativo do estudo em questão (RAMOS et al., 2014).  

Outras vias estão relacionadas também na defesa antioxidante, como o caso da 

glutationa na sua forma reduzida, pois pode ser oxidada com formação do seu dímero (GSSG) 

e simultânea neutralização de espécies reativas eletrofílicas (FANG et al., 2002). Este padrão 

foi observado no estudo de Bebianno et al. (2017) com Crassostrea gigas expostos em 

ensaios agudos ao paracetamol nas concentrações de 1 e 100 µg L-1; neste estudo foi 

observada uma diminuição da GSH intracelular que, apesar de não ter sido determinada no 

presente estudo, não é de se excluir essa possibilidade. A ausência de resposta em termos de 

atividade da CAT após exposição a paracetamol pode ocorrer devido ao envolvimento de 

outras vias de desintoxicação de EROS. De fato, como descrito por Solé et al. (2009), 

mexilhões marinhos (Mytilus galloprovincialis) expostos a paracetamol, no período de 10 

dias, nas concentrações de 20 µg.L-1 e 200 µg.L-1, não demonstraram resposta relacionada ao 

aumento de atividade de CAT, apesar da ocorrência de estresse oxidativo, indicado por 
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alterações na peroxidação lipídica (LPO). Este resultado foi justificado pelos autores como 

sendo um sinal do efeito protetor da SOD, que fez com que a ação da CAT fosse redundante. 

Esse resultado não é de todo incomum, levando-se em conta que o metabolismo e a 

toxicidade do paracetamol possuem vias evolutivamente conservadas, com possíveis 

diferenças diminutas entre espécies, incluindo peixes (RAMOS et al., 2014, NUNES et al., 

2015), crustáceos (NUNES et al., 2014a; OLIVEIRA et al., 2015), moluscos (BRANDÃO et 

al., 2011; ANTUNES et al., 2013; CORREIA et al., 2016; NUNES et al., 2017) e até mesmo 

plantas (NUNES et al., 2014b). Independentemente de qual espécie está sob análise, o estresse 

oxidativo é aparentemente o efeito mais comum como resultado da exposição ao paracetamol, 

incluindo a participação de múltiplos mecanismos, os quais podem ou não agir 

simultaneamente e de forma antagônica. Em plantas aquáticas, por exemplo das espécies 

Lemna minor e Lemna gibba, os autores Nunes et al. (2014b) observaram uma maior 

resistência à danos causados por exposição ao paracetamol de uma espécie em relação a outra, 

enquanto a L. minor evidenciou um aumento na peroxidação lipídica e uma diminuição do 

número de frondes, a espécie L. gibba apresentou uma diminuição do teor em prolina, um 

aminoácido importante na fisiologia da planta, incluindo regulação do estresse oxidativo. 

Neste exemplo é possível notar que as respostas em relação à exposição ao fármaco pode ser 

espécie específicas. 

Tal como referido acima, as alterações da atividade das GSTs nas brânquias podem 

indicar uma resposta ao estresse oxidativo, uma vez que a função das GSTs é catalisar a 

conjugação de xenobióticos (incluindo espécies de oxigênio reativas e peróxidos; NUNES et 

al., 2015) com o co-fator GSH (HABIG et al., 1974). Por outro lado, este fenômeno de 

conjugação permite aumentar a hidrossolubilidade de xenobióticos eletrofílicos, favorecendo 

a sua excreção. Estes são mecanismos de defesa in vivo efetivos, que não só garantem a 

excreção de substâncias nucleofílicas, mas também favorecem a redução do estresse 

oxidativo. Ao serem mais rapidamente excretados dos organismos, muitos xenobióticos 

tornam-se menos tóxicos para o organismo (RAMOS et al. 2014; NUNES et al., 2014a). Este 

é o processo preferencial descrito para a eliminação do metabolito altamente reativo e 

oxidante NAPQI, que resulta do metabolismo habitual do paracetamol e que é responsável 

pelos seus efeitos oxidativos. Os resultados obtidos no presente estudo mostram aumento 

significativo na atividade de GSTs em animais submetidos à exposição aguda nas maiores 

concentrações de paracetamol. Resultados similares foram obtidos para as espécies Dreissena 

polymorpha (ensaio de 96 h, com concentrações de 1, 5 e 10 nM de paracetamol), 

Oncorhynchus mykiss (ensaio de 96h, com concentrações de 0,05, 0,5 e 5 mg L-1 de 
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paracetamol) e Anguilla anguilla (ensaio de 96h, com concentrações de 5, 25, 125, 625, 3125 

µg L-1 de paracetamol) após exposição aguda ao paracetamol concentrações similares às 

utilizadas no presente trabalho (PAROLINI et al., 2010; RAMOS et al., 2014; NUNES et al., 

2015). Considerando o papel central das GSTs no metabolismo da fase II para a conjugação 

de xenobióticos com GSH, que é fundamental para a eliminação do NAPQI (ver figura 2), os 

resultados deste trabalho mostraram um maior esforço do organismo para eliminar esse 

composto. Assim, este aumento da atividade das GSTs pode de fato significar uma tentativa 

da parte do organismo de diminuir a presença deste composto no organismo, limitando 

consequentemente a sua toxicidade, incluindo a decorrente dos seus efeitos oxidantes. No 

entanto, isso pode ser também uma evidência indireta do estabelecimento de modificações 

pró-oxidativas. O conjunto de resultados aqui obtidos mostra que a ativação da via de 

conjugação com GSH, de forma semelhante à descrita para outras espécies, ocorre muito 

prontamente e é altamente responsiva à exposição aguda ao paracetamol.  

Os dados referentes à exposição crônica ao paracetamol indicaram que no peixe P. 

harpagos não foi observada nenhuma alteração significativa em termos de atividade das 

GSTs. Assim, é necessário sugerir a ativação de mecanismos bioquímicos alternativos que 

expliquem a ausência da ativação destas isoenzimas. Nem sempre se verifica este padrão de 

aparente falta de responsividade na ativação das isoenzimas GSTs após exposição a 

paracetamol. Moluscos da espécie de ameijoa de água doce Corbicula fluminea, cronicamente 

(28d) expostos ao paracetamol nas concentrações de 3,88, 7,74, 15,49, 30,98, 61,95 µg L-1, 

apresentaram um decréscimo na atividade das enzimas GSTs, que segundo Brandão et al. 

(2011), pode ser indicativo de toxicidade do paracetamol para o organismo. No entanto, a 

falta de alterações nesta via, não indica por si só que não houve resposta nas brânquias do P. 

harpagos após a exposição crônica ao paracetamol, uma vez que outras vias podem estar 

envolvidas. Peixes da espécie O. mykiss quando expostos cronicamente ao paracetamol 

evidenciaram um aumento dessas enzimas, tanto nas brânquias quanto nos fígados, indicando 

que a toxicidade foi acompanhada por um aumento da atividade de conjugação por essa via, a 

fim de eliminar o composto do organismo. Adicionalmente, o mesmo estudo mostra o 

aumento das enzimas CAT, GPx e Gred e dos níveis de TBARS, que apontam para o 

estabelecimento de um cenário oxidativo (RAMOS et al., 2014).  

A imunomarcação para o ensaio agudo do paracetamol indicou um aumento 

significativo das proteínas da família HSP70 nos hepatócitos do P. harpagos para todos os 

grupos expostos. Como supracitado, o metabolismo do paracetamol pode gerar NAPQI. Este 

composto, quando em excesso na célula, pode causar a modificação por via oxidativa de 
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proteínas celulares (XU et al., 2008) e, neste caso, o aumento de proteínas danificadas 

(estrutura tridimensional alterada) ativaria o mecanismo de transcrição de HSP70 e síntese de 

novo destas chaperonas, a fim de proteger as células deste efeito tóxico (IWAMA et al., 1998; 

CASTRO et al., 2014). Um dos efeitos das EROS na célula é, justamente a reatividade com 

proteínas celulares (SCHEIMEIR et al. 2005), com alteração da sua conformação. O 

paracetamol é um composto que pode gerar estresse oxidativo nas células (BRANDÃO et al., 

2011; NUNES et al., 2015; OLIVEIRA et al., 2015), causando oxidação dos grupos tiólicos 

proteicos, o que poderá requerer a estimulação da produção de HSPs. Este aumento pode ser 

assim indicativo da ocorrência de danos às proteínas celulares.  Estes efeitos explicariam o 

aumento da marcação das HSP70 nos hepatócitos em resposta ao estresse químico e oxidativo 

após a exposição aguda ao paracetamol. De acordo com o estudo com ratos knockout para os 

genes da HSP70 expostos ao paracetamol, foi observado um efeito de proteção celular 

exercido pela proteína HSP70 em resposta aos danos causados após à exposição ao 

paracetamol (TOLSON et al., 2006). A via de ativação de HSP70 nos eucariontes é 

evolutivamente conservada, onde proteínas parcialmente desnaturadas ou com alterações na 

sua conformação tridimensional ativam a resposta UPR (Unfolded Protein Response) que, por 

sua vez, levam ao aumento do nível de transcrição dos genes HSPs pelos fatores de 

transcrição específicos (FUJIMOTO e NAKAI, 2010; GARBUZ, 2017), tais como HSF1, via 

ativação redox-dependente (AHN e THIELE, 2003), conduzindo ao aumento intracelular da 

quantidade de proteínas HSP70 nos compartimentos celulares. Knockaert et al. (2011) 

construíram um plasmídeo contendo o cDNA da CYP2E1 mitocondrial de rato e 

transfectaram vetores de expressão gênica de mamíferos (linhagem de células pShooter 

pEF/myc/mito, e pEF/myc/cyto) para avaliar a metabolização do paracetamol in vitro, sendo 

que os resultados indicaram que a metabolização do paracetamol pela CYP2E1 mitocondrial 

resultou na produção de EROS, bem como no esgotamento da GSH, com o aumento da 

expressão de HSP70 mitocondrial e citotoxicidade. Considerando que o aumento na 

quantidade intracelular de proteínas HSP70 após à exposição ao paracetamol é uma resposta 

frequente em vertebrados (SUMIOKA et al., 2004; KNOCKAERT et al., 2011; GUILOSKI et 

al., 2017), e sendo os genes da família HSP70 evolutivamente conservados (RICHTER et al., 

2010; DEMEKE; TASSEW, 2016), é possível sugerir que esta mesma resposta tenha ocorrido 

nos indivíduos de P. harpagos expostos no nosso trabalho.  

Entretanto, para a exposição crônica ao paracetamol houve uma diminuição 

significativa na marcação da HSP70 nos hepatócitos dos peixes expostos ao fármaco. Isso 

pode ter acontecido devido a danos causados nos hepatócitos, que podem ter interferido de 
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forma indireta na expressão gênica dos membros induzíveis da família HSP70. Isso pode ter 

acontecido devido a citotoxicidade do fármaco para os hepatócitos após exposição crônica, 

afetando a síntese de novo dos membros induzíveis da família HSP70. Alterações na 

histologia do fígado de peixes Danio rerio, expostos cronicamente ao paracetamol em 

concentrações 0,5 e 10 µg.L-1, indicaram uma perda citoplasmática e vacuolização dos 

hepatócitos (GALUS et al., 2013), que são características de morte celular. No presente 

estudo, a menor concentração de paracetamol utilizada no bioensaio de exposição crônica (5 

µg.L-1) está nesta faixa avaliada para os peixes D. rerio.  Como já dito anteriormente, a 

exposição crônica ao paracetamol resultou em estresse oxidativo, evidenciado por 

peroxidação lipídica em Oncorhynchus mykiss (RAMOS et al., 2014). Quando há acúmulo de 

proteínas com alterações conformacionais nas células, foi descrito anteriormente que pode 

ocorrer o aumento das proteínas HSP70, entretanto, quando o dano celular é muito grande 

pode ocorrer uma exaustão das proteínas chaperonas inicialmente induzidas (exposição 

aguda) e ausência de síntese de novo com a continuidade da exposição, e consequente 

diminuição da sua quantidade nas células sofrendo danos. Neste caso, proteínas chaperonas 

existentes podem não ser suficientes para suprir a necessidade celular, tal cenário pode 

ocorrer em caso de citotoxicidade (SÕTI et al., 2003).   

Quanto ao biomarcador de neurotoxicidade, a atividade da enzima colinesterase, foi 

possível observar um aumento significativo, mas somente após exposição aguda ao 

paracetamol, e na concentração de 80 µg L-1. Estes dados mostram que o paracetamol pode de 

fato interferir no processo neurológico de P. harpagos sob as condições de teste adotadas. No 

entanto, este não é um resultado comum, uma vez que o critério do efeito toxicológico é 

geralmente a inibição das colinesterases, em vez de seu aumento. Muitos estudos mostraram 

que o paracetamol pode inibir formas colinesterásicas em organismos aquáticos. Solé et al. 

(2009) demonstraram que a atividade de ChE medida em brânquias diminuiu em mexilhões 

após a exposição ao paracetamol. Resultados semelhantes (redução de ChE) foram obtidos 

por Nunes et al. (2015) após exposição aguda do peixe A. anguilla ao paracetamol, tendo os 

autores sugerido uma relação entre estresse oxidativo e neurotoxicidade, considerando que a 

atividade das colinesterases pode ser alterada devido à interferência de EROS diretamente na 

enzima, com oxidação desta (DELWING-DE LIMA et al., 2010; OLIVEIRA et al., 2015). 

Pelo contrário, o efeito de indução aqui observado pode resultar de uma interferência por 

colinesterases séricas não específicas, cuja atividade pode ser aumentada após exposição 

aguda ao paracetamol. O método de Ellman (1961) não é totalmente específico para a 

determinação da atividade da acetilcolinesterase, e a contribuição de outras formas 
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colinesterásicas também pode ocorrer (NUNES, 2011). O procedimento experimental adotado 

no presente estudo incluiu a homogeneização da cabeça total de P. harpagos, principalmente 

composta por tecido nervoso, que é extremamente irrigado e que pode conter elevadas 

quantidades de colinesterases séricas inespecíficas, que têm o potencial de interferir na 

determinação, sobre-estimando o resultado final. Por outro lado, o aumento da atividade das 

colinesterases séricas pode ocorrer devido ao dano tecidual e ao consequente processo 

inflamatório, uma vez que a molécula ACh também pode atuar como uma molécula anti-

inflamatória (DAS, 2007). Foi identificado aumento na atividade da colinesterase por Silva et 

al. (2017) ao realizar exposição de aves (Coturnix coturnix) a aflotoxinas, anteriormente 

descritas como causadoras de danos ao tecido do fígado devido ao seu metabolismo.  

Sob exposição crônica, a atividade da ChE não teve alterações significativas, não 

demonstrando neurotoxicidade para as condições testadas. No entanto, o paracetamol é um 

composto que possui potencial atividade anticolinesterásica, por efeito oxidativo direto na 

enzima que leva a sua desnaturação, uma vez que resultados da literatura apontam para um 

efeito inibitório desta enzima, a partir do estresse oxidativo que ele provoca (DELWING-DE 

LIMA et al., 2010; OLIVEIRA et al., 2015; NUNES et al., 2015). Os ensaios crônicos foram 

realizados com concentrações baixas do fármaco que podem não ter sido suficientes para 

atingir o nível de estresse oxidativo que seria necessário para a inibição da atividade da ChE. 

Este resultado é suportado pela falta de alterações da atividade enzimática da CAT e das 

GSTs que são indicativas de estresse oxidativo. 

Um fator importante a ter em consideração reside na questão da relevância ecológica 

dos dados aqui obtidos. A menor concentração que causou alterações significativas nas 

atividades de ambas as enzimas (GSTs e ChEs) foi de 80 µg L-1, enquanto que a menor 

concentração que foi capaz de induzir alterações no teor de HSP70 foi de 5 µg L-1. Essas 

concentrações são comparáveis ou da mesma ordem de grandeza às já encontradas na 

natureza. De acordo com o estudo de Américo et al. (2012; Tabela 1), foram reportados níveis 

de paracetamol de 130 µg L-1 em águas de superfície. As concentrações aqui utilizadas são, 

portanto, consideradas ambientalmente relevantes. Por outro lado, no ambiente os compostos 

farmacêuticos (incluindo o paracetamol) se encontram associados a outros contaminantes, 

incluindo outros fármacos que atuam através da mesma via farmacológica e toxicológica 

(DAUGHTON e TERNES, 1999; FAWEL e ONG, 2012) o que pode potencializar esses 

efeitos. Portanto, organismos expostos por via ambiental poderão estar continuamente sob a 

ação tóxica destes compostos. Os fármacos são, em geral, considerados pseudopersistentes, 

com entrada continua no ambiente aquático (EBELE et al., 2017), que iguala a capacidade 
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que o ambiente possui de os degradar, fazendo com que os organismos aquáticos estejam 

continuamente expostos a níveis relativamente elevados destes compostos.    

 

6.2 PROPRANOLOL 

Os organismos-teste, após exposição tanto aguda como crônica ao propranolol, não 

evidenciaram alterações significativas em relação à atividade da CAT. Em um estudo com 

mexilhões marinhos (M. galloprovincialis) expostos ao propranolol, Solé et al. (2009) não 

observaram alterações na atividade de CAT, tendo os autores sugerido que o propranolol não 

seja metabolizado por intermédio do citocromo P450, via metabólica que geralmente é 

responsável pela produção de espécies reativas de oxigênio (BUHLER e WILLIAMS, 1988). 

No entanto, esse mesmo estudo relatou um aumento de LPO em brânquias na maior 

concentração testada (200 µg L-1), indicando danos celulares, sugerindo a ocorrência de 

alterações de base oxidativas. Os resultados obtidos por Steinbach et al. (2014) também 

mostraram a ausência de efeitos em termos de atividade da CAT após a exposição da truta 

arco-íris (Oncorhynchus mykiss) ao β-bloqueador atenolol. Os autores sugeriram que a 

atividade da CAT não foi alterada, provavelmente devido à ausência de metabolismo 

oxidativo desta substância, pois também não foram observados efeitos nem em termos de 

conteúdo total nem na atividade das isoformas do citocromo p450. No entanto, Ding et al. 

(2015) demonstraram a capacidade de resposta da carpa Carassius auratus em relação ao 

propranolol; esta substância foi metabolizada pelo citocromo p450, com o envolvimento da 

enzima etoxiresorufina-O-deetilase (EROD; CYP1A1). Além disso, a atividade de SOD 

também foi aumentada, sugerindo a ocorrência de alterações pro-oxidativas (DING et al., 

2015). A expressão gênica para as enzimas do sistema antioxidante (CAT, SOD e GPx) foi 

aumentada no peixe Danio rerio após a exposição ao propranolol, indicando assim, uma 

resposta do organismo a maior produção de EROS, o que levaria a uma minimização do efeito 

tóxico (SUN et al. 2015). Este estudo demonstra que o metabolismo do propranolol em 

espécies sensíveis pode acarretar a ativação da defesa antioxidante. Assim, é possível sugerir 

que o metabolismo oxidativo do propranolol (e provavelmente dos β-bloqueadores em geral) 

é específico da espécie e pode terminar no estabelecimento de condições pró-oxidativas 

apenas em espécies sensíveis. Particularmente, no caso do presente trabalho, e a partir dos 

dados relativos à enzima CAT, é possível observar que não ocorreu a ativação da via de 

desintoxicação do H2O2 no fígado do P. harpagos, o que é indicativo da ausência de estresse 

oxidativo.  
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Apesar de poucos estudos metabólicos mostrarem o destino deste composto em peixes, 

é possível estabelecer algum paralelismo com o metabolismo humano. De fato, o 

metabolismo do propranolol em seres humanos pode ocorrer por três vias hepáticas diferentes 

(YOSHIMOTO et al, 1995), como a glucorunidação direta, que resulta em glucuronido de 

propranolol como metabólito; hidroxilação de anel, formando hidroxipropranolol, que pode 

ser, por sua vez, conjugado com ácido glucurónico e sulfato; e a terceira via corresponde à N-

desalquilação, seguida da oxidação da cadeia lateral, que resulta em ácido naftiloxiláctico 

(YOSHIMOTO et al., 1995; MEHVAR e BROCK, 2001). Um processo semelhante parece 

ocorrer na carpa C. auratus (DING et al., 2015).  

Os dados aqui obtidos permitiram observar um aumento significativo da atividade das 

GSTs após a exposição aguda ao propranolol, nomeadamente para as maiores concentrações 

(1, 10, 100, 1000 μg L-1). De igual forma, os dados do ensaio crônico permitiram concluir que 

a atividade enzimática das GSTs aumentou em organismos expostos às concentrações mais 

elevadas (0,25 e 0,5 μg L-1). Estes resultados podem sugerir que o propranolol é metabolizado 

através da via de conjugação com a GSH, com o envolvimento de GSTs. O estudo já 

mencionado realizado por Solé et al (2009) mostrou que o propranolol era responsável pelo 

aumento das atividades de GSTs nas brânquias de M. galloprovinciallis. A exposição a 

propranolol também mostrou ser causadora da atividade aumentada de GSTs em Daphnia 

magna, combinada com maior atividade de glutationa peroxidase (GPx), que é uma enzima 

antioxidante. Este conjunto de dados permitiu aos autores identificar essas alterações como 

indicadores de estresse oxidativo (OLIVEIRA et al., 2015). No entanto, não é possível afirmar 

que um cenário claro de estresse oxidativo se tenha verificado no presente estudo. Assim, 

podemos sugerir que o metabolismo do propranolol foi realizado pela via das GSTs, sendo 

conjugado com a GSH, se tornando mais hidrossolúvel e mais fácil de ser eliminado do 

organismo.  

As brânquias são um dos primeiros órgãos através do qual o xenobiótico pode entrar 

no organismo, sendo assim uma importante via de eliminação deste composto, tal como 

referido anteriomente. Um estudo que evidencia essa afirmativa é o de Bartram et al. (2010), 

no qual o peixe Oncorhynchus mykiss foi exposto ao propranolol de em ensaio agudo na 

concentração de 1 mg L-1 e foi quantificada a atividade da EROD (CYP1A1) a fim de analisar 

o metabolismo do fármaco por esta via. Os autores observaram que houve um aumento da 

atividade dessas enzimas nas brânquias, se comparado com o fígado, indicando assim que as 

brânquias podem ser consideradas uma primeira via pela qual o xenobiótico é metabolizado 

pelo organismo. Ainda nesta temática, foi observado resposta na atividade enzimática das 
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GSTs nas brânquias de peixes Lepomis gibbosus expostos a fármacos neuroativos, como 

diazepam, que não apresentou alterações no fígado. Neste contexto os autores Brandão et al. 

(2013) consideraram as brânquias como sendo uma primeira linha de desintoxicação deste 

composto também. 

Tanto na exposição aguda, como na exposição crônica ao propranolol observou-se um 

aumento significativo na marcação da HSP70 nos hepatócitos do P. harpagos, o que indica 

uma alteração na homeostase celular em resposta ao estresse gerado pela exposição ao 

fármaco. No estudo de Sun et al. (2015) os autores observaram que após uma exposição aguda 

(96h) ao propranolol houve o aumento da expressão do gene da HSP70, o que, segundo os 

autores, indica um mecanismo protetivo contra o dano proteotóxico. O aumento da expressão 

dos genes da proteína HSP70 também ocorreu em brânquias e glândulas digestivas em 

mexilhões da espécie Dreissena polymorpha expostos ao β-bloqueador metaprolol, indicando 

uma necessidade da célula em ativar os mecanismos de reparo, transporte ou até mesmo 

proteção de proteínas (CONTARDO-JARA et al., 2010). Entretanto, os artigos que 

relacionam a HSP70 após exposição ao propranolol em organismos aquáticos são escassos. 

A exposição aguda e crônica ao propranolol não mostrou alteração significativa na 

atividade da ChE. O estudo de Solé et al. (2009) que mediram a atividade de ChE em 

brânquias de mexilhões expostos ao propranolol e mostrou uma diminuição significativa na 

atividade deste biomarcador. O propranolol pode atuar como um inibidor das colinesterases 

cerebrais e cardíacas em ratos (ALKONDON et al., 1986) e um estudo com atividade de 

colinesterases séricas humanas demonstrou que o propranolol poderia ter um papel importante 

como inibidor competitivo das colinesterases (STANKOV-JOVANOVIĆ et al., 2012). No 

entanto, a ausência de alterações na atividade das ChE indica que o propranolol não teve 

efeito neurotóxico em P. harpagos, nas condições adotadas neste estudo, tanto para os ensaios 

agudos quanto para os ensaios crônicos. Como houve um aumento da atividade das GSTs 

para ambas as exposições, bem como um aumento na imunomarcação das HSP70, sendo 

assim, pode-se inferir que o organismo aumentou sua eficiência na eliminação do composto, e 

na correção de possíveis efeitos proteotóxicos, prevenindo assim efeitos que pudessem 

acarretar em neurotoxicidade. 

Nomeadamente no que diz respeito às alterações observadas após as exposições ao 

propranolol, pode-se inferir que o aumento da atividade enzimática das GSTs (observado 

tanto no ensaio agudo, como no ensaio crônico) fomentou a conjugação com a GSH a fim de 

levar a uma maior eliminação deste fármaco pelo organismo, sendo a menor concentração de 

efeito 0,025 µg L-1. Ademais, o aumento da imunomarcação das enzimas HSP70 indicam um 
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aumento na citoproteção após ambas exposições, sendo que neste biomarcador a menor 

concentração de efeito foi 0,0625 µg L-1. A partir das respostas compensatórias observadas 

neste estudo, pode-se sugerir, baseado nos conceitos apresentados por van der Oost et al. 

(2003), uma diminuição da capacidade do organismo em responder a novos desafios 

ambientais que possam surgir acrescido da exposição a este fármaco. Considerando o fato da 

existência de diferentes bloqueadores dos receptores β no ambiente aquático, como 

metaprolol e atenolol, o que pode potencializar esses efeitos, devido à semelhança do modo 

de ação. As alterações observadas em relação à exposição ao propranolol são em 

concentrações ecologicamente relevantes, uma vez que já foram descritas em ambientes 

aquáticos (0,026 – 1,900 µg L-1, HUGGETT et al., 2003; Tabela 2). 

Em uma análise global dos resultados dos biomarcadores utilizados no presente estudo 

(apêndice A) para avaliação dos efeitos da exposição aguda e crônica ao paracetamol e ao 

propranolol nos peixes, evidenciaram alterações a níveis bioquímicos e celulares que indicam 

a resposta primária do organismo. As respostas aqui obtidas representam dados a níveis 

subindividuais em relação aos dois fármacos analisados individualmente, e mesmo assim os 

efeitos foram observados no sentido do esforço do organismo em eliminar esses compostos e 

prevenir possíveis danos citotóxicos resultantes da proteotoxidade, induzida pelos fármacos, 

nos hepatócitos. Sendo assim, os biomarcadores selecionados no presente estudo foram 

representativos para o tipo de exposição aos fármacos, pois permitiu estabelecer uma relação 

de significância toxicológica (VAN DER OOST et al., 2003), uma vez que sua escolha foi 

baseada no modo de ação do fármaco nos organismos (alvo e não-alvos). Desta forma, com 

base nos resultados obtidos no presente estudo, estes biomarcadores são preditivos de 

possíveis impactos que podem ser gerados a nível de população, comunidades e ecossistemas 

neotropicais, uma vez que esses compostos não serão encontrados de forma individual no 

meio aquático, mas sim em adição a diversos outros contaminantes e condições ambientais.   
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7 CONCLUSÕES E CONSIDERAÇÕES FINAIS  

 

O peixe neotropical P. harpagos provou ser um organismo-teste adequado em 

condições laboratoriais, além de ser uma espécie responsiva quando exposto aos 

medicamentos aqui testados, importantes contaminantes emergentes de ambientes aquáticos.  

Para as condições experimentais adotadas neste estudo, e para ambas exposições aos 

dois fármacos ocorreram em geral alterações significativas para os marcadores bioquímicos 

determinados. Adicionalmente, as respostas do biomarcador celular HSP70, indicaram o 

efeito citoprotetor e/ou proteotóxico em resposta ao estresse induzido pelos fármacos no 

fígado dos peixes expostos.  

É importante ressaltar que as alterações mencionadas ocorreram em concentrações tão 

baixas, como μg L-1, e são ecologicamente relevantes, uma vez que foram descritas para 

ambientes aquáticos.  
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ANEXO B 
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APÊNDICE A 

 

Síntese dos resultados obtidos para os biomarcadores. CAT – Catalase; GSTs – Glutationa-S-Transferases; ChEs 

– Colinesterases; HSP70 – Heat Shock Protein. As concentrações estão representadas da menor para a maior 

descritas nos materiais e métodos. 

Biomarcadores C1 C2 C3 C4 C5 

Exposição Aguda ao Paracetamol 

CAT - - - - - 

GSTs - ↑ ↑ ↑ ↑ 

ChEs - ↑ - - - 

HSP70 ↑ ↑ ↑ ↑ ↑ 

Exposição Crônica ao Paracetamol 

CAT - - - - - 

GSTs - - - - - 

ChEs - - - - - 

HSP70 ↓ ↓ ↓ ↓ ↓ 

Exposição Aguda ao Propranolol 

CAT - - - - - 

GSTs - ↑ ↑ ↑ ↑ 

ChEs - - - - - 

HSP70 - ↑ ↑ - ↑ 

Exposição Crônica ao Propranolol 

CAT - - - - - 

GSTs - - ↑ ↑ - 

ChEs - - - - - 

HSP70 ↑ ↑ ↑ ↑ - 

 

    

 


