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RESUMO 

O desbalanço entre a produção de espécies reativas de oxigênio e nitrogênio e a ação dos 

sistemas de defesa antioxidante é uma condição conhecida como desequilíbrio redox. O 

exercício físico máximo é associado ao aumento da produção de espécies reativas e pode ser 

utilizado como modelo fisiológico para o estudo do desequilíbrio redox. Condições pré-

analíticas de manejo de amostras biológicas, como o tempo de congelamento, podem 

interferir na integridade de analitos. Assim, esse estudo avaliou o efeito do tempo de 

congelamento da amostra na quantificação de biomarcadores de estado redox no 

gastrocnêmio, coração e cérebro de camundongos swiss submetidos a uma sessão de exercício 

máximo. Vinte e seis camundongos foram divididos em grupo controle, que não realizou 

exercício, e grupo exercício, submetido a uma sessão de exercício em piscina, com aumento 

progressivo de carga, até a exaustão. Os tecidos foram coletados imediatamente após o 

protocolo experimental e seccionados para avaliação a fresco e após 1, 3 e 6 meses de 

congelamento a -80 °C. O exercício máximo modificou o estado redox de tecidos frescos, 

demonstrado pelo aumento da peroxidação lipídica, da atividade das enzimas antioxidantes 

catalase e superóxido dismutase e diminuição da capacidade antioxidante total em todos os 

tecidos analisados e pelo aumento de derivados carbonílicos em proteínas no gastrocnêmio e 

cérebro. O efeito do exercício sobre a peroxidação lipídica foi reduzido no gastrocnêmio 

congelado por 6 meses e no cérebro e coração isso ocorreu já com um mês de congelamento 

da amostra. Por outro lado, o tempo de congelamento não alterou o efeito do exercício sobre 

os derivados carbonílicos em proteínas e a capacidade antioxidante total não enzimática. A 

resposta ao exercício da catalase, em todos os tecidos, e da superóxido dismutase no 

gastrocnêmio foi reduzida após um mês de congelamento. Já no cérebro e coração a resposta 

da superóxido dismutase ao exercício foi reduzida apenas após três meses de congelamento. 

De maneira geral, os resultados desse estudo mostram que o tempo de congelamento afeta, de 

maneira dependente do tecido e do marcador em análise, a resposta de biomarcadores do 

estado redox a uma sessão de exercício máximo. 

 

Palavras-chave: Estresse oxidativo. Desbalanço redox. Criopreservação. Dano oxidativo. 

Enzima antioxidante.  



 

 

 

ABSTRACT 

The imbalance between the production of oxygen and nitrogen species and the antioxidant 

system function is known as redox imbalance. Maximum physical exercise is associated with 

increased production of reactive species and can be used as a physiological model for the 

study of redox imbalance. Pre-analytical conditions, such as sample freezing duration, may 

interfere with analyte integrity. Thus, this study evaluated the effect of sample freezing 

duration on the quantification of redox biomarkers in the gastrocnemius, heart and brain of 

Swiss mice submitted to a maximal exercise session. Twenty-six mice were divided into 

control group, who did not exercise, and exercise group, who performed a maximal swim test. 

The tissues were collected immediately after the experimental protocol and sectioned for fresh 

evaluation and after 1, 3 and 6 months of freezing at -80 ° C. The maximal exercise modified 

the redox status of fresh tissues, demonstrated bythe increase on levels of lipid peroxidation, 

activity of the antioxidant enzymes catalase and superoxide dismutase and reduction of the 

total antioxidant capacity, in all the analyzed tissues, and by the increase of protein carbonyl 

content in the gastrocnemius and brain. The effect of exercise on lipid peroxidation was 

reduced in gastrocnemius frozen for 6 months and in the brain and heart this occurred in 

samples after one month of freezing. On the other hand, the freezing duration did not alter the 

exercise effect on proteins carbonyl content and the total non-enzymatic antioxidant capacity. 

The catalase response to exercise in all tissues and the superoxide dismutase response in the 

gastrocnemius were reduced after one month of freezing. However in the brain and heart the 

response of superoxide dismutase to exercise was reduced only after three months of freezing. 

This study shows that freezing duration, depending on the tissue and marker under analysis, 

affects the evaluation of the redox state response to a maximal exercise session. 

Keywords: Oxidative stress. Redox imbalance. Cryopreservation. Oxidative damage. 

Antioxidant enzyme. 
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1 INTRODUÇÃO 

A respiração celular e o consequente consumo de oxigênio oferecem vantagem 

metabólica sobre a vida anaeróbica. No entanto, o metabolismo do oxigênio gera uma série de 

produtos reativos e potencialmente tóxicos, conhecidos como espécies reativas. O termo 

espécies reativas refere-se a uma série de compostos de natureza radicalar e não radicalar que 

podem ser centrados no oxigênio e, assim, são denominadas espécies reativas de oxigênio 

(ERO). Essas espécies são produzidas normalmente durante o metabolismo celular e estão 

envolvidas em processos fisiológicos, como a expressão gênica, ativação de receptores 

celulares e na sinalização celular. No entanto, em altas concentrações, as espécies reativas 

levam a danos nas estruturas celulares, incluindo lipídios, proteínas e ácidos nucléicos 

(HALLIWELL e GUTTERIDGE, 2007).  

Mecanismos protetores endógenos e exógenos atuam para minimizar os efeitos 

lesivos das espécies reativas nos tecidos. Estes mecanismos incluem antioxidantes 

enzimáticos, como por exemplo a superóxido dismutase (SOD), catalase (CAT) e glutationa 

peroxidase (GPx), e não-enzimáticos, representados pela glutationa reduzida, vitamina E, 

vitamina C e ácido úrico. De maneira geral, esses antioxidantes atuam na neutralização ou 

prevenção da formação das ERO. 

O desequilíbrio entre oxidantes e antioxidantes, quando há um excesso de 

oxidantes, leva a perturbação da sinalização celular e do controle redox e a danos 

moleculares, situação esta denominada desequilíbrio redox (SIES e JONE, 2007).  

Algumas moléculas podem ser usadas como marcadores de estado redox 

(condição que representa o potencial de oxidorredução presente na célula ou tecido) em 

amostras biológicas, já que as ERO têm, em sua maioria, meia vida curta e reagem 

rapidamente com as biomoléculas. Assim, marcadores de estado redox comumente utilizados 

incluem, entre outros, as substâncias reativas ao ácido tiobarbitúrico (do inglês: thiobarbituric 

acid-reactive substances - TBARS), indicador de dano oxidativo aos lipídeos, e derivados 

carbonílicos em proteínas (indicador de dano oxidativo a proteínas). 

O exercício agudo é uma condição que sabidamente leva ao aumento da produção 

de ERO e consequentemente a alterações nos sistemas de defesa antioxidantes e no estado 

redox em praticamente todos os fluidos corporais, células e tecidos. Vários mecanismos são 

propostos para justificar o desequilíbrio redox ocasionado pelo exercício agudo, que incluem, 
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entre outros: aumento da respiração mitocondrial, da atividade da xantina oxidase e a ativação 

de neutrófilos e outros fagócitos. 

A forma com que o exercício agudo afeta os diferentes tecidos está relacionada 

com a capacidade de cada tecido em gerar espécies reativas em resposta ao tipo e a 

intensidade de exercício e com sua capacidade intrínseca de defesa antioxidante. Dentre os 

tecidos estudados até o presente, o músculo esquelético, o coração e o cérebro mostram-se 

muito suscetíveis ao dano oxidativo pelo exercício. Tal fato se deve a características 

intrínsecas desses tecidos, como a alta atividade metabólica do músculo esquelético durante o 

exercício e alta atividade metabólica basal do coração e cérebro, além da baixa atividade 

antioxidante dos três em relação aos outros tecidos (HERRERO e BARJA, 1997). Há um 

aumento considerável do fluxo sanguíneo no músculo esquelético e cardíaco durante exercício 

físico intenso, que leva à ativação de vários sistemas geradores de ERO, enquanto no cérebro, 

o fluxo sanguíneo tende a sofrer moderadas alterações, mas suficientes para aumentar a 

produção de ERO local (RADAK, CHUNG e GOTO, 2007). 

A análise de biomarcadores de estado redox, assim como de outros marcadores 

biológicos, pode ser afetada por variações pré-analíticas, definidas como qualquer variação 

sofrida pela amostra entre a coleta e a análise (BETSOU et al., 2009). As variações pré-

analíticas são as mais difíceis de gerir em ensaios biológicos e podem ter um grande impacto 

na confiabilidade dos resultados obtidos (BASTARD, DEYN e ENGELBORGHS, 2015; 

BETSOU et al., 2009; ESPINA et al., 2009).  Assim, condições de coleta, temperatura e o 

período de armazenamento e o processamento de amostras biológicas devem ser 

rigorosamente estabelecidos a fim de se evitar erros analíticos.  

Em muitas pesquisas é necessário armazenar as amostras por algum período de 

tempo para análises subsequentes, sendo o congelamento o método mais utilizado de 

armazenamento em laboratórios de pesquisa. Contudo, o congelamento pode comprometer a 

integridade bioquímica do tecido, por uma série de fatores relacionados as características 

físicas e químicas do gelo e ao modo e tempo de armazenamento. A tolerância ao 

congelamento é dependente do tipo de tecido, que pode apresentar diferente condutibilidade 

térmica dependendo da sua composição (SINGH e KUMAR, 2013). Além disso, alguns 

estudos demonstram que a tolerância ao congelamento também é dependente do biomarcador 

avaliado (JUNG et al., 1993; BORTOLIN et al.,2016). 

Considerando os inúmeros fatores relacionados ao congelamento e ao tempo de 

armazenamento de amostras biológicas que podem interferir consideravelmente em 
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biomarcadores de estado redox e devido à importância desses biomarcadores na investigação 

de condições que se relacionam ao desequilíbrio redox, como o exercício físico e a patogênese 

de algumas doenças, é fundamental determinar qual o tempo ideal de estocagem de amostras 

para que os resultados não sejam comprometidos. Até então nenhum estudo investigou o 

efeito do tempo de congelamento em amostras sob condições de desequilíbrio redox. Assim, 

nesse estudo avaliou-se o efeito do tempo de congelamento da amostra na quantificação de 

biomarcadores de estado redox no gastrocnêmio, coração e cérebro de 

camundongos swiss submetidos a uma sessão de exercício máximo. 
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2 REVISÃO DE LITERATURA 

2.1 Espécies reativas de oxigênio e dano oxidativo 

Uma das vantagens metabólicas dos organismos aeróbicos em relação aos 

anaeróbicos refere-se à respiração celular, em que a oxidação aeróbica de algumas poucas 

moléculas de glicose ou ácido graxo produz grande quantidade de energia livre que, então, é 

convertida em trifosfato de adenosina (ATP), a “moeda” energética da célula. Isso permitiu o 

desenvolvimento de organismos multicelulares mais complexos. Contudo, o metabolismo 

aeróbico pode levar à produção de subprodutos reativos e potencialmente tóxicos que podem 

comprometer importantes processos biológicos (HALLIWELL e GUTTERIDGE, 1984; 

KEHRER, 1993). Esses metabólitos reativos são conhecidos como espécies reativas, que 

incluem os radicais livres, e a presença de tais espécies em materiais biológicos foi descrita 

pela primeira vez na década de 50 por Commoner et al., (1954). 

Radicais livres são espécies capazes de existir de forma independente. São moléculas, 

íons ou átomos com um ou mais elétrons desemparelhados em sua órbita mais externa ou camada 

de valência, sendo que elétron desemparelhado (simbolizado por •) é aquele que se encontra 

sozinho em um orbital atômico ou molecular (PRYOR, 1986; HALLIWELL, 1991). Essa 

característica justifica a alta reatividade e a curta meia vida dos radicais livres em relação a outras 

moléculas (HALLIWELL, 1991; HALLIWELL e GUTTERIDGE, 2007). 

Radicais livres, assim como algumas outras moléculas e íons, derivados do oxigênio 

são coletivamente denominados de espécies reativas de oxigênio. Portanto, o termo espécies 

reativas de oxigênio (ERO) engloba uma série de compostos de natureza radicalar e não 

radicalar. Essa classificação inclui moléculas que são caracterizadas por propriedades 

químicas e biológicas distintas, como, por exemplo, seletividade e velocidade de reação com 

moléculas biológicas (HALLIWELL e CROSS, 1994). As principais espécies reativas 

radicalares centradas no oxigênio são o ânion superóxido (O2
•−) e o radical hidroxila (HO•) e 

as não radicalares são representadas pelo oxigênio singlete (
1
O2

*
) e pelo peróxido de 

hidrogênio (H2O2). 

As ERO são continuamente formadas em decorrência da atividade metabólica 

celular, por processos enzimáticos e não enzimáticos, e também podem ser produzidas por 

processos de origem exógena como a exposição à radiação, poluição do ar, intoxicação por 

oxigênio, cigarro e álcool (PRYOR, 1986). 
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O ânion superóxido pode ser gerado pela redução incompleta do oxigênio na 

cadeia respiratória da membrana mitocondrial interna (FINAUD, LAC e FILAIRE, 2006; 

JENKIS, 1988). Durante a respiração celular, o oxigênio molecular recebe elétrons por meio 

da oxidação de NADH e FADH2 o que leva a formação de gradiente de prótons através da 

membrana mitocondrial interna, que é utilizado na síntese de ATP. Os elétrons, que deveriam 

servir como substratos para a completa redução da molécula de oxigênio à água, podem 

escapar da cadeia respiratória durante a passagem pelos complexo I e III e reagir de forma 

inadequada com o oxigênio, reduzindo-o a superóxido, (BLEIER, et al., 2015; BRAND et al., 

2004, MULLER, LIU e VAN REMMEN, 2004).  

Em decorrência da atividade metabólica celular há outras importantes fontes 

endógenas de ânion superóxido além da membrana mitocondrial interna, que incluem a reação 

catalisada pela xantina oxidase, que leva a oxidação de hipoxantinas e xantinas para a 

formação de ácido úrico e a ação da NAPH oxidase em células fagocíticas durante a explosão 

respiratória (MOREL, DOUSSIERE e VIGNAIS, 1991; VIÑA; GIMENO e SASTRE, 2000). 

O superóxido é relativamente impermeável a membranas celulares, no entanto, 

possui maior meia-vida em relação a outras ERO, o que lhe permite difundir dentro da célula, 

aumentando seu número de alvos moleculares (HALLIWELL, 1995). Esse radical pode, ao 

receber mais um elétron e dois íons de hidrogênio, sofrer dismutação, formando o peróxido de 

hidrogênio. Essa reação pode ocorrer de forma espontânea ou catalisada pela enzima 

superóxido dismutase (SOD) (reação 1) (FRIDOVICH, 1973; HALLIWELL e 

GUTTERIDGE, 2007). 

 

2O2
•-

+ 2H+ → H2O2 + O2                               (reação 1) 

 

O peróxido de hidrogênio é pouco reativo na ausência de metais de transição e 

tem meia-vida relativamente longa dentro da célula, o que contribui para que possa difundir-

se pelas membranas celulares e exercer tanto seus efeitos tóxicos quanto de sinalização 

(BIENERT, et al., 2007; BIENERT e CHAUMONT, 2014; SIES, 2014; WATANABE, et al., 

2016). Apesar de ser considerado um fraco agente oxidante, o peróxido de hidrogênio é 

citotóxico e seus efeitos decorrem, principalmente, pela capacidade de formar o radical 

hidroxila. Este é capaz de reagir facilmente com moléculas próximas ao sítio onde é 

produzido e é considerada a espécie mais reativa, podendo reagir com quase todas as 

moléculas encontradas nas células (VALKO et al., 2004; HALLIWELL, 1991; GOMEZ -

SOD 
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CABRERA, VIÑA e JI, 2009). A formação do radical hidroxila, a partir do peróxido de 

hidrogênio, ocorre por meio de reações catalisadas por metais de transição, tais como o 

Fe
3+

ou Cu
2+

, que estão presentes abundantemente nos tecidos e são potencialmente capazes de 

formar espécies reativas. Essas reações ocorrem em duas etapas. Na primeira, o Fe
3+

ou o Cu
2+

 

são reduzidos respectivamente a Fe
2+

ou Cu
+
pelo ânion superóxido (reação 2). 

 

   Fe
3+/ Cu2+

+ O2
•−→ Fe

2+
/ Cu

+
 + O2                                                     (reação 2) 

 

O Fe
2+

ou o Cu
+
 é utilizado na segunda etapa, na reação conhecida como reação de 

Fenton (reação 3), quando o radical hidroxila é formado a partir de peróxido de hidrogênio. 

 

Fe
2+/Cu++ H2O2  →  Fe

3+/Cu2+ +  OH− + HO•                (reação 3) 

 

A reação líquida final, conhecida como reação Haber-Weiss, é a seguinte (reação 

4): 

 

H2O2  + O2
−•   →    HO• + HO− + O2                        (reação 4)            

 

As ERO desempenham duplo e antagônico papel no organismo. Quando 

produzidas em baixas ou moderadas concentrações participam na modulação de várias 

condições fisiológicas importantes como a ativação da expressão gênica, de receptores da 

sinalização celular, no controle do tônus vascular e nos mecanismos de defesa dos fagócitos 

contra agentes infecciosos (ALLEN e TRESINI, 2000; HEHNER et al., 2000; HENSLEY et 

al., 2000). Porém, quando há uma produção de ERO que exceda a capacidade antioxidante 

elas induzem processos de morte celular que estão relacionados a danos na membrana 

lipídica, a proteínas e ao ácido desoxirribonucléico (DNA). 

Os lipídeos são os alvos biológicos mais comuns de oxidação pelas ERO, e esse 

processo é denominado peroxidação lipídica. Os ácidos graxos poli-insaturados são 

particularmente suscetíveis ao dano oxidativo pelas ERO devido a duplas ligações presentes 

em sua estrutura. Embora sejam mais resistentes, lipídios monoinsaturados e saturados 

também podem ser oxidados (GATÉ et al., 1999; HALLIWELL e GUTTERIDGE, 2007).  

O processo de peroxidação lipídica, ilustrado na Figura 1, engloba reações de 

iniciação, propagação e terminação, que são comuns a reações radicalares. Na etapa de 

 Fe/Cu 
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iniciação, um radical reativo, que pode ser tanto o radical hidroxila como o oxigênio singleto, 

remove hidrogênio do ácido graxo poli-insaturado na membrana e produz um radical lipídico 

(L
•
). A remoção do elétron adjacente à dupla ligação do ácido graxo resulta na formação de 

radical alquila (radical centrado no carbono) que causa cross-links inter ou intramoleculares, 

que perturbam a membrana lipídica (MARNETT, 1999). O radical lipídico reage com o 

oxigênio molecular e forma o radical peroxila (LOO
•
). Na etapa de propagação, o radical 

peroxila abstrai hidrogênio de outro ácido graxo poli-insaturado e forma-se, então, um 

hidroperóxido lipídico (LOOH) e outro radical lipídico. O radical lipídico reage com oxigênio 

e reinicia o processo, ou se combina, na etapa de terminação, com outro radical e forma um 

não-radical (L-L) (AUGUSTO, 2006; HALLIWELL e GUTTERIDGE, 2007). O 

hidroperóxido lipídico sofre outras reações, a maioria degradativas, e produz, assim, alcanos e 

aldeídos como o malondialdeído (MDA) e 4-hidroxinonenal, que podem reagir com outras 

moléculas, levando a danos secundários (FISHER-WELLMAN e BLOOMER, 2009). Íons 

metálicos podem participar do processo quando catalisam reações do hidroperóxido lipídico e 

formam radicais que geram uma nova propagação ao reagirem com ácido graxo poli-

insaturado.  

 
Figura 1: Esquema representativo do processo de peroxidação lipídica. LH = ácido graxo poli-insaturado; 

HO
•
 = radical hidroxila; L ͘= radical lipídico; H2O = água; O2 = oxigênio; LOO ͘= radical peroxila; L-L = ligação 

lipídio-lipídio (não radical); LOOH = hidroperóxido de lipídio; MDA (C3H4O2) = malondialdeído. Fonte: 

Adaptado de AUGUSTO, 2006. 
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Na célula, a peroxidação lipídica tem como consequência o desarranjo da 

bicamada lipídica, por alteração da fluidez, aumento da viscosidade e rigidez da membrana. 

Essas condições permitem que proteínas situadas do lado interno da membrana sejam 

atacadas diretamente por ERO prejudicando funções essenciais, tal como atividade intrínseca 

de enzimas e transportadores de membrana (KOZYREV e SLUTSKY, 2010). 

O dano oxidativo a proteínas é definido como uma modificação covalente de 

determinada proteína induzida diretamente por ERO ou indiretamente por reações com 

subprodutos secundários de dano redox (SHACTER, 2000). A modificação oxidativa de 

proteínas pode ser catalisada por metais, por meio da conversão de espécies menos reativas ao 

radical hidroxila, formando grupos carbonilas nas cadeias laterais de aminoácidos das 

proteínas, ou, ainda, as proteínas podem sofrer tais modificações de forma indireta, quando 

são modificadas por moléculas geradas pela oxidação de outros produtos como os radicais 

alquilas, derivados da peroxidação lipídica (SHACTER, 2000; STATDMAN e LEVINE, 

2003). A oxidação direta de lisina, arginina e prolina contribui de maneira expressiva (~50%) 

para as concentrações de derivados carbonílicos nos tecidos. Como exemplo, um desses 

derivados carbonílicos é o glutamato semialdeído, produto da oxidação da prolina e arginina 

(Figura 2).   

 

 
Figura 2- Exemplo de processos de formação de grupos carbonilas por oxidação de aminoácidos. A 

oxidação de resíduos de prolina e arginina resulta em Glutamato semialdeído como produto. Fonte: Adaptado de 

HALLIWELL e GUTTERIDGE, 2007. 
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A formação do grupo carbonila leva a alterações na conformação das proteínas, 

aumentando a agregação, fragmentação, distorção das estruturas secundária e terciária, 

suscetibilidade à proteólise e alteração da função (BUTTERFIELD et al., 1998). Além disso, 

o grupo carbonila é um marcador de inativação protéica que leva à degradação proteassômica, 

contudo o próprio proteassoma pode ser alvo de inativação oxidativa, o que limita a 

capacidade das células de processarem proteínas com derivados carbonílicos (WU et al., 

2009). 

O desequilíbrio redox acelera o dano ao DNA, mas apenas algumas espécies 

reativas e alguns produtos resultantes da peroxidação lipídica podem levar a esse dano. O 

radical hidroxila reage com o DNA, adicionando hidrogênio a duplas ligações presentes nas 

bases nitrogenadas, ou removendo hidrogênios dos grupamentos metilenos presentes na 

timina e na desoxirribose. A remoção de um átomo de hidrogênio do grupo metileno da 

timina resulta em radicais alil ou propenil, enquanto que a adição do hidroxila à dupla ligação 

dos carbonos 5 e 6 das pirimidinas leva à formação de adutos de hidroxila. O radical hidroxila 

também pode ser adicionado aos carbonos 4, 5 e 8 das bases púricas, formando adutos de 

hidroxila: o aduto C4-HO
•- 

com propriedades oxidantes, e os adutos C5-HO
•- 

e C8-HO
•-
, com 

propriedades redutoras (COOKE et al., 2003; EVANS et al., 2004). Assim, o DNA pode 

sofrer diferentes alterações como consequência do dano oxidativo, como deleções, 

translocações, rearranjos, mutações, cross-links, mudanças no número de cromossomos e 

alterações em padrões de metilação/acetilação. 

 

2.2 Sistema de defesa antioxidante 

Para manter a integridade celular, os organismos desenvolveram uma série de 

mecanismos de defesa contra o excesso de espécies reativas que incluem mecanismos 

antioxidantes de prevenção e intercepção e mecanismos de reparo, além de defesas físicas 

(KÖNIG et al., 2001; MASELLA et al., 2005; RADAK et al. 1999; SIES, 1993;). 

HALLIWELL e GUTTERIDGE (1989) propuseram uma definição ampla de 

antioxidantes: “são substâncias que quando presentes em baixas concentrações comparadas as 

do substrato oxidável, regeneram o substrato ou previnem significativamente a oxidação do 

mesmo”. O termo substâncias oxidáveis inclui todas as moléculas orgânicas, como lipídios, 

proteínas e DNA (HALLIWELL, 1990; KOZYREV e SLUTSKY, 2010). No entanto, essa 

definição não leva em conta sistemas de reparo ou inibidores da geração de espécies reativas, 
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o que levou Halliwell e Gutteridge (2007) a proporem uma nova e mais simples definição 

para antioxidantes, que foram, então, definidos como: “qualquer substância que atrasa, 

previne ou remove dano oxidativo a uma molécula alvo”. 

As principais estratégias desempenhadas pelo sistema de defesa antioxidante 

incluem conversão de ERO em moléculas menos ativas e prevenção da transformação de 

espécies menos reativas em formas mais reativas, como, por exemplo, inibição da conversão 

de peróxido de hidrogênio em hidroxila (POWERS e LONNON, 1999; HALLIWELL e 

GUTTERIDGE, 2007). 

Dois mecanismos antioxidantes endógenos funcionam como uma unidade para 

controlar os efeitos de ERO nas células: enzimáticos e não-enzimáticos, ambos encontrados 

nos meios intra e extracelulares (POWERS e LONNON, 1999). Os antioxidantes enzimáticos 

catalisam reações com a finalidade de remover ERO ou regenerar os antioxidantes oxidados, 

reduzindo-os. As principais enzimas antioxidantes incluem SOD, Catalase (CAT), Glutationa 

Peroxidase (GPx), Glutationa Redutase (GR), Glutationa S-transferase (GST), 

Peroxirredoxinas e Tiorredoxinas. Os antioxidantes não-enzimáticos incluem a glutationa 

reduzida (GSH), ácido ascórbico (vitamina C), Vitamina E e ácido úrico (POWERS e 

JACKSON, 2008; SIES e STAHL, 1995; WAYNER et al., 1987), dentre outros. Embora os 

mecanismos de ação dos componentes da defesa antioxidante variem bastante, todos possuem 

em comum a capacidade de interromper reações de oxidorredução. 

A SOD, descrita pela primeira vez por Mc-Cord e Fridovich (1969), é a primeira 

linha de defesa antioxidante enzimática e constitui a defesa celular contra os radicais 

superóxido, sendo capaz de catalisar a dismutação destes em uma espécie menos reativa, o 

peróxido de hidrogênio e oxigênio molecular. 

A SOD possui isoformas que diferem tanto na localização celular quanto ao co-

fator metálico ligado ao seu sítio ativo. Assim, pode-se distinguir três isoformas de SOD, 

sendo que duas contêm cobre e zinco (SOD1 e SOD3) e uma contém manganês (SOD2). 

Essas isoformas catalisam a dismutação do superóxido com eficiência e modo semelhantes 

(OH-ISHL et al., 1995) (reação 5) e a velocidade da reação é, em várias ordens de grandeza, 

mais rápida que em condições fisiológicas na ausência de SOD (FORMAN e FRIDOVICH, 

1973). 
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Cu2+ Zn Mn3+SOD +  O2
•− →  Cu+ Zn Mn2+SOD +  O2  

Cu+ Zn Mn2+SOD +  O2
•− +  2H+ → Cu2+ Zn Mn3+SOD +  H2O2 

2O2
•− +  2H+ → O2 +  H2O2

 

 

A SOD1, ou Cu,Zn-SOD (MC-CORD e FRIDOVICH, 1969), é encontrada no 

citoplasma, lisossomos e espaço intermembranas da mitocôndria e é muito ativa no fígado. A 

SOD2, ou Mn-SOD, está localizada na matriz mitocondrial e é mais ativa no córtex-renal que 

em outros tecidos (HALLIWEL e GUTTERIDGE, 2007; FRIDOVICH, 1995; OHNO et al., 

1995; SRIVASTATAVA et al., 2007; WEISIGER e FRIDOVICH, 1973). Já a SOD3 ou SOD 

extracelular (EC-SOD) é encontrada em fluidos extracelulares como plasma, linfa e líquido 

sinovial. Essa isoforma contém um domínio de alta afinidade pela heparina que contribui para 

sua localização na matriz extracelular. A SOD3 é muito expressa em vasos sanguíneos, 

coração, rins e pulmões e menos expressa em fígado, músculo esquelético e cérebro 

(FATTMAN, SCHAEFER e OURY, 2003; MARKLUND, 1982; NOZIK-GRAYCK, 

SULIMAN e PIANTADOSI, 2005; OOKAWARA et al., 1998;). 

A CAT é a enzima que catalisa a remoção do peróxido de hidrogênio, que pode 

ocorrer também na ausência de CAT de forma mais lenta em reação catalisada por metais, 

como descrito na reação de Fenton. Para a decomposição do peróxido de hidrogênio em água 

e oxigênio molecular a enzima utiliza o Fe3+ como cofator. Para isso, uma molécula de H2O2 

oxida o ferro ligado ao grupamento heme na CAT a um composto ativo (comp. I) de alta 

valência (Por+• − Fe4+ = O). Esta espécie, que se refere a outro estado da enzima, é 

altamente oxidante e capaz de reagir com outra molécula de H2O2 e, assim, o composto I é 

reduzido para regenerar a enzima e liberar água e oxigênio (reação 6) (CHELIKANI, FITA e 

LOEWEN, 2004; HALLIWELL e GUTTERIDGE, 2007; KIRKMAN e GAETANI, 2006). 

 

CAT Por − Fe3+ + H2O2 → 𝑐𝑜𝑚𝑝. 𝐼 Por+• − Fe4+ = O + H2O 

𝑐𝑜𝑚𝑝. 𝐼 Por+• − Fe4+ = O + H2O2→ CAT Por − Fe3+ + H2O +O2 

2H2O2 → 2H2O +O2
 

A CAT é amplamente ou completamente localizada em peroxissomos, de modo 

que essa enzima precisa se difundir por essas organelas para desempenhar sua ação no citosol 

(CHANCE, SIES e BOVERIS, 1979; GOO, CHAL e KIM, 2005). Ela está presente em todos 

(reação 5) 

(reação 6) 
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os tecidos animais e tem alta atividade em eritrócitos, fígado e rim e baixa atividade no 

cérebro (DEL MAESTRO e MCDONALD, 1982; SZIMONIK-LESIUK et al., 2003). 

Por um longo tempo estudos apontaram a CAT como secundária na remoção do 

peróxido de hidrogênio e sugeriam a GPx como mais ativa na remoção dessa espécie reativa. 

Contudo, alguns autores provaram que a CAT atua como principal enzima na catálise da 

neutralização do H2O2  em eritrócitos e possivelmente em outros tecidos, enquanto a principal 

função da GPx seria a dismutação de peróxidos orgânicos e a manutenção de tióis protéicos 

em seu estado reduzido (GAETANI et al., 1996; MUELLER, RIEDEL e STREMMEL, 1997; 

VESKOUKIS et al., 2009). Assim, é provável que mais da metade do H2O2  produzido na 

célula seja neutralizado pela CAT. 

A enzima GPx é, assim como a CAT, responsável por reduzir H2O2 à água, mas 

diferentemente dessa, requer um agente redutor para desempenhar sua função, além de 

catalisar também a redução de hidroperóxidos orgânicos a seus correspondentes alcoóis. A 

GPx contém um resíduo de selenocisteína no seu sítio ativo (FLOHÉ et al., 1973). Esse 

resíduo de aminoácido participa do ciclo catalítico pelo qual hidroperóxidos orgânicos 

(ROOH) são reduzidos a alcoóis e água, enquanto o peróxido de hidrogênio é convertido em 

água. Nesse processo a glutationa em sua forma reduzida (GSH) é oxidada a glutationa 

dissulfeto (GSSG) (reação 7). A atividade da GPx é dependente do fornecimento constante de 

GSH, que é regenerado a partir de GSSG pela glutationa redutase (GR), enzima que usa o 

NADPH como doador de elétrons na reação (reação 8). Essa reação é fundamental para a 

biodisponibilidade da GSH in vivo (BJORNSTEDT, 1997). 

 

2GSH+H2O2/ROOH →  GSSG+2H2O/H2O+RHO 

 

 GSSG+NADPH+H+ →  2GSH+NADP+ 

 

A GTS é responsável por remover produtos tóxicos tais como carcinógenos 

químicos e poluentes ambientais, realizando, de fato, uma detoxificação do organismo. Exerce 

seu efeito protetor por catalisar a conjugação de GSH com produtos finais de oxidação e 

representa uma segunda linha de defesa contra a toxicidade de substâncias produzidas por 

reações mediadas por ERO (MASELLA, et al., 2005). Pode ser encontrada no citoplasma, 

mitocôndrias e microssomas (MASELLA, et al., 2005). 

GPx 

GR 

 (reação 7) 

 (reação 8) 
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As Peroxirredoxinas são enzimas antioxidantes que protegem proteínas e lipídeos 

do dano oxidativo causado por peróxidos orgânico e peróxido de hidrogênio. As diferentes 

isoformas das Peroxirredoxinas são distribuídas de modo distinto dentro da célula e podem 

estar localizadas no citosol, nas mitocôndrias, no espaço extracelular e nos peroxissomos 

(DEATON e MARLIN, 2003). Catalisam sua reação semelhante à GPx, embora possuam 

eficiência catalítica muito menor que esta e a CAT. São capazes de remover baixas 

concentrações de hidroperóxidos e peroxinitritos e, ainda, as Peroxirredoxinas são as 

principais reguladoras da sinalização por H2O2 iniciada por receptores celulares de superfície 

(WOOD et al., 2003).  

As Tiorredoxinas têm importante papel na regulação redox por repararem os 

grupos sulfidrilos oxidados, removerem o H2O2 e também estão envolvidas na regeneração de 

ácido ascórbico oxidado. Elas podem ser abundantes no citosol, núcleo, mitocôndrias, podem 

estar associadas com a membrana celular e secretadas extracelularmente em sua forma 

oxidada por diferentes tipos de células incluindo monócitos e linfócitos após ativação 

(HOLMGREN, 1985; ARNÉR e HOLMGREN, 2000). 

Tratando-se dos antioxidantes não enzimáticos, para neutralizar espécies reativas, 

eles podem atuar como doadores de elétrons ou prótons, como agentes quelantes de íons 

metálicos ou ainda de forma a restituir outro antioxidante.  

A GSH, que funciona como cofator da família de enzimas glutationa peroxidases, 

é a principal reguladora não enzimática do estado redox intracelular e sua capacidade redutora 

é determinada pelo grupamento sulfidrila, sendo, a GSH, o único tiol não protéico em seres 

aeróbicos. Falha nesta função leva a formação de meta-hemoglobina e consequente 

incapacidade do eritrócito em transportar oxigênio, além de impedir sua passagem para órgãos 

vitais por causar uma variação na forma do eritrócito (SIES, 1999). No núcleo, a GSH 

mantém o estado redox de proteínas sufidrilas importantes que são necessárias para expressão 

e reparo do DNA (VALKO et al., 2007). 

 A vitamina E corresponde a um conjunto de compostos que inclui os tocoferóis e 

tocotrienóis, sendo a α-tocoferol a forma com maior atividade biológica. A vitamina E é 

lipossolúvel e é a principal antioxidante a interromper a reação em cadeia que leva a 

peroxidação de lipídios através do fornecimento de prótons aos radicais, sendo também capaz 

de converter o superóxido e o radical hidroxila em formas menos reativas (HERRERA e 

BARBAS, 2001; PAKER, 1991; POWERS e LONNON, 1999). Está localizada nas 

membranas celulares e lipoproteínas (PAKER, 1991).  
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A vitamina C, ou ácido ascórbico, é hidrossolúvel e está localizada no citosol e no 

meio extracelular. Além de eliminar diretamente os radicais superóxido e hidroxila e os 

hidroperóxidos lipídicos, por doar elétrons, a vitamina C desempenha um importante papel na 

regeneração da α-tocoferol (PAKER, 1991; SIES e STAHL, 1995). 

O ácido úrico possui uma forma ionizada, o urato, que reage rapidamente com o 

radical hidroxila, contudo sua reação mais importante é com os radicais peroxila, ação esta 

que é a base do seu efeito antioxidante protetor ao DNA e lipídios. O urato reage com os 

radicais peroxila antes de penetrarem a membrana e iniciarem danos e é capaz de recuperar 

estruturas que foram convertidas a radicais livres doando um elétron e um próton (SAUTIN e 

JOHNSON, 2008; SIMIC e JOVANOVIC, 1989). 

Em geral, o corpo possui reservas de antioxidantes adequadas para lidar com a 

produção de ERO sob condições fisiológicas (BANERJEE et al., 2003; WAYNER et 

al.,1987). As concentrações e a composição das defesas antioxidantes diferem entre os tecidos 

e os diferentes tipos celulares (SZYMONIK-LESIUK et al., 2003). As defesas são 

frequentemente aumentadas depois da exposição do organismo às espécies reativas. No 

entanto, as defesas antioxidantes não são totalmente efetivas em impedir a ação das ERO e, 

dessa forma, evitar alterações oxidativas em seus alvos. Esse fato permite que as espécies 

reativas exerçam suas funções biológicas, como por exemplo, sinalização celular, enquanto os 

antioxidantes minimizam danos oxidativos a biomoléculas (HALLIWELL, 1995). 

 

2.3 Desequilíbrio redox e seus marcadores em sistemas biológicos 

O conceito de estresse oxidativo foi introduzido de forma simples em 1985 como 

um desequilíbrio entre oxidantes e antioxidantes, que conduziriam a potenciais danos 

moleculares (SIES, 1985). Contudo, esse conceito não abrange processos fundamentais que 

envolvem reações de oxidorredução celulares denominadas, de modo coletivo, de sinalização 

redox ou controle redox (JONES, 2006). Assim, o conceito de estresse oxidativo foi 

atualizado para se concentrar em respostas biológicas e incluir o papel de sinalização redox e 

passou a ser considerado como o desequilíbrio entre oxidantes e antioxidantes, em favor dos 

oxidantes, que leva à perturbação da sinalização e do controle redox e/ou a danos moleculares 

(SIES e JONES, 2007).  

Com o aprimoramento desse conceito, o emprego do termo estresse oxidativo se 

tornou muito geral, e até mesmo exagerado, para descrever reações químicas específicas que 
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ocorrem em células ou tecidos específicos e não deve ser utilizado (SIES, 2015; 

BREITENBACH e ECKL, 2015). Além disso, é difícil associar o conceito biológico de 

estresse com o entendimento da química básica de oxido-redução, o qual inclui transferência 

de elétrons, radicais livres e metabolismo de oxigênio. Por isso, nesse trabalho, será adotado o 

termo desequilíbrio redox para designar condições químicas e físicas que perturbam a 

homeostase redox.  

O desequilíbrio redox favorece a oxidação de biomoléculas e leva a produção de 

metabólitos específicos que podem ser usados como marcadores desse fenômeno. Tais 

marcadores são derivados principalmente da oxidação de lipídios, proteínas e DNA.  

O produto da peroxidação lipídica mais frequentemente utilizado como marcador 

de desequilíbrio redox é o MDA. Contudo, apesar da principal fonte de MDA em amostras 

biológicas ser a peroxidação lipídica, ele também pode ser formado em certos tecidos por 

processos enzimáticos, como, por exemplo, na biossíntese de tramboxano A2, a partir da 

prostaglandina H2 pela ação da tramboxano sintase (HECKER e ULRICH; 1989). Vários 

métodos foram desenvolvidos para avaliar a presença de MDA como indicador de 

peroxidação lipídica, podendo ser mensurado por HPLC (high-performance liquid 

chromatography), espectrofotometria ou espectrofluorimetria (AGARWAL e CHASE, 2002; 

ESPINOSA, DURÁN e LÓPEZ, 1996; YOUNG e TRIMBER, 1991). O teste colorimétrico 

mais comum para mensurar a formação de MDA baseia-se em sua reação com o ácido 

tiobarbitúrico (TBA), resultando em um composto que pode ser quantificado 

espectrofotometricamente (Figura 3). Esse método de detecção de substâncias reativas ao 

ácido tiobarbitúrico é conhecido como TBARS (do inglês: thiobarbituric-acid-reactive 

substance). 

 

 

 
 

Figura 3- Reação entre o ácido tiobarbitúrico e malondialdeído. TBA = ácido tiobarbitúrico, MDA = 

malondialdeído. 
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A quantificação de TBARS, como indicativo de formação de MDA, tem reduzida 

especificidade pelo fato do TBA reagir com outros produtos da oxidação, além do MDA 

(ESTERBAUER, SCHAUR e ZOLLHER, 1991). Outro problema inerente ao ensaio é que, 

para se obter o produto final de condensação, ele deve ser realizado sob alta temperatura e 

isso pode levar a oxidação adicional (DEL RIO, STEWART e PELLEGRINI, 2005). Porém, 

apesar das críticas ao método, sua utilização pode ser justificada quando o objetivo é saber se 

um tratamento induziu a peroxidação lipídica ou se a amostra contém produtos da 

peroxidação. Nesses casos, o primeiro método de escolha deve ser o de reação com o TBA já 

que não se tem interesse em produtos específicos (ESTERBAUER, SCHAUR e ZOLLNER, 

1991). Caso o ensaio não dê positivo, não há necessidade de tentar um dos métodos mais 

sofisticados (ESTERBAUER, SCHAUR e ZOLLNER, 1991). Mas, caso contrário, se o 

resultado encontrado for positivo, deve-se optar por métodos adicionais mais específicos ou 

outras medidas de desequilíbrio redox antes de chegar a qualquer conclusão. 

Outro importante marcador de desequilíbrio redox é a formação de derivados 

carbonílicos em proteínas. Grupos carbonílicos adicionados as cadeias laterais das proteínas 

constituem porções quimicamente estáveis, o que torna viável sua detecção e quantificação 

(DALLE-DONE et al., 2003). Muitos dos ensaios para mensuração de danos oxidativos a 

proteínas envolvem reação do derivado carbonílico com a 2,4-dinitrofenilhidrazina, levando à 

formação de 2,4-dinitrofenilhidrazona, que é estável e pode ser detectado 

espectrofotometricamente (Figura 4) (LUO e WEHR, 2009; LEVINE et al., 2000). Ensaios 

para detecção de derivados carbonílicos em proteínas quantificam qualquer grupo carbonílico 

protéico, independente da fonte. E os ensaios com maior sensibilidade e especificidade são 

apenas semi-quantitativos (SHACTER, 2000). 

 
Figura 4- Reação do grupo carbonila com o 2,4-dinitrofenilhidrazina. A reação resulta na formação de 2,4-

dinitrofenilhidrazona e é mostrada por um resíduo de lisina oxidado. Adaptado de WEBER, DAVIES e GRUNE, 

2015. 
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2.4 Desequilíbrio redox induzido por exercício e seu impacto em diferentes tecidos 

Uma sessão de exercício aumenta as taxas de consumo de oxigênio e, assim, 

hipotetizou-se que ele poderia causar desequilíbrio redox e consequentes danos aos tecidos. 

Dillard et al., (1978) foram os primeiros a evidenciarem que o exercício agudo pode causar 

desequilíbrio redox. Os autores avaliaram o volume de pentano expirado, que é um indicador 

de peroxidação lipídica, em indivíduos submetidos a 60 minutos de exercício, a 50% do 

consumo máximo de oxigênio, em bicicleta ergométrica. Esses autores observaram aumento 

de 1,8 vezes no pentano expirado nos indivíduos exercitados em relação aos indivíduos que 

foram mantidos em repouso, demonstrando, pela primeira vez, o aumento da peroxidação 

lipídica durante o exercício. Contudo, esse trabalho não identificou a fonte de ERO 

responsável pelo dano lipídico. Posteriormente, Davies et al.(1982) demonstraram, por meio 

da técnica de ressonância paramagnética de elétrons, que o exercício realizado até a exaustão 

aumenta a concentração de produtos de peroxidação lipídica e leva a perda da integridade 

estrutural do retículo sarcoplasmático no músculo esquelético e no fígado de ratos. Os autores 

detectaram aumento de duas a três vezes na amplitude do sinal de radicais livres nesses 

tecidos. 

Hoje se sabe que o exercício agudo leva a alteração do estado redox em 

praticamente todos os fluidos corporais, células sanguíneas e órgãos. A partir de estudos que 

avaliaram o estado redox em diferentes tecidos pode-se concluir que o exercício agudo, de 

fato, é capaz de alterá-lo de forma sistêmica. Vários estudos, tanto em animais como em 

humanos, encontram alterações no estado redox após exercício agudo no plasma 

(TAKAHASHI, SUZUKI e MATOBA, 2012), eritrócitos (ŞENTÜRK et al., 2001), linfócitos 

(FERRER et al., 2009; TOSSIGE-GOMES et al., 2016), neutrófilos (SUREDA et al., 2005), 

músculo esquelético (VIÑA et al., 2000; POWERS et al., 1994; LIU, HE e LI, 2013; 

BARRETO et al., 2012), coração (SOMANI et al., 1995; SEWARD, 1995; NIE et al., 2010), 

rim (RADÁK et al., 1996), fígado (DAVIES et al., 1982; LIU et al., 2000) e cérebro 

(PEDREANEZ et al., 2006). 

Especialmente músculo esquelético, coração e cérebro mostram-se muito 

suscetíveis ao dano oxidativo pelo exercício, quando comparados a outros tecidos. Tal fato se 

deve a características intrínsecas desses tecidos, como a alta atividade metabólica do músculo 

esquelético durante o exercício e alta atividade metabólica basal do coração e cérebro, além 

da baixa atividade antioxidante dos três em relação aos outros tecidos (HERRERO e BARJA, 
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1997). Enquanto o suprimento de oxigênio para o fígado e rim diminui significativamente 

durante uma sessão de exercício há um aumento considerável do fluxo sanguíneo nos 

músculos esquelético e cardíaco, o que leva à ativação de vários sistemas geradores de ERO. 

Já no cérebro, o fluxo sanguíneo tende a sofrer moderadas alterações, que devido a 

características peculiares do tecido, já é suficiente para ativar vários sistemas geradores de 

ERO (RADAK, CHUNG e GOTO, 2007). 

No músculo esquelético, Barreto et al., 2012, demonstraram alteração do estado 

redox em camundongos após exercício máximo de natação. Em animais não treinados o 

exercício levou ao aumento da concentração de MDA e da atividade da CAT e GPx no 

gastrocnêmio. Já Perez et al., 2003, avaliaram o efeito de uma sessão aguda de exercício em 

diferentes protocolos de exercício no músculo esquelético e cardíaco de ratos. Em um dos 

protocolos os animais realizaram exercício exaustivo em esteira a 20m/min a 0% de 

inclinação e em outro um exercício máximo exaustivo iniciado a 10m/min a 0% de inclinação, 

seguido por aumento gradual da velocidade da esteira a cada 4 min até a 30 m/min, a 15% de 

inclinação e finalizando o protocolo após a exaustão do animal. Ambos os exercícios 

exaustivos deste estudo levaram a aumento da concentração de derivados carbonílicos em 

proteínas no coração e no gastrocnêmio. Venditti e Meo, 1996, também observaram aumento 

da peroxidação lipídica no gastrocnêmio e coração após protocolo de exercício máximo de 

natação, com acréscimo de 2% da massa corporal ao animal. 

Somani, Frank e Rybak (1995) mostraram aumento da concentração de MDA e da 

atividade das enzimas antioxidantes, dentre elas CAT e SOD, no músculo cardíaco de ratos 

após exercício agudo em esteira a 100% da capacidade máxima de consumo de oxigênio com 

aumento progressivo da velocidade e da inclinação.  

Em seu estudo, Aydin et al. (2008) submeteram ratos a um protocolo agudo de 

natação até a exaustão e observaram, no cérebro, aumento da peroxidação lipídica, avaliada 

pela concentração de MDA, aumento de derivados carbonílicos em proteínas, por reação com 

o 2,4-dinitrofenilhidrazina e redução de GSH. Takiris et al. (2005) observaram redução  na 

capacidade antioxidante total no cérebro de ratos submetidos a natação forçada por períodos 

de 2 ou 5 horas ( redução em 20 e 25% respectivamente).  

Embora os diferentes tecidos, tal como o músculo esquelético, coração e cérebro, 

tenham sua homeostase redox alterada pelo exercício agudo, o modo como essa homeostase é 

afetada é influenciado pela capacidade de cada tecido em gerar espécies reativas e a 
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capacidade intrínseca de defesa antioxidante, já que essa pode variar muito de tecido para 

tecido, como mostrado por Grankvist et al., 1981. 

As células que compõem o músculo esquelético contêm antioxidantes enzimáticos 

e não-enzimáticos que estão estrategicamente compartimentalizados no citoplasma e em 

organelas. No músculo esquelético de roedores a atividade da SOD e da CAT são maiores nos 

músculos oxidativos, caracterizados por conter elevado percentual de fibras do tipo I e do tipo 

IIa em comparação com aqueles com baixos volumes mitocondriais (IIx ou IIb) (POWERS et 

al., 2011; CRISWELL et al., 1993). Muitos trabalhos consideram que o músculo esquelético é 

a principal fonte de ERO durante o exercício (POWERS e JACKSON, 2008). Em 

intensidades de contração de moderada a alta o músculo é capaz de liberar grande quantidade 

dessas espécies (PATWELL et al., 2004), que aumentam a oxidação local e sistêmica, 

inclusive em tecidos que não se contraem (CLOSE et al., 2007). 

O coração é um órgão aeróbio e tem uma das taxas mais elevadas de consumo de 

oxigênio no corpo, quando comparado ao músculo esquelético em repouso e ao fígado, por 

exemplo, sua taxa de consumo de oxigênio é mais que duas vezes o volume consumido pelo 

fígado por minuto e muitas vezes maior que o volume consumido pelo músculo esquelético 

em repouso (JI, 2000; SEN, 1995). Contudo, apesar de ter que lidar com altas taxas de 

formação de oxidantes, o tecido cardíaco tem quase duas vezes menos atividade de SOD do 

que o fígado, e a atividade da catalase é extremamente baixa, chegando a ser mais de dez 

vezes menor que a do fígado (GRANKVIST, MARKLUND e TALJEDAL, 1981). Além 

disso, outro fator torna o coração um órgão ainda mais sensível ao desequilíbrio redox pelo 

exercício, o grau de poli-insaturação dos ácidos graxos fosfolipídicos no músculo cardíaco é 

de 68%, o que é considerado alto comparado a maioria dos tecidos, e o torna mais suscetível a 

peroxidação (NIKOLAIDIS, PETRIDOU e MOUGIOS, 2006). 

O tecido cerebral é altamente sensível ao desequilíbrio redox devido ao seu 

intenso consumo de oxigênio (consome uma das maiores taxas de oxigênio por unidade de 

massa de tecido, correspondente a 20% de todo o oxigênio recebido pelo corpo) e tem alto 

fluxo sanguíneo, alto teor de ferro e lipídios e baixa atividade de defesas antioxidantes 

(STREK, CZAPSKI e SILVA, 2013; OOKAWARA et al.,1998). O fato da atividade 

antioxidante nesse tecido ser muito baixa quando comparada a outros tecidos também 

contribui para que o cérebro seja muito suscetível ao desequilíbrio redox, como o 

desencadeado pelo exercício máximo. A concentração de catalase é a mais baixa encontrada 

em tecidos estudados, e equivale a aproximadamente a 2% da catalase do fígado e 22% a do 
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coração de camundongos (GRANKVIST, MARKLUND e TALJEDAL, 1981). Além disso, 

durante o exercício máximo há uma maior demanda de energia no cérebro e o fluxo sanguíneo 

aumenta. Este tecido utiliza a glicose como fonte primária de energia e superóxidos são 

produzidos durante o seu metabolismo, além disso, a glicose pode interagir com outras 

moléculas e formar ERO (SOMANI e HUSAIN, 2000). O exercício também aumenta as 

concentrações séricas de glicocorticóides e, estes, em resposta ao exercício agudo, podem 

alterar o conteúdo não enzimático e a atividade de enzimas antioxidantes no tecido cerebral e, 

consequentemente, contribuem com o aumento das concentrações intracelulares de ERO, 

aumentando a peroxidação lipídica e dano a proteínas (MCLNTOSH, HONG e SAPOLSKY, 

1998; MCLNTOSH e SAPOLSK, 1996). 

Apesar de tudo isso, ainda há um debate sobre os mecanismos que levam ao 

aumento de espécies reativas sob a condição de alto consumo de oxigênio que representa o 

exercício físico aeróbico. Assim, foram propostas algumas vias de produção de ERO durante 

o exercício, que incluem: respiração mitocondrial, xantina oxidase, neutrófilos e outros 

fagócitos, auto-oxidação de catecolaminas, metabolismo das prostaglandinas e conteúdo de 

ferro livre. 

Durante muito tempo a respiração mitocondrial foi reportada como a maior 

produtora de ERO durante o exercício físico. Vários autores sugeriam que o aumento do 

consumo de oxigênio no exercício levaria, obrigatoriamente, ao aumento da atividade 

mitocondrial e consequente aumento da produção de ânion superóxido nos tecidos. Contudo, 

provou-se que no estado ativado, tal como ocorre no exercício, quando todos os substratos 

estão presentes em suspensão e grande quantidade de ATP é produzida a produção percentual 

de radicais livres pela mitocôndria é baixa e, possivelmente, inferior ao estado basal 

(ADHIHETTY et al., 2005; CHANCE, SIES e BOVERIS, 1979; HANSFORD, HOGUE e 

MILDAZIENE, 1997; KOZLOV et al., 2005; ST-PIERRE et al., 2002).  

Essa baixa taxa de produção de ERO pela mitocôndria durante o exercício, que 

tem sido estimada em 0,1 a 1% do total de oxigênio consumido, dependendo das condições 

experimentais, é várias ordens de grandeza inferior ao que foi descrito inicialmente e pode ser 

justificada pelo papel de proteínas desacopladoras como reguladoras da produção de ERO 

mitocondrial. Tais proteínas causam dasacoplamento leve da cadeia respiratória por meio da 

diminuição da força motora de prótons pela membrana mitocondrial interna, essencial para a 

diminuição da disponibilidade de doadores de elétrons capazes de reduzir o oxigênio a 

superóxido e, assim, protegem a mitocôndria de danos oxidativos mediante pequena perda de 
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energia (BRAND et al., 2004; BRAND e ESTEVES, 2005), principalmente quando o fluxo 

de oxigênio é intenso como no exercício físico. Apesar de tudo isso, deve ficar claro que, a 

baixa produção de ERO pela mitocôndria durante o exercício é suficiente para causar danos 

oxidativos (ST-PIERRE et al., 2002). 

Uma das principais hipóteses que vem sendo investigada na contribuição da 

produção de ERO durante o exercício está relacionada ao papel da xantina oxidase. Em 

condições fisiológicas a xantina oxidase está na forma de xantina desidrogenase, que é a 

forma dominante da enzima e responsável por oxidar tanto hipoxantina como xantina ao ácido 

úrico, em um processo que reduz NAD
+
 a NADH. O exercício agudo pode promover um 

breve estado de isquemia, e dependendo da intensidade do exercício, a ressíntese do ATP não 

acompanha a sua utilização e, nesse caso, o ATP é convertido em ADP, AMP, inosina e, por 

fim, em hipoxantina. Na condição de isquemia a xantina desidrogenase é convertida em 

xantina oxidase por modificação de resíduos de cisteína (VIÑA et al., 2000) ou pela ação de 

proteases dependentes de cálcio, que aumentam quando há comprometimento da homeostase 

do cálcio, como ocorre no exercício intenso em consequência do dano muscular (BLOOMER, 

2008).  

A xantina oxidase não utiliza NAD
+
 como aceptor de elétrons, mas sim o oxigênio 

para que hipoxantina e xantina sejam convertidas em ácido úrico. O oxigênio será, nessas 

condições, reduzido a ânion superóxido e peróxido de hidrogênio que poderão ser convertidos 

em espécies mais reativas na presença de íons metálicos. Na condição de isquemia as 

concentrações intracelulares de xantina oxidase e hipoxatina aumentam consideravelmente e, 

por esse motivo, quando ocorre a reperfusão a produção de radicais livres é alta, já que o 

oxigênio estará disponível para funcionar como aceptor de elétrons na reação catalisada pela 

xantina oxidase, o que resultará em dano oxidativo (HELLSTEIN et al., 1988; BAILEY et al., 

2007). O processo de formação de espécies reativas a partir da xantina oxidase é ilustrado na 

Figura 5. 
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Figura 5- Mecanismo de geração de espécies reativas de oxigênio por xantina oxidase. No processo de 

isquemia, trifosfato de adenosina (ATP) é convertido sequencialmente em difosfato de adenosina (ADP) e 

monofosfato de adenosina (AMP) e, posteriormente, AMP é convertido em inosina pela enzima AMP 

deaminase. Xantina desidrogenase, via ativação de proteases cálcio-dependentes é convertida em xantina 

oxidase. Quando o oxigênio é reintroduzido (reperfusão), inosina forma hipoxantina por ação da purina 

nucleosídeo fosforilase (PNP), produzindo, assim, substrato para a xantina oxidase, que então produz 

superóxido e peróxido de hidrogênio como subprodutos. Na presença de ferro superóxido e peróxido de 

hidrogênio são convertidos em radical hidroxil. Adaptado de MCCORD, 1985. 

 

Além do músculo esquelético, a lesão por isquemia e reperfusão pode acometer 

outros tecidos e o dano por esse processo é mais acentuado em alguns tecidos que em outros 

pela grande variação da concentração de xantina desidrogenase nos diferentes tecidos 

(EVANS et al., 1997). 

Outras fontes de ERO, além da mitocondrial e da xantina oxidase, têm sido 

investigadas e recebem destaque, especialmente se tratando de exercício exaustivo. Na 

resposta inflamatória em decorrência da lesão tecidual induzida por contrações sucessivas, 

neutrófilos e outros fagócitos podem ser ativados e produzem grande quantidade de espécies 

reativas, incluindo superóxido e peróxido de hidrogênio, contribuindo para desequilíbrio 

redox (QUINDRY et al., 2003). ERO, especialmente o ânion superóxido, são geradas 

enzimaticamente pela NADPH oxidase localizada na membrana de leucócitos recrutados 

durante a fase inicial da resposta inflamatória na musculatura exercitada (ROSSI, 1986). 

Além disso, exercícios que geram lesões significativas podem danificar proteínas 

que contêm ferro, favorecendo maior disponibilidade desse metal para catalisar reações 

radicalares (BLOOMER, 2008). Exercícios caracterizados pelo alto impacto mecânico, como 
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corrida em esteira, são os mais relatados por levar a esse tipo de dano, ao contrário da 

natação, que possui menos componentes excêntricos (LIU et al., 2000). 

 

2.5 Variabilidade pré-analítica nas análises de estado redox 

As variabilidades interindividual, pré-analítica e analítica podem exercer grande 

influência nos resultados de ensaios biológicos. Dentre essas, as variações pré-analíticas, 

definidas como qualquer variação sofrida pela amostra entre a coleta e a análise, são as mais 

difíceis de gerir e podem ter um grande impacto na confiabilidade de resultados de estudos 

baseados na avaliação de biomarcadores teciduais (BETSOU et al., 2009; ESPINA et al., 

2009).  

As condições de coleta, período e temperatura de armazenamento e o 

processamento de amostras biológicas devem ser rigorosamente estabelecidos a fim de se 

evitar erros analíticos. Contudo, a extensão e o tipo de informação para as condições pré-

analíticas reportadas em publicações científicas variam muito. A maioria dos trabalhos que 

envolvem a avaliação do estado redox tecidual descreve de forma breve e superficial como se 

procedeu a coleta e a técnica de processamento das amostras, por vezes não informando por 

quanto tempo as amostras permaneceram armazenadas até a análise. Isso pode dificultar a 

reprodutibilidade dos estudos e levar a divergências nos resultados, já que a estabilidade dos 

analitos pode ser comprometida. 

É muito importante que a manipulação pré-analítica das amostras ocorra de forma 

cuidadosa, pois, tratando-se de análises do estado redox, uma série de procedimentos e etapas 

podem interferir no resultado das medidas, tais como condições de coleta, secção do tecido, 

homogeneização e diluição da amostra. A coleta de tecidos deve ocorrer de forma rápida e 

sob baixas temperaturas, pois a exposição da amostra por períodos, mesmo que breves, ao 

oxigênio atmosférico, contribui para a formação de radicais livres (MEYER et al., 2014). Já a 

secção do tecido em muitas fatias pode levar a ruptura de proteínas contendo ferro e aumentar 

o conteúdo do ferro livre e, por fim, a catálise de reações radicalares. A utilização de 

homogeneizadores de tecidos automáticos, mesmo que por curto período de tempo, pode 

resultar em aumento da temperatura, mesmo se o procedimento for realizado no gelo, devido 

à alta velocidade do aparelho. Além disso, a alta velocidade da homogeneização leva a 

formação de bolhas, que contribuem para a inativação de enzimas (BODE e MEINEL, 1982). 

O homogenato de tecido mais concentrado resulta em menor risco de peroxidação lipídica 
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secundária àquela in vivo, provavelmente pelo fato de mais ferro estar ligado a proteínas, e 

também a maior estabilidade enzimática (BERNHEIM, 1963; CAO et al., 2003;  PEGG, 

2015; TAMIYA, et al., 1985). Portanto, todos esses procedimentos e etapas devem ser 

cuidadosamente conduzidos para que o erro pré-analítico seja minimizado. 

Em muitas pesquisas é necessário armazenar as amostras por algum período de 

tempo para análises posteriores, visto que grande parte dos experimentos são muito longos 

para serem realizadas em um dia ou mesmo em alguns dias após a coleta das amostras. Um 

dos principais métodos para estocagem de amostras biológicas por longos períodos é o 

congelamento ou criopreservação, definido como a conservação em baixas temperaturas, 

visando cessar reversivelmente todas as funções biológicas dos tecidos vivos. Para esse fim, 

as amostras são normalmente armazenadas em freezeres (-20 °C a -80 °C) ou em ultrabaixas 

temperaturas (-150°C a -196 °C em containers de nitrogênio líquido), com ou sem uso de 

crioprotetores, com o tecido íntegro ou em solução. 

O armazenamento a -20 °C foi bastante utilizado no passado e em trabalhos mais 

recentes ainda é possível ter recomendações de estocagem a essa temperatura por até alguns 

meses (WEYDERT et al., 2010), mas já está claro que ele leva a alterações de biomarcadores 

redox, dentre outros analitos, mesmo que por um curto período de estocagem (BORGES et 

al., 2014; BORTOLIN, et al., 2016; JUNG, et al. 1993; SHABIHKHANI et al., 2014). 

Embora o nitrogênio líquido seja muito recomendado e muito utilizado em biobancos, o 

congelamento a -80 °C é o principal modo de armazenamento de amostras em laboratórios de 

pesquisa.  

Os danos celulares e consequentes danos em analitos por congelamento, por 

vezes, estão intimamente relacionados à velocidade com que ele ocorre. O congelamento 

lento pode levar a alterações na osmolaridade intracelular, resultando em agregação de 

moléculas e desnaturação protéica (PARK et al., 1998) e, também, pode haver ação de 

proteases e de reações químicas na solução parcialmente congelada devido ao aumento da 

concentração do soluto, mesmo que essas reações estejam lentificadas pela baixa temperatura. 

É importante prever que a tolerância ao congelamento é dependente do tipo te 

tecido, que pode, inclusive, ter diferente condutibilidade térmica dependendo da sua 

composição (SINGH e KUMAR, 2013). Tecidos com maior composição de água tendem a ser 

mais vulneráveis aos efeitos do congelamento (ANDRUSHKIW, 1990). As células diferem 

quanto à permeabilidade a água e provavelmente também à suscetibilidade ao gelo 

intracelular (PEGG, 2002).  Além disso, para cada analito existe uma condição de 
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armazenamento ideal, que, no entanto, não são conhecidas e é esperado que o período de 

armazenamento cause efeito temporal sobre os resultados (JUNG, et al., 1993; KUMAR et 

al., 2012). 

O tempo de armazenamento de amostras pode durar de dias a meses ou anos e a 

temperatura pode oscilar durante esse período. Podem ocorrer flutuações de temperatura 

relacionadas à frequência de abertura dos freezers ao remover amostras, a falhas mecânicas e 

de energia e até mesmo a posição em que a amostra se encontra internamente no freezer, já 

que as regiões frontal e superior estão sujeitas a maiores oscilações de temperatura 

(SHABIHKHANI et al., 2014; SU et al.,1996). Apesar disso, as principais hipóteses para 

explicar os danos causados pelo congelamento e posterior descongelamento são baseadas nas 

mudanças físicas e químicas sofridas pela amostra durante esses processos. 

Tratando-se da avaliação do estado redox, alguns estudos avaliaram se o 

congelamento e o tempo de estocagem podem interferir na integridade de analitos e afetar os 

resultados das análises. Kumar et al.,(2012) mantiveram amostras de plasma de mulheres 

grávidas em uso de suplementação de ferro congeladas a -20 °C por período variável (entre 1 

e 708 dias). Os resultados desse estudo mostraram que as flutuações dos valores de 

concentração de MDA, pelo método TBARS, foram mínimas nos primeiros 28 dias de 

congelamento e, posterior a isso, aumentaram nas amostras armazenadas por até 200 dias. No 

entanto, após esse tempo a taxa de mudança das concentrações de MDA desacelerou e se 

manteve durante o segundo ano de congelamento. Assim, os autores concluíram que existe 

um efeito temporal na medida da concentração de MDA em amostras congeladas e sugeriram 

que mais estudos devem ser conduzidos para explicar melhor esse efeito. 

Fishbein e Winkert (1978), em seu trabalho com soluções puramente enzimáticas, 

submeteram alíquotas de catalase de fígado bovino a diferentes taxas de resfriamento. Os 

autores observaram perda irreversível da atividade enzimática da catalase associada à sua 

desnaturação, o que foi relacionado à formação de gelo e as taxas de resfriamento.  

Jung et al., (1993) analisaram o comportamento da atividade catalítica da SOD, 

CAT, GPx e GST e conteúdo de GSH em fígado e rim de ratos em função do tempo e da 

temperatura de armazenamento. As amostras foram homogeneizadas em sacarose e estocadas 

a 4, -20 e -70 °C por 1, 3, 7, 14 e 28 dias. Um fragmento íntegro dos tecidos foi também 

mantido a -70 °C por 28 dias.  No rim, tanto no tecido íntegro quanto no homogenato, a 

atividade da SOD e da CAT foram reduzidas após estocagem por 28 dias a -70 °C. Já a 

estocagem em -20°C reduziu a atividade dessas enzimas após 14 e 28 dias, respectivamente. 
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No fígado, a atividade da CAT foi reduzida após 28 dias de armazenamento a -70 °C. Já a 

SOD, GPx e GST não sofreram alterações após congelamento do fígado íntegro a -70 °C por 

28 dias, assim como o conteúdo de GSH. Esses resultados mostram que a estabilidade da 

amostra depende da enzima analisada, do órgão e da temperatura de estocagem. Os autores 

concluíram, de maneira geral, que a estabilidade analítica do tecido homogeneizado em 

sacarose é menor que a do tecido íntegro e a temperatura de -70°C, dentre as avaliadas, é a 

mais adequada para manutenção da atividade enzimática. 

Estudo semelhante foi conduzido por Bortolin et al., (2016), que avaliaram os 

efeitos da temperatura (-20 e -80 °C), tempo (0, 15, 30 e 60 dias) e forma de congelamento 

(tecidos homogeneizados e intactos) em parâmetros de estado redox no fígado, sangue e 

cérebro de ratos. Os autores observaram redução da atividade da CAT e da SOD após 

estocagem a -20 °C a partir de 15 dias e a -80 °C por 60 dias, no fígado íntegro. No cérebro a 

atividade da CAT foi reduzida após estocagem a -20 °C por 60 dias, enquanto a atividade da 

SOD não foi alterada. Houve aumento de derivados carbonílicos em proteínas no fígado e 

cérebro homogeneizados, estocados a -20 °C, a partir de 30 dias de armazenamento. No 

sangue o conteúdo de derivados carbonílicos em proteínas reduziu após estocagem a -80 °C. 

O conteúdo dos grupos sulfidrilas mostrou-se sensível a degradação por armazenamento no 

fígado e cérebro em ambas temperaturas de estocagem, tanto nos tecidos homogeneizados 

quanto nos íntegros. Além disso, os autores demonstraram que o tempo de congelamento não 

alterou o imunoconteúdo da CAT e da SOD nos tecidos, o que lhes permitiu sugerir então que 

a redução da atividade das enzimas em questão tenha sido decorrente de desnaturação ou 

oxidação das proteínas. Mais uma vez um estudo também mostrou que a estabilidade depende 

da enzima analisada, do órgão e da temperatura de estocagem e que o congelamento do tecido 

intacto e a -80 °C interferem menos nos parâmetros analisados, mas que a análise a fresco é a 

melhor opção. 

Os poucos estudos realizados até o momento mostram que o tempo de estocagem 

da amostra altera a estabilidade de biomarcadores de estado redox, de maneira dependente do 

tecido e marcador analisados. Essa interferência pode comprometer o resultado de pesquisas 

em que a desequilíbrio redox é o objeto principal de estudo, como no exercício físico e no 

estudo dos mecanismos de patogênese de doenças. Assim, torna-se crucial determinar, em 

condições experimentais específicas, qual o tempo máximo ou ótimo de estocagem das 

amostras para avaliação do estado redox e, até então, nenhum estudo investigou o efeito do 

tempo de congelamento em amostras sob condições de desequilíbrio redox. Portanto, nesse 
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estudo foi avaliado o efeito do tempo de congelamento da amostra na quantificação de 

biomarcadores de estado redox no gastrocnêmio, coração e cérebro de 

camundongos swiss submetidos a uma sessão de exercício máximo. 
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3 OBJETIVOS 

 

O objetivo geral do estudo foi avaliar o efeito do tempo de congelamento da 

amostra na estabilidade de biomarcadores de estado redox no gastrocnêmio, coração e cérebro 

de camundongos swiss submetidos a uma sessão de exercício máximo. 

 

Especificamente nesse estudo avaliou-se o efeito do congelamento do coração, 

gastrocnêmio e cérebro, por 1, 3 e 6 meses, sobre o dano oxidativo a lipídios e proteínas, a 

atividade das enzimas catalase e superóxido dismutase e a capacidade antioxidante total após 

uma sessão de exercício máximo. 
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4 MATERIAL E MÉTODOS 

4.1 Animais 

Foram utilizados 26 camundongos swiss, machos, com 8 semanas de idade 

fornecidos pelo Biotério do Centro de Bioterismo (CEBIO) da UFMG. Os animas foram 

mantidos no Biotério do Núcleo de Experimentação Animal (NEA) da UFVJM, em caixas de 

polipropileno coletivas (com dimensões de 30 x 20 x 13 cm), 4 animais por caixa, com 

temperatura controlada (22 ± 2°C) e fotoperíodo de 12 horas claro/escuro. Os animais tiveram 

livre acesso à água e à alimentação (Nuvilab CR1- NuvilabNutrients LTDA, Colombo, PR, 

Brasil). O estudo foi aprovado pela Comissão de Ética no Uso de Animais da Universidade 

Federal dos Vales do Jequitinhonha e Mucuri (CEUA/UFVJM, protocolo n° 042/2015), 

conforme previsto pela Lei nº 11794 de 8 de outubro de 2008.  

O desenho experimental do estudo está ilustrado na Figura 6, cujo detalhamento é 

apresentado nas sessões que seguem. 
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Figura 6- Desenho experimental do estudo. TBARS= Substâncias reativas ao ácido tiobarbitúrico; PC= 

Proteína Carbonilada; FRAP= Poder Antioxidante de Redução do Ferro (do inglês Ferric Reduncing 

Antioxidant Power); CAT= Catalase; SOD=: Superóxido Dismutase. 
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4.2 Protocolo Experimental 

Inicialmente os animais foram adaptados ao ambiente do biotério por 7 dias antes 

do início dos experimentos. Após adaptação ao biotério os animais foram pesados e divididos 

em dois grupos experimentais, pareados pela massa corporal: grupo controle (CON), que não 

foi submetido ao exercício e grupo exercício (EX), que foi submetido a protocolo de exercício 

máximo em piscina.  

 Os animais de ambos os grupos foram aclimatados ao meio aquático por 5 dias 

consecutivos antes da sessão experimental. A aclimatação ocorreu em piscina aquecida a 

temperatura de 32 ± 1°C, por 10 minutos por dia. Os animais foram deixados livres dentro das 

raias, sem adição de carga. A piscina, mostrada na figura 7, consiste em um tanque de vidro 

(80 x 20 x 70 cm), composto por 4 raias individualizadas (20 x 20 cm), com profundidade de 

50 cm e sistema de aquecimento e recirculação de água. 

 

 

Figura 7: Piscina utilizada no estudo. 

 

Quarenta e oito horas após a última sessão do período de aclimatação ao ambiente 

aquático os camundongos do grupo EX foram submetidos a exercício máximo, de carga 

progressiva, até a exaustão. Inicialmente, os animais foram pesados em balança semi-analítica 

e foram confeccionados anéis de metal correspondentes a 2% da massa corporal do animal. A 

sessão de exercício foi realizada individualmente, em água a temperatura de 32 ± 1°C. O 
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animal era colocado na piscina já com um gancho de metal, preso à cauda, correspondente a 

2% da sua massa corporal. A cada 10 minutos a carga era aumentada em 2% da massa 

corporal, até que o animal atingisse a exaustão. A exaustão foi determinada no momento em 

que o camundongo permanecesse submerso por 4 segundos (BARRETO, et al., 2012). 

Alcançado esse tempo, o animal era removido imediatamente da água com auxílio de uma 

peneira e eutanasiado, imediatamente, por deslocamento de cervical. 

No dia seguinte à eutanásia do grupo EX, os animais do grupo CON, que não 

foram submetidos ao exercício, foram mantidos na piscina, com o nível de água próximo à 

região escapular, sobre uma plataforma de acrílico, nas mesmas condições de temperatura que 

o grupo exercitado, por 30 minutos. Esse tempo foi determinado pela média do tempo que os 

animais do grupo EX permaneceram na piscina até a exaustão.  

 

4.2.1 Dissecação 

Imediatamente após serem eutanasiados, os animais tiveram o cérebro, o coração 

e os músculos gastrocnêmios de ambos os membros posteriores rapidamente dissecados, tal 

como descrito a seguir.  

Para dissecação do cérebro o animal foi decapitado após a eutanásia e uma incisão 

foi realizada na porção posterior do crânio. O osso occipital foi então cortado, passando pelos 

parietais, frontais, até próximo aos nasais, acompanhando a sutura sagital. Esse procedimento 

evita danos ao tecido cerebral. Os parietais foram, então, removidos juntamente com parte dos 

frontais e o cérebro foi exposto totalmente íntegro. Com o auxílio de uma espátula, este foi 

removido da caixa craniana e colocado imediatamente em tampão fosfato salina (PBS 0,15M, 

pH 7,34) gelado, no qual foi mantido por cerca de 1 minuto. Após ser retirado da solução 

foram removidos e descartados o cerebelo e o tronco encefálico. Os hemisférios foram 

separados e um corte sagital foi realizado em cada um deles. Assim, o cérebro foi dividido em 

4 fragmentos, assegurando que todos possuíssem as mesmas áreas do cérebro. Três 

fragmentos foram imediatamente colocados em gelo e congelados a -80°C, aproximadamente 

1 hora depois da extração, para análises posteriores e um fragmento foi mantido no gelo para 

análise a fresco. O procedimento de dissecação do cérebro e obtenção dos fragmentos durou 

aproximadamente 5 minutos.  

O coração foi dissecado por meio de esternotomia mediana longitudinal. Após ser 

retirado da caixa torácica o pericárdio foi removido e o coração foi lavado em PBS (0,15M, 
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pH 7,34) e fatiado sagitalmente em 4 partes. Após a secção, 3 fragmentos foram congelados  a 

-80°C para análise posterior, enquanto o outro fragmento foi mantido no gelo para análise a 

fresco. O procedimento foi realizado em aproximadamente 4 minutos. 

Para dissecação do músculo gastrocnêmio foi realizada uma incisão longitudinal 

na pele do camundongo na face posterior dos membros posteriores, a fim de expor os 

músculos. Os músculos foram dissecados, lavados em PBS (0,15M, pH 7,34) gelado e 

seccionados em 2 partes equivalentes, de forma a conter porção medial e lateral em cada uma 

das partes. Três fragmentos foram congelados em freezer -80°C, para análises posteriores 

(aguardando aproximadamente1 hora em gelo antes do congelamento) e um fragmento foi 

reservado no gelo para análise a fresco. A dissecação dos músculos levou cerca de 6 minutos 

para cada animal.  

 

4.3 Análises de parâmetros redox 

 

Para determinar se o tempo de congelamento do tecido altera a mensuração de 

parâmetros de estado redox os fragmentos foram analisados a fresco (sem passar por 

congelamento – T0) e após 1 (T1), 3 (T2) ou 6 (T3) meses de congelamento a -80 °C. As 

amostras foram descongeladas imersas no gelo momentos antes dos ensaios. Os parâmetros de 

estado redox avaliados foram os seguintes: 1. dano oxidativo a lipídeos, pela mensuração de 

substâncias reativas ao ácido tiobarbitúrico (TBARS); 2. dano oxidativo a proteínas, pela 

mensuração do conteúdo de derivados carbonílicos em proteínas; 3. atividade da catalase; 4. 

atividade da superóxido dismutase e 5. capacidade antioxidante total, determinada pelo poder 

de redução do ferro ( FRAP, do inglês Ferric Reduncing Antioxidant Power). Um mesmo 

avaliador conduziu uma determinada análise em todos os tempos (T0-T3), para minimizar 

variações interavaliador. Além disso, os mesmos materiais, reagentes e equipamentos 

(pipetas, provetas, balança analítica, pHmetro, dentre outros) foram utilizados na repetição 

(T0-T3) de um mesmo procedimento. 

 

4.3.1 Preparo da amostra – Maceração 

 

As amostras foram maceradas em um macerador de tecidos Potter-Elvehjem (Corning) 

mantido no gelo, em PBS (0,15M, pH 7,34) gelado. O homogenato foi dividido em duas 

alíquotas. A primeira alíquota foi centrifugada (Thermo Electron. Led GMBH 
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D37520, Alemanha) a 5000 g, por 5 minutos a 4 °C e o sobrenadante foi destinado à 

mensuração TBARS e à capacidade antioxidante não enzimática. O sedimento foi utilizado 

para a mensuração do conteúdo de derivados carbonílicos em proteínas. A segunda alíquota 

foi centrifugada a 10000 g por 10 minutos a 4 °C e o sobrenadante foi utilizado para a medida 

da atividade das enzimas SOD e CAT, como parâmetro da capacidade antioxidante 

enzimática. As alíquotas para cada ensaio foram mantidas no gelo enquanto aguardavam 

dosagem. 

 

4.3.2 Análise da peroxidação lipídica 

A reação do ácido tiobarbitúrico com o malondialdeído (MDA), principal produto 

da peroxidação lipídica, foi utilizada para determinar a concentração de TBARS, de acordo 

com o método descrito por Ohkawa et al., (1979). Alíquotas do homogenato (0,230 mL) 

foram adicionadas a 0,250 mL de ácido acético (2,5 M, pH 3,4), 0,1 mL de duadecil sulfato de 

sódio (8,1%) e 0,25 mL de ácido tiobarbitúrico 0,8%. Essa mistura foi homogeneizada e 

aquecida a 95 °C durante 90 minutos. Decorrido esse período, as amostras foram resfriadas e 

centrifugadas durante 5 minutos, a 5000 g (Thermo Electron. Led GMBH 

D37520, Alemanha) e 0,25 mL do sobrenadante foi transferido para placa de 96 poços de 

fundo chato. Na sequência, realizou-se a leitura espectofotométrica a 532 nm em leitor de 

microplacas (SpectranMax®190, Molecular Devices, EUA). A concentração de TBARS nas 

amostras foi determinada a partir da curva padrão de concentrações conhecidas de MDA 

(1,1,3,3 – tetrametoxipropano - Sigma, EUA) e expressa em nmol MDA/mg proteína. As 

medidas foram realizadas em duplicata. 

 

4.3.3 Derivados carbonílicos em proteínas 

A determinação da concentração de derivados carbonílicos em proteínas nos 

tecidos foi realizada conforme descrito por Levine et al., (1994). O sedimento do homogenato 

de cada um dos tecidos foi suspenso em 1 mL de tampão fosfato de potássio 50 mM, pH 6,7, 

contendo 1 mM de ácido etilenodiamino-tetra-acético (EDTA). Em seguida, cada amostra foi 

homogeneizada e dividida em branco e teste. Foi adicionado ácido tricloroacético 10% a todas 

as amostras que, então, foram centrifugadas a 5000 g por 10 minutos a 4°C e o sobrenadante 

descartado. Adicionou-se, ao sedimento do teste 2,4-dinitrofenilhidrazina (DNPH 10 mM) 

(Sigma-Aldrich®, EUA) diluído em ácido clorídrico 2mM. Ao branco foi adicionado apenas 
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HCl 2 mM. As amostras foram mantidas no escuro, à temperatura ambiente, por 30 minutos e 

homogeneizadas com o vórtex a cada 15 minutos. Após esse período foi adicionado ácido 

tricloroacético 10% às amostras, que foram homogeneizadas e centrifugadas a 5000 g, por 10 

min, a 4 °C. O sobrenadante foi descartado e o sedimentado lavado em 1 mL de etanol e 

acetato de etila (1:1) e centrifugado a 5000 g, por 10 min e  a 4 ºC, por duas vezes. Por fim o 

sedimentado foi dissolvido em SDS 6% e centrifugado a 10000 g, por 10 minutos, a 4 °C. O 

sobrenadante foi avaliado espectrofotometricamente a 370 nm, em placa de 96 poços, em 

leitor de microplacas, em triplicata. 

A concentração de derivados carbonílicos em proteínas foi determinada utilizando 

a equação de Lambert Berr: A=c.b.ɛ. Onde A é a diferença entre a absorbância do teste e do 

branco, c é a concentração, b é o caminho óptico e ɛ é o coeficiente de extinção molar. O 

coeficiente de extinção molar para o DNPH a 370 nm é 22000 M
-1

cm
-1

 e o caminho óptico 

nesse ensaio foi de 0,73 cm. O conteúdo de derivados carbonílicos em proteínas foi expresso 

como nmol de derivados carbonílicos por mg de proteína (nmol/mg prot.) 

 

4.3.4 Atividade da enzima CAT 

A atividade da CAT (EC 1.11.1.6) foi determinada pelo decaimento da 

absorbância do peróxido de hidrogênio a 240nm, de acordo com o método descrito por Nelson 

e Kiesow (1972). As amostras foram adicionadas a uma solução de peróxido de hidrogênio a 

0,03 M (Sigma, EUA). A reação de decomposição do peróxido de hidrogênio foi 

acompanhada durante 1 minuto, a 25°C, espectrofotometricamente, a 240 nm (Double beam 

spectrophotometer visible UV, CE-Libra S22, Faotuo) em cubetas de quartzo. A atividade da 

catalase foi expressa em milimolar de H2O2 decomposto por minuto por miligrama de proteína 

(∆E/min/mg prot.). As medidas foram realizadas em triplicata. 

 

4.3.5 Atividade da enzima SOD 

A atividade da SOD (EC 1.15.1.1) foi determinada pela inibição da autoxidação 

do pirogalol, de acordo com Maklund e Maklund (1974). As amostras de cada tecido foram 

adicionadas a tampão fosfato de potássio (50 mM, pH 8.2, 37 °C) contendo 1 mM de ácido 

dietilenotriaminopenta-acético (Sigma, EUA) e a reação foi iniciada por adição de pirogalol 

(1,2,3-benzenotriol, Sigma, EUA) a 0,2 mM. A reação foi determinada 

espectofotometricamente em leitor de microplacas a 420 nm, 37°C, durante 4 minutos. A 
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atividade da SOD foi expressa em U/mg proteína, onde uma unidade de enzima é a 

quantidade que causa inibição da autoxidação do pirogalol em 50%. As medidas foram 

realizadas em duplicata. 

 

4.3.6 Capacidade antioxidante não enzimática 

 

A capacidade antioxidante não enzimática das amostras foi determinada pelo 

método FRAP, de acordo com Benzie e Strain (1996). A capacidade de redução do complexo 

da forma Fe
3+

-ferri-tripiridiltriazina (TPTZ) para a forma Fe
2+

-TPTZ pelos antioxidantes não 

enzimáticos do homogenato, em pH ácido, vai determinar o poder antioxidante da amostra. 

Para a confecção do reagente FRAP, 25 mL de tampão acetato de sódio (0,3 M, 

pH 3,6) foram acrescentados a 2,5 mL de TPTZ (10 mM, Sigma-Aldrich®, EUA) e depois 

misturados a 2,5 mL de  FeCl3.H2O (20 mM). A uma alíquota de 528 µL do reagente FRAP 

foi adicionado 72 µL do homogenato. Essa mistura foi homogeneizada e incubada no escuro, 

a 37 °C, por 30 minutos. Depois as amostras foram centrifugadas a 300 g por 5 min, e o 

sobrenadante foi analisado espectofotometricamente, em duplicata, em leitor de microplacas, 

a 593 nm.  A capacidade antioxidante total das amostras foi expressa em equivalentes de Fe
2+

, 

determinada a partir da curva padrão de concentrações conhecidas de FeSO4 e normalizada 

pela quantidade de proteína na amostra. Os resultados foram expressos como M FeSO4/mg 

de proteína. 

4.3.7 Dosagem de proteínas 

 A concentração de proteínas das amostras foi determinada pelo método de 

quantificação de Bradford (Comassie blue assay) (Bradford, 1976). Albumina de soro bovino 

(BSA, 1mg/mL) foi utilizada para construção de uma curva com concentrações conhecidas de 

proteína (curva padrão). A leitura, em triplicata, foi realizada espectofotometricamente em 

leitor de microplacas (SpectranMax®190, Molecular Devices, EUA) a 590 nm e os valores de 

proteína determinados pelo Software Softmaxpro® (V5.4, molecular Devices, EUA) em 

mg/mL. 
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4.4 Análise Estatística  

Os dados foram expressos como média ± desvio padrão. O teste de Shapiro-Wilk foi 

utilizado para avaliar a normalidade dos dados. Os dados foram analisados pelo teste ANOVA 

Two Way com medidas repetidas, seguida de post-hoc de Tuckey para as avaliações intragrupo e 

efeito principal do congelamento e Sidak para avaliações intergrupo. Para as análises utilizou-

se o software GraphPadPrism (versão 6.00, GraphPad Software, San Diego,California, USA, 

www.graphpad.com). Diferenças estatisticamente significativas foram consideradas quando p < 

0,05. 
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5 RESULTADOS 

Neste estudo investigou-se o efeito do tempo de congelamento da amostra sobre a 

resposta de biomarcadores do estado redox a uma sessão de exercício máximo no 

gastrocnêmio, coração e cérebro de camundongos. Vinte e seis camundongos swiss, machos, 

com 8 semanas de idade foram divididos em dois grupos, controle (CON) e exercício (EX), 

pareados pela massa corporal. A massa corporal média dos animais não foi diferente entre os 

grupos (38,9 ± 2,7 g e 39,0 ± 2,2 g, CON e EX, respectivamente). No grupo exercício o tempo 

médio para exaustão foi de 34 min e 38 s ± 10 min e 30 s e os animais atingiram carga 

máxima média de 3,2 ± 0,7 g. Os animais do grupo controle foram mantidos por 30 minutos 

na água, sob as mesmas condições de temperatura do grupo exercício (32,0 ± 1,0°C) sobre 

uma plataforma.  

A Tabela 1 mostra o efeito do exercício máximo e do tempo de congelamento na 

concentração de TBARS no gastrocnêmio, coração e cérebro. A análise de efeito principal 

revelou que o congelamento da amostra reduziu a concentração de TBARS nos três tecidos 

analisados (p < 0,0001) e foi observada interação significativa entre o tempo de congelamento 

e o efeito do exercício na concentração de TBARS para o gastrocnêmio (p = 0,005), coração 

(p = 0,018) e cérebro (p = 0,029). 

No gastrocnêmio a concentração de TBARS foi maior, após o exercício, nas 

amostras avaliadas a fresco (T0, p < 0,0001) e após 1 (T1, p < 0,0001) e 3 meses (T2, p < 

0,05) de congelamento a -80 
o
C. Isso indica que a sessão de exercício máximo promoveu 

peroxidação lipídica no gastrocnêmio e que o congelamento da amostra por até 3 meses não 

alterou a medida deste marcador no tecido em questão. Contudo, em 6 meses de 

congelamento (T3), observou-se redução da concentração de TBARS no gastrocnêmio, tanto 

dos animais exercitados (p < 0,0001), como no grupo controle (p < 0,05) em relação a T0, de 

maneira que o efeito do exercício na concentração de TBARS não foi mais observado (p > 

0,05, CON versus EX, T3). Os resultados encontrados indicam que o congelamento por 6 

meses compromete a integridade do gastrocnêmio para a quantificação de TBARS, o que 

compromete a avaliação do efeito do exercício máximo nesse tecido.  

Resultados semelhantes foram observados para a quantificação de TBARS no 

coração e no cérebro (Tabela 1), porém, nestes tecidos o efeito do congelamento foi 

observado mais precocemente. Em ambos os tecidos foi observado aumento da concentração 

de TBARS em resposta ao exercício, tanto para as análises a fresco (T0, p < 0,0001), como 

após 1 mês de congelamento (T1, p < 0,0001 e p < 0,05, coração e cérebro, respectivamente). 
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A análise do efeito principal revelou que, no coração, o congelamento por tempo igual ou 

superior a 3 meses reduziu a concentração de TBARS, independente da condição 

experimental (efeito principal do congelamento, p < 0,01, T2 versus T0), enquanto no cérebro 

este efeito foi observado já após 1 mês descongelamento (efeito principal do congelamento, p 

< 0,05, T1 versus T0). Assim, tanto no coração (p > 0,05, CON versus EX, T2) como no 

cérebro (p > 0,05, CON versus EX, T2) não foi observado efeito do exercício na concentração 

de TBARS em amostras congeladas a -80 
o
C por período igual ou superior a 3 meses. Vale 

destacar que, nos animais não exercitados, o congelamento por até 6 meses não modificou as 

concentrações de TBARS no coração (p > 0,05, T3 versus T0), diferentemente do cérebro (p 

< 0,05 T3 versus T0). Os resultados indicam que o congelamento de amostras de coração e 

cérebro por 3 meses ou mais interfere na avaliação da peroxidação lipídica induzida pelo 

exercício máximo.  

Em resumo, os resultados indicam que no gastrocnêmio a avaliação do efeito do 

exercício máximo na concentração de TBARS pode ser seguramente avaliada em amostras 

congeladas por até 3 meses. Já no coração e no cérebroesta avaliação deve ocorrer em até 1 

mês após o congelamento das amostras. Assim, o efeito do tempo de congelamento da 

amostra na avaliação peroxidação lipídica em resposta ao exercício máximo é dependente do 

tecido em avaliação. 

Os efeitos do exercício máximo e do tempo de congelamento nas concentrações 

de derivados carbonílicos em proteínas estão mostrados na Tabela 2. Assim como observado 

para o TBARS, o exercício máximo aumentou a concentração de derivados carbonílicos em 

proteínas no gastrocnêmio (p < 0,0001, efeito do exercício, independente do congelamento) e 

o congelamento, independente da condição experimental, não teve efeito na concentração 

deste marcador (p = 0,83). Esses dados indicam que a concentração de derivados carbonílicos 

em proteínas no gastrocnêmio não é alterada pelo congelamento por até 6 meses e portanto a 

avaliação da resposta ao exercício máximo também não é afetada. 

No cérebro, o congelamento reduziu a concentração de derivados carbonílicos em 

proteínas (p = 0,012, efeito principal do congelamento) e foi observada interação significativa 

entre o congelamento da amostra e o efeito do exercício na concentração desse marcador (p = 

0,006). Nos animais exercitados foi observada maior concentração de derivados carbonílicos 

em proteínas no cérebro, comparado ao controle, tanto nas amostras analisadas a fresco como 

após 1, 3 ou 6 meses de congelamento (p < 0,05, CON versus EX), embora nas amostras do 

grupo exercício congeladas por tempo igual ou superior a 3 meses a concentração de 
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derivados carbonílicos em proteínas tenha sido reduzida (p < 0,001, T2 versus T0). Assim, 

apesar do congelamento das amostras de cérebro por tempo igual ou superior a 3 meses ter 

reduzido a concentração do marcador de dano oxidativo a proteínas nos camundongos 

submetidos ao exercício máximo, essa redução não foi suficiente para comprometer a 

avaliação do efeito do exercício nesse biomarcador (Tabela 2). 

Os efeitos do congelamento e do exercício máximo na concentração de derivados 

carbonílicos em proteínas no coração foram distintos daqueles observados para o cérebro e 

gastrocnêmio (Tabela 2). O congelamento da amostra de coração, independente da condição 

experimental, aumentou a concentração de derivados carbonílicos em proteínas em 6 meses 

de congelamento (p < 0,0001, T3 versus T0) e foi observada interação significativa entre o 

tempo de congelamento e o efeito do exercício na concentração desse marcador (p < 0,029). A 

concentração de derivados carbonílicos em proteínas foi maior após 6 meses de congelamento 

da amostra nos animais não exercitados (p < 0,01, T3 versus T0), enquanto que nos animais 

exercitados o aumento da concentração de derivados carbonílicos em proteínas no coração já 

foi observado com 3 meses de congelamento da amostra (p < 0,05, T2 versus T0). Vale 

destacar que, embora a análise de variância tenha indicado efeito do exercício na 

concentração de derivados carbonílicos em proteínas no coração (p = 0,0115, efeito do 

exercício, independente do congelamento), a análise post-hoc não foi capaz de localizar a 

diferença.  

Assim, os resultados indicam que o congelamento do gastrocnêmio, cérebro e 

coração por até 6 meses não compromete a avaliação do efeito do exercício máximo sobre o 

dano oxidativo a proteínas.  
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Tabela 1. Efeito do exercício máximo e do tempo de congelamento da amostra nas concentrações de TBARS no gastrocnêmio, coração e cérebro. 

 Gastrocnêmio  Coração  Cérebro 

 CON EX  CON EX  CON EX 

T0 2,59 ± 1,65 5,74 ± 3,34*  2,84 ±0,59 4,60 ± 1,72*  4,08 ± 1,42 6,47 ± 1,62* 

T1 2,14 ± 1,38 5,79 ± 2,40*  2,14 ±0,60 4,17 ± 1,54*  3,51 ± 2,15 4,90 ± 0,99*
a
 

T2 2,23 ± 1,03 4,06 ± 1,74*  2,18 ±0,52 3,09 ± 0,63
a
  3,19 ± 1,44 4,13 ± 0,92

a
 

T3 0,74 ±0,26
a
 1,08 ±0,48

a,b,c
  2,41 ±0,43 3,14 ±0,60

a
  2,61 ±0,72

a
 2,79 ±0,95

a,b
 

Os valores estão expressos em média ± desvio padrão e representam a concentração de MDA, em nmol/mg de proteína. T0 = a fresco, T1= 1 mês de congelamento, T2 = 3 meses de 

congelamento, T3 = 6 meses de congelamento, CON = controle, EX = exercício. *Efeito do exercício.
a, b, c

Efeito do congelamento, em um mesmo grupo, comparado a T0 (
a
), T1 (

b
) 

ou T2 (
c
). Anova two-way medidas repetidas, com post-hoc de Tukey (intragrupo e efeito principal do congelamento) e Sidak (intergrupo). 

Tabela 2. Efeito de uma sessão de exercício máximo e do tempo de congelamento nas concentrações de derivados carbonílicos em proteínas no gastrocnêmio, coração e 

cérebro. 

 Gastrocnêmio  Coração  Cérebro 

 CON EX  CON EX  CON EX 

T0 0,21 ± 0,15 0,46 ± 0,27*  1,27 ± 0,47 0,90 ± 0,36  5,26 ± 2,24 19,35±11,71* 

T1 0,19 ± 0,18 0,47 ± 0,31*  1,15 ± 0,42 0,69 ± 0,17  4,63 ± 2,07 16,86±5,75* 

T2 0,17 ± 0,10 0,48 ± 0,27*  1,22 ± 0,34 1,51 ± 0,46
a,b

  4,64 ± 2,56 11,67±3,83*
,a,b

 

T3 0,19 ± 0,09 0,55 ± 0,31*  1,94 ± ,52
a,b,c

 1,58 ± 0,79
a,b

  5,92 ± 3,25 11,48±3,81*
,a,b

 

Os valores estão expressos em média ± desvio padrão e representam a concentração de derivados carbonílicos em proteínas em nmol/mg de proteína. T0 = a fresco, T1= 1 mês de 

congelamento, T2 = 3 meses de congelamento, T3 = 6 meses de congelamento, CON = controle, EX = exercício. *Efeito do exercício.
a, b, c 

Efeito do congelamento, em um mesmo 

grupo, comparado a T0 (
a
), T1 (

b
) ou T2 (

c
). Anova two-way medidas repetidas, com post-hoc de Tukey (intragrupo e efeito principal do congelamento) e Sidak (intergrupo). 
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Os efeitos de uma sessão de exercício máximo e do congelamento na atividade da 

CAT no gastrocnêmio e no coração estão mostrados na Tabela 3. Não foi possível determinar 

a atividade dessa enzima no cérebro, possivelmente devido à sua baixíssima atividade 

intrínseca de catalase e o método utilizado nesse estudo não foi sensível o bastante para 

detectar alguma atividade na fração de tecido reservada. No gastrocnêmio e no coração o 

congelamento da amostra reduziu a atividade da CAT (p < 0,0001, efeito principal do 

congelamento) e foi observada interação entre o tempo de congelamento e o efeito do 

exercício (p < 0,0001 e p = 0,0004, gastrocnêmio e coração, respectivamente). Nas amostras 

analisadas a fresco, a atividade da CAT foi maior nos dois tecidos nos animais exercitados (p 

< 0,0001, CON versus EX) e a atividade da enzima foi reduzida quando ambos, gastrocnêmio 

e coração foram congelados por tempo igual ou superior a 1 mês, tanto no grupo controle (p < 

0,01 e p < 0,05, gastrocnêmio e coração, respectivamente) quanto no grupo exercício (p < 

0,0001), quanto no exercício. Com isso, tanto no gastrocnêmio quanto no coração, não foram 

observadas diferenças significativas entre os animais exercitados e o controle nas amostras 

congeladas por 1 mês ou mais. Esses dados indicam que o congelamento do gastrocnêmio e 

do coração por 1 mês  compromete a avaliação da resposta da atividade da CAT ao exercício 

máximo.  

Resultados semelhantes foram observados na análise do efeito do congelamento 

na resposta da SOD ao exercício máximo nos três tecidos avaliados (Tabela 4). No 

gastrocnêmio, coração e cérebro o congelamento reduziu a atividade desta enzima (p < 

0,0001, efeito principal do congelamento) e houve interação entre tempo de congelamento e o 

efeito do exercício (p < 0,01). Nos três tecidos, nas amostras analisadas a fresco, a atividade 

da SOD foi maior nos animais exercitados, comparado ao controle (gastrocnêmio: p < 0,001 

CON versus EX, T0).  

No gastrocnêmio e no coração o congelamento da amostra, independente da 

condição experimental, por tempo igual ou superior a 1 mês reduziu a atividade da enzima (p 

< 0,0001, T1 versus T0), enquanto que no cérebro a atividade da SOD foi menor nas amostras 

congeladas por tempo igual ou superior a 3 meses (p < 0,0001, T2 versus T0). A atividade da 

SOD no gastrocnêmio não foi diferente (p > 0,05) entre os grupos CON e EX nas amostras 

desse tecido congeladas por 1 mês ou mais. Contudo, no coração e no cérebro, a atividade da 

SOD ainda se manteve aumentada em resposta ao exercício nas amostras congeladas por 1 

mês (p < 0,0001 e p < 0,01,CON versus EX, T1, cérebro e coração, respectivamente). Ainda, 

após 3 meses de congelamento a resposta da SOD ao exercício no cérebro diminuiu em 
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relação ao controle ( p< 0,05, CON versus EX, T2), o que indica que o congelamento pode 

não apenas anular o efeito do exercício em determinada amostra, mas também pode invertê-lo 

(Tabela 4). Os dados indicam que o congelamento afeta resposta da atividade da SOD ao 

exercício máximo no gastrocnêmio, coração e cérebro, de maneira específica para cada tecido. 

De maneira geral, os resultados mostraram que o efeito do exercício sobre a 

atividade antioxidante enzimática é comprometida com o congelamento do gastrocnêmio, 

coração e cérebro. 
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Tabela 3. Efeito de uma sessão de exercício máximo e do tempo de congelamento na atividade da catalase no gastrocnêmio e coração. 

 Gastrocnêmio  Coração  

 CON EX  CON EX  

T0 1,69 ± 0,52 4,34 ± 2,59*  1,64 ± 0,75 3,14 ± 1,97*  

T1 0,39 ± 0,20
a
 0,75 ± 0,33

a
  0,69 ± 0,21

a
 0,55 ± 0,22

a
  

T2 0,51 ± 0,35
a
 0,52 ± 0,18

a
  0,78 ± 0,17

a
 0,71 ± 0,11

a
  

T3 0,35 ± 0,13
a
 0,46 ± 0,15

a
  0,66 ± 0,18

a
 0,64 ± 0,09

 a
  

Os valores estão expressos em média ± desvio padrão e representam a atividade da catalase em ΔE/min/mg proteína. T0 = a fresco, T1= 1 mês de congelamento, T2 = 3 meses de 

congelamento, T3 = 6 meses de congelamento, CON = controle, EX = exercício. *Efeito do exercício. 
a
Efeito do congelamento, em um mesmo grupo, comparado a T0. Anova 

two-way medidas repetidas, com post-hoc de Tukey (intragrupo e efeito principal do congelamento) e Sidak (intergrupo). 

Tabela 4. Efeito de uma sessão de exercício máximo e do tempo de congelamento na atividade da superóxido dismutase no gastrocnêmio, coração e cérebro. 

 Gastrocnêmio  Coração  Cérebro 

 CON EX  CON EX  CON EX 

T0 3,08 ± 1,98 8,64 ± 3,66*  19,05 ± 3,03 23,88 ± 3,51*  12,24 ± 3,36 18,56 ± 3,70* 

T1 2,20± 1,46 2,90 ± 1,43
a
  13,26 ± 3,57

a
 17,56 ± 3,40*

,a
  14,34 ± 2,51 19,55 ± 3,46* 

T2 2,24 ± 0,89 2,32 ± 0,82
a
  5,84±1,04

a,b
 5,45 ± 2,07

a,b
  6,93±1,59

a,b
 4,01±1,18*

,a,b
 

T3 1,26 ± 0,61 1,88 ± 0,94
a
  7,01±3,72

a,b
 8,04±2,54

a,b
  6,67±1,91

a,b
 5,71±0,72

a,b
 

Os valores estão expressos em média ± desvio padrão e representam a atividade da superóxido dismutase em U/mg proteína. T0 = a fresco, T1= 1 mês de congelamento, T2 = 

3 meses de congelamento, T3 = 6 meses de congelamento, CON = controle, EX = exercício. *Efeito do exercício.
a, b

 Efeito do congelamento, em um mesmo grupo, 

comparado a T0 (
a
) ou T1 (

b
). Anova two-way medidas repetidas, com post-hoc de Tukey (intragrupo e efeito principal do congelamento) e Sidak (intergrupo). 



64 

 

 

Na Tabela 5 estão representados os efeitos de uma sessão de exercício máximo e 

do tempo de congelamento na capacidade antioxidante total dos tecidos em avaliação. A 

capacidade antioxidante total, medida pelo método FRAP, do gastrocnêmio, coração e cérebro 

foi menor nos animais exercitados (p < 0,0001, efeito principal do exercício) comparados aos 

controles, independente do tempo de congelamento da amostra. Houve interação entre o 

congelamento e o efeito do exercício nas amostras de coração (p < 0,0001) e cérebro (p= 

0,0486). No gastrocnêmio não foi observado efeito do tempo de congelamento na capacidade 

antioxidante total (p = 0,65). Já no coração e no cérebro a capacidade antioxidante total foi 

menor nas amostras avaliadas em 6 meses (p < 0,0001, T3 versus T0) e 3 meses (p < 0,05,T2 

versus T0) de congelamento, respectivamente, independente da condição experimental. 

Apesar do efeito do congelamento nestes tecidos, a capacidade antioxidante total no coração e 

cérebro dos animais exercitados foi menor comparado ao controle.  

Esses resultados mostram que o congelamento da amostra não compromete 

avaliação do efeito do exercício máximo na capacidade antioxidante total não enzimática do 

gastrocnêmio, coração e cérebro.  
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Tabela 5. Efeito de uma sessão de exercício máximo e do tempo de congelamento na capacidade antioxidante total pelo método FRAP no gastrocnêmio, coração e 

cérebro. 

 Gastrocnêmio  Coração  Cérebro 

 CON EX  CON EX  CON EX 

T0 0,94 ± 0,26 0,49 ± 0,22*  2,54 ± 0,59 1,12 ± 0,35*  9,24 ± 2,39 4,79 ± 2,21* 

T1 0,93 ± 0,16 0,49 ± 0,07*  2,60 ± 0,38 1,36 ± 0,20*  8,12 ± 2,08 4,41 ± 1,35* 

T2 0,99 ± 0,33 0,56 ± 0,15*  2,49 ± 0,31 1,22 ± 0,19*  8,23 ± 2,68 3,16 ± 0,83* 

T3 0,95 ± 0,29 0,53 ± 0,11*  1,13 ± 0,18
a,b,c

 0,68±0,11*
,a,b,c

  5,63 ± 1,26
a,b,c

 2,97 ± 0,68*
,a
 

Os valores estão expressos em média ± desvio padrão e representam a concentração de ɥM FeSO4/ mg de proteína. T0 = a fresco, T1= 1 mês de congelamento, T2 = 3 meses 

de congelamento, T3 = 6 meses de congelamento, CON = controle, EX = exercício. *Efeito do exercício.
a, b, c

 Efeito do congelamento, em um mesmo grupo, comparado a T0 

(
a
), T1 (

b
) ou T2 (

c
). Anova two-way medidas repetidas, com post-hoc de Tukey (intragrupo e efeito principal do congelamento) e Sidak (intergrupo). 
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6 DISCUSSÃO 

Esse estudo avaliou o efeito do tempo de congelamento da amostra na 

quantificação de biomarcadores de estado redox no gastrocnêmio, coração e cérebro de 

camundongos swiss submetidos a uma sessão de exercício máximo. Esse é o primeiro estudo a 

investigar o efeito do tempo de congelamento em parâmetros redox de tecidos de animais em 

situação de desequilíbrio redox. O exercício máximo promoveu, como esperado, alteração do 

estado redox dos tecidos avaliados a fresco, evidenciado pelo aumento dos biomarcadores de 

dano oxidativo (TBARS e derivados carbonílicos em proteínas), acompanhado pelo aumento 

da atividade da SOD e CAT e diminuição da capacidade antioxidante total. O tempo de 

congelamento das amostras interferiu no efeito do exercício sobre a peroxidação lipídica e na 

atividade das enzimas antioxidantes e o efeito do congelamento mostrou-se dependente do 

parâmetro redox e do tecido avaliados (Tabela 6). 
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Tabela 6. Efeito do tempo de congelamento na quantificação de biomarcadores de estado redox no gastrocnêmio, coração e cérebro na resposta ao exercício máximo. 

 

 

 

 

 

 

 

T0 = a fresco, T1= 1 mês de congelamento, T2 = 3 meses de congelamento, T3 = 6 meses de congelamento. Gast. = Gastrocnêmio, Cor. = Coração, Cer = 

Cérebro. (†) = interferência do congelamento na resposta ao exercício máximo, (-) = ausência de efeito do congelamento. 

 TBARS  Derivados carbonílicos 

em Proteínas  

 CAT   SOD  FRAP 

 Gast. Cor. Cer.  Gast. Cor. Cer.  Gast. Cor.  Gast. Cor. Cer.  Gast. Cor. Cer. 

T0 - - -  - - -  - -  - - -  - - - 

T1 - - -  - - -  † †  † - -  - - - 

T2 - † †  - - -  † †  † † †  - - - 

T3 † † †  - - -  † †  † † †  - - - 
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O protocolo de exercício máximo resultou em peroxidação lipídica no 

gastrocnêmio, coração e cérebro, quando analisados a fresco. O gastrocnêmio foi o tecido 

com maior dano lipídico após o exercício (aumento percentual de 122% da concentração de 

MDA em relação ao controle), seguido pelo coração (61%) e cérebro (58%). O aumento 

acentuado do fluxo sanguíneo no músculo esquelético pode justificar o aumento da 

peroxidação lipídica pela ativação de vários sistemas geradores de ERO dentre eles o 

mecanismo de isquemia no exercício máximo. No coração, durante o exercício máximo o 

fluxo sanguíneo pode aumentar de 4 a 5 vezes, o que também contribui o aumento das 

concentrações de MDA pela ativação de sistemas geradores de ERO, no entanto o mecanismo 

de isquemia e reperfusão nesse tecido pode ter menor contribuição, já que o coração tem 

baixa concentração de xantina desidrogenase (EVANS, GRIFFITHS e LUNEC, 1997; JI, 

2000). Enquanto no cérebro, que no estado basal já apresenta maior concentração de MDA 

em relação ao coração e ao músculo esquelético, como mostrado em nossos resultados, o 

moderado aumento do fluxo sanguíneo durante o exercício é suficiente para contribuir com o 

aumento das concentrações de MDA devido à vulnerabilidade desse tecido à ação oxidativa 

das ERO, pela sua alta taxa de substratos facilmente oxidáveis e quantidade de lipídeos 

(ADIBHATLA e HATCHER, 2007; RADAK, CHUNG e GOTO, 2007; SOMANI e 

HUSAIN, 2000).  

As concentrações de MDA no gastrocnêmio, coração e cérebro não se mantiveram 

estáveis após o congelamento e, consequentemente, o efeito do exercício sobre a peroxidação 

lipídica não foi observado nas amostras congeladas. Esse efeito, porém, foi tempo e tecido 

específico. O gastrocnêmio foi o tecido que mostrou maior estabilidade da concentração de 

MDA com o tempo de congelamento, sendo que o efeito do exercício não foi observado 

apenas depois do terceiro mês de estocagem da amostra a -80 °C. Já o coração e o cérebro 

permaneceram viáveis para determinação do efeito do exercício somente até o primeiro mês 

de congelamento. Essa diferença na estabilidade do marcador de peroxidação lipídica entre o 

gastrocnêmio, que apresentou maior resposta ao exercício máximo, e os outros tecidos pode 

estar relacionada a alguma característica intrínseca desse tecido, que reduz a taxa de 

degradação do analito.  

A estabilidade do MDA foi estudada por Siu et al. (1982). O MDA (3 x 10
-2

 mM) 

foi incubado com homogenato de fígado de ratos Wistar e/ou mitocôndrias isoladas, a 37° C, 

sob agitação contínua por 2 horas. Após 70 min de incubação, 50% do MDA foi convertido 

em uma forma não reativa com o TBA. Foi mostrado que o MDA pode ser oxidado 
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completamente a dióxido de carbono ou ser metabolizado pela enzima aldeído desidrogenase, 

além de reagir com grupos aminos e sulfidrilas de proteínas e, assim, diminuir sua reatividade 

com o TBA. É possível então que os resultados observados no presente estudo sejam 

decorrentes da degradação do MDA nas amostras congeladas, por oxidação do mesmo ou por 

ação da aldeído desidrogenase. O MDA pode sofrer oxidação, mesmo que as reações sejam 

lentificadas pelo congelamento (PARK et al. 1998; CROWE et al, 1990). As reações de 

oxidação podem ocorrer durante o período de armazenamento em baixas temperaturas quando 

há altas concentrações de catalisadores, como o ferro (AYALA, MUÑOZ e ARGÜELLES, 

2014). Da mesma forma, a enzima aldeído desidrogenase, mesmo que com suas taxas de 

reação muito baixas e possíveis alterações conformacionais desencadeadas pelo gelo (MORE, 

DANIEL e PETACH, 1995), pode degradar esse produto da peroxidação lipídica. Já a reação 

do MDA com grupos sulfidrílicos e aminos, pode ter tido uma menor contribuição para os 

resultados observados nesse estudo, uma vez que a técnica aqui empregada ocorre em em 

meio ácido, e, nessa condição, complexos MDA-proteínas são hidrolisados e liberam o MDA 

para a reação com o TBA. 

Há apenas um relato na literatura que relaciona o tempo de congelamento da 

amostra com a estabilidade do MDA. Kumar et al., (2012) avaliaram a concentração de MDA 

em plasma de mulheres grávidas em suplementação oral de ferro congeladas a  -20 °C por 

período que variou de 1-708 dias, pelo método de TBARS. Os autores observaram maior 

estabilidade das concentrações de MDA nas amostras testadas nas primeiras 3 semanas após o 

congelamento depois desse período houve aumento considerável da concentração desse 

biomarcador. Os resultados mostraram que as flutuações dos valores de concentração de 

MDA foram mínimas nos primeiros 28 dias de congelamento e, posterior a isso, aumentaram 

até 200 dias de armazenamento. Após esse período, a taxa de mudança das concentrações de 

MDA desacelerou e se manteve até 708 dias de congelamento. Esses resultados, porém, não 

podem ser comparados aos deste estudo, pois se trata de plasma, em que o analito em questão 

está em solução, e além disso, as amostras foram estocadas a -20 °C, fatores estes que 

sabidamente interferem  nas medidas (ASGHAR, 1988; MORE, DANIEL e PETACH, 1995). 

Outro fator importante desse estudo desenvolvido por Kumar et al. é que esses autores não 

tinham como objetivo inicial avaliar o efeito do tempo de congelamento nas concentrações de 

MDA, mas por problemas logísticos mantiveram as amostras estocadas por mais tempo que o 
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previsto o que faz com que esse estudo tenha uma importante limitação, que é a ausência da 

medida a fresco da amostra. 

O outro biomarcador de dano oxidativo avaliado nesse estudo foi a formação de 

derivados carbonílicos nas proteínas em resposta ao exercício máximo. No gastrocnêmio e 

cérebro a concentração de proteínas com derivados carbonílicos aumentou em resposta ao 

exercício máximo, o que não foi observado no coração. O cérebro mostrou-se muito sensível 

ao dano oxidativo em proteínas após o exercício, tendo aumento de 268% do biomarcador em 

relação ao controle, enquanto no gastrocnêmio o aumento foi de 119%. Além das 

concentrações basais de derivados carbonílicos no cérebro superarem as do gastrocnêmio e do 

coração, o aumento do dano a proteínas observado nesse tecido pode ser resultado da grande 

quantidade de ferro livre. A catálise por metal é um dos principais fatores que contribuem 

com a formação de derivados carbonílicos na cadeia lateral das proteínas, o que pode tornar 

esse tecido mais suscetível ao dano em proteínas que os outros (STADTMAN e LEVINE, 

2000).  Tratando-se do gastrocnêmio, este mostrou baixa concentração basal de derivados 

carbonílicos nas proteínas. No entanto, o grande aumento da atividade metabólica desse 

tecido em resposta ao exercício máximo contribuiu para o aumento da carbonilação de 

proteínas, mas de forma bem menos pronunciada que no cérebro, devido a características 

intrínsecas de cada um desses tecidos, como o conteúdo de ferro livre. Nesse modelo de 

exercício de baixo impacto, há pouca ruptura de proteínas contendo ferro que possa catalisar 

formação de grupos carbonílicos no gastrocnêmio (JENKINS, KRAUSE e SCHOFIELD, 

1993; LUI et al, 2000). 

A presença de derivados carbonílicos nas proteínas leva à agregação destas, para 

minimizar sua interação com o ambiente aquoso, o que pode ser favorecido também pela 

formação de gelo, e ainda a maior concentração de proteínas danificadas favorece a formação 

de agregados (JUNG, HÖH e GRUNE, 2014). A formação dos agregados pode diminuir a 

eficiência do ensaio de quantificação do produto de dano oxidativo a proteínas em questão, 

por diminuir a quantidade de grupos carbonílicos acessíveis para a reação com a 2,4-

dinitrofenilhidrazina. No cérebro parece haver, a fresco, uma maior quantidade de proteínas 

com dano oxidativo, isso somado ao congelamento pode explicar a redução desse marcador 

nesse tecido. Isso também demonstra e reforça a contribuição de características intrínsecas 

dos diferentes tecidos para a estabilidade dos marcadores em estudo. 
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O congelamento do cérebro, gastrocnêmio e coração não teve impacto na 

avaliação de derivados carbonílicos em proteínas induzida pelo exercício máximo, apesar da 

redução deste marcador em amostras de cérebro de animas exercitados que foram 

armazenadas em -80 
o
C por 3 meses ou mais e do aumento da concentração de derivados 

carbonílicos em proteínas no coração armazenado por tempo igual ou superior a 3 meses. A 

carbonilação é uma forma irreversível de modificação de proteínas e tem sido mostrado que 

esse marcador é muito estável, quando comparado a produtos da peroxidação lipídica 

(GRUNE, REINHECKEL e DAVIES, 1996; WEBER, DAVIES e GRUNE, 2015). Esse 

achado é de extrema relevância prática, pois demonstra, nos tecidos e na condição 

experimental em questão, que o marcador tem grande estabilidade e assim, quando a amostra 

não puder ser analisada a fresco, o seu congelamento a -80 
o
C por até seis meses não irá 

comprometer o resultado do estudo.  

Tratando-se da resposta da capacidade antioxidante enzimática dos tecidos ao 

exercício máximo, este promoveu aumento da atividade da CAT e SOD em todos os tecidos 

avaliados. Essa resposta pode ser devido ao aumento da concentração dos substratos dessas 

enzimas, como indicado pelo aumento da peroxidação lipídica e do dano oxidativo as 

proteínas observados. 

A atividade da CAT no tecido fresco aumentou com o exercício no gastrocnêmio 

e no coração, como já observado em outros estudos (BARRETO et al, 2012 e SOMANI et al., 

1995). O aumento foi de 157% no gastrocnêmio e 91% no coração, em relação ao controle. A 

CAT teve sua atividade catalítica comprometida com o congelamento e consequentemente, a 

resposta ao exercício não foi mais observada nas amostras após 1 mês de congelamento. 

Estudos mostram que a atividade da CAT é criticamente comprometida com o congelamento, 

e que os mecanismos envolvidos podem estar relacionados à desnaturação irreversível da 

enzima por formação de cristais de gelo. Shikama e Yamazaki, (1961) observaram redução da 

atividade de CAT de homogenato de fígado de boi, em 20%, em amostras congeladas por 10 

minutos entre -6 °C e -75 °C e descongeladas a 25 °C. Esses autores justificaram a redução da 

atividade da enzima pela formação de uma crítica região de temperatura que leva à 

desnaturação da enzima por um processo de transição de cristais de gelo. Fishbein e Winkert 

(1978) também observaram perda da atividade da CAT, utilizando enzima purificada de 

fígado, quando a enzima em solução foi submetida a uma taxa de congelamento de 1 a 25 

°C/min. os autores observaram que baixas taxas de resfriamento podem aumentar a acidez do 
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meio ou aumentar a solubilidade da enzima sem diluir significativamente os solutos tóxicos, 

ao contrário do que ocorre em altas taxas de resfriamento, ou congelamento rápido. Os 

autores propuseram que a inativação da CAT é irreversível, associado à desnaturação, 

decorrente da formação de cristais de gelo, e não por queda da temperatura. Isso foi 

sustentado por Chang et al., (1983), no trabalho sobre secção de tecidos para microscopia 

eletrônica e avaliação dos efeitos estruturais do congelamento. Os autores observaram que os 

cristais de CAT utilizados no estudo definem, de forma exclusiva, a orientação dos cristais de 

gelo hexagonais que crescem neles, e dessa forma a estrutura da enzima é alterada. Além de 

tudo isso, baixas concentrações de CAT, tal como observada no coração e gastrocnêmio, têm 

relação com a diminuição da estabilidade da enzima durante o congelamento (FISHBEIN e 

WINKERT, 1979, WANG et al., 2010). 

Poucos estudos foram realizados para avaliar especificamente o efeito do tempo 

congelamento na estabilidade de enzimas antioxidantes em amostras biológicas. 

Recentemente, Bortolin et al. (2016) investigaram o efeito da temperatura e do tempo de 

armazenamento sobre a atividade da CAT em amostras íntegras de cérebro de ratos. As 

amostras foram congeladas a -80 °C por 60 dias. O estudo não mostrou alteração na atividade 

da CAT no cérebro ao congelamento por 2 meses a -80°C, enquanto no presente estudo não 

foi encontrada atividade detectável de CAT pelo método utilizado. Diferentemente desse 

estudo, Bortolin et al. investigaram o efeito do congelamento em amostras apenas em 

condições redox basais.  

Jung et al, (1993) avaliaram o efeito da estocagem a -70 °C por 28 dias na 

atividade da CAT em fígado e rim de ratos, armazenados íntegros. No rim e no fígado a 

atividade da CAT foi reduzida nas amostras estocadas a -70 °C por 28 dias. O estudo mostrou 

que a sensibilidade da CAT ao congelamento foi a mesma nos tecidos avaliados. Os 

resultados apresentados no presente estudo reforçam esses achados e mostram que a atividade 

da CAT é rapidamente perdida também no gastrocnêmio, coração e cérebro congelados por 

30 dias a -80 
o
C, de maneira não específica para esses tecidos. Nesse contexto, a mensuração 

da CAT deve ser preferencialmente realizada a fresco. 

 O gastrocnêmio dos animais exercitados foi o tecido que apresentou maior 

aumento da atividade da SOD, de 180% em relação ao controle, enquanto no cérebro e no 

coração essa reposta ao exercício foi de 51% e 25%, respectivamente. A atividade basal de 

SOD é muito baixa no músculo esquelético de ratos, sendo a menor entre os três tecidos 



74 

 

 

 

estudados (GRANKVIST, MARKLUND e TÄLJEDAL, 1981), como mostrado em nossos 

resultados. O maior aumento da atividade da SOD no gastrocnêmio pode se justificar pelo 

aumento da concentração de ânion superóxido mais pronunciado nesse tecido, em resposta ao 

exercício (JI, 1994). Como mostrado em nossos resultados o coração é o tecido, dentre os 

investigados nesse trabalho, com maior atividade basal de SOD total (GRANKVIST, 

MARKLUND e TÄLJEDAL, 1981), o que pode explicar neste tecido o aumento menos 

pronunciado da atividade da SOD, comparado aos outros tecidos, após o exercício máximo 

O congelamento afetou a resposta da SOD ao exercício máximo em todos os 

tecidos em avaliação, mas o gastrocnêmio foi o mais suscetível ao efeito do congelamento. A 

precoce deteriorização da atividade da SOD no gastrocnêmio pode ser decorrente de uma 

menor concentração dessa enzima, sugerida pela menor atividade basal comparada aos outros 

tecidos, pois a concentração enzimática parece ter uma relação indireta com o dano por 

congelamento (FISHBEIN e WINKERT, 1979, WANG, NEMA e TEAGARDEM, 2010). 

Entretanto, com o aumento do tempo de congelamento pode ter ocorrido desnaturação e 

consequente inativação dessas enzimas por proteases ou ainda formação de pontes dissulfetos 

intermoleculares que levam a perda da atividade (CROWE et al., 1990; WANG, NEMA e 

TEAGARDEM, 2010), o que pode ter contribuído para a redução da atividade da SOD e 

alteração do efeito do exercício em 1 mês de congelamento no gastrocnêmio e em 3 meses no 

coração e cérebro. 

Outro fator também muito importante que pode contribuir para a diferença na 

estabilidade enzimática nos tecidos é a concentração de lipídio, que no coração e 

principalmente no cérebro, são muito maiores que no músculo esquelético (ADIBHATLA e 

HATCHER, 2007, NIKOLAIDIS, PETRIDOU e MOUGIOS, 2006). Como relatado por 

diversos autores, ambientes mais apolares parecem contribuir para a estabilidade enzimática, 

por reduzir o risco de desdobramento da enzima, favorecendo a integridade molecular 

(JAENICK et al.,1990; KAUL e MATTIASSON,1993; ECHLIN, 2013). 

Bortolin et al. (2016) também investigaram o efeito da temperatura e do tempo de 

armazenamento sobre a atividade da SOD em amostras íntegras de cérebro de ratos, 

congeladas a -80 °C por 60 dias. Os resultados mostraram que o congelamento por 2 meses 

não alterou a atividade da SOD no cérebro intacto, o que, em conjunto com os nossos 

achados, sugere que estes marcadores são estáveis no cérebro congelado a -80 
o
C por tempo 

menor ou igual a dois meses.  
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No estudo de Jung et al., (1993) também foi avaliado o efeito da estocagem a -70 

°C por 28 dias na atividade da SOD em fígado e rim de ratos, armazenados íntegros. A 

atividade da SOD foi reduzida após o congelamento apenas no rim. Esses autores concluíram 

que a estabilidade da SOD ao tempo de congelamento depende do tecido em análise. Dessa 

forma, os resultados do presente estudo em conjunto com esses achados reforçam que o 

congelamento compromete a mensuração da SOD de maneira específica para os tecidos e, 

mais uma vez, características intrínsecas dos tecidos parecem se relacionar a estabilidade do 

analito. 

Quanto à capacidade antioxidante não enzimática do gastrocnêmio, coração e 

cérebro, analisada pelo método de redução do ferro, o exercício máximo reduziu a capacidade 

antioxidante não enzimática desses tecidos, provavelmente pelo aumento da produção de 

ERO (DEKKERS et al., 1996; JI, 1994; RADAK et al., 2001). O ensaio FRAP mensura a 

capacidade de redução do ferro pelos antioxidantes não enzimáticos presentes na amostra, 

incluindo ácido úrico e ácido ascórbico, dentre outros presentes em menores concentrações. 

No coração, o conteúdo antioxidantes não enzimáticos é cerca de 2 a 3 vezes maior em 

relação ao músculo esquelético (JI, 2000), e essa diferença de concentração entre os tecidos 

pode ser observada em nossos resultados. De acordo com os resultados, o cérebro possui alta 

concentração de antioxidantes não enzimáticos, várias vezes maior que no gastrocnêmio e 

algumas vezes superior à do coração. Esse maior conteúdo de antioxidantes não enzimáticos 

no cérebro pode ser um mecanismo para compensar a sua baixa atividade antioxidante 

enzimática e já foi demonstrado que os antioxidantes não enzimáticos tem papel chave no 

cérebro para evitar lesões oxidativas (FREI, 1991).  

A redução da capacidade antioxidante total não enzimática no gastrocnêmio, 

coração e cérebro em resposta ao exercício máximo não foi alterada com o congelamento das 

amostras, embora tenha ocorrido diminuição da capacidade antioxidante das amostras de 

cérebro e coração após 3 e 6 meses de congelamento, respectivamente. Portanto, a análise da 

capacidade antioxidante total não enzimática, medida pelo método FRAP, possui boa 

estabilidade para a análise de situações de desequilíbrio redox, como o exercício máximo, não 

alterando o efeito com o congelamento em qualquer um dos tecidos. Assim, caso seja 

necessário congelar a amostra, este é um bom marcador para ser avaliado, assegurando a 

confiabilidade dos resultados do estudo. 
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Firuzi et al. (2007) avaliaram o efeito da estocagem de amostras de plasma a -70 

°C por 1, 7 e 30 dias em biomarcadores de estado redox de indivíduos saudáveis. Eles não 

viram alterações significativas na capacidade antioxidante total não enzimática, medida pelo 

método FRAP, após 1 mês de congelamento. Os resultados do presente estudo, em conjunto 

com os resultados de Firuzi e colegas, mostram que a capacidade antioxidante total não 

enzimática, mensurada por FRAP, é estável ao congelamento em outros tecidos, além do 

plasma. 

Os resultados aqui apresentados mostraram que o efeito do congelamento, em 

alguns biomarcadores, se manifestou mais precocemente nos tecidos do grupo exercitado em 

relação aqueles do grupo controle. A interação entre o congelamento e o efeito do exercício, 

observada em todos os biomarcadores, pode ser decorrente das alterações fisiológicas sofridas 

pelos tecidos sob a condição de exercício máximo, que alteraram não apenas a homeostase 

redox, mas também de diversos outros componentes, incluindo alteração de homeostase 

metabólica e iônica. O exercício máximo leva, ainda, à desidratação, aumento da temperatura 

interna, inclusive do cérebro, e depleção de substratos (FULLER, CARTER e MITCHELL, 

1998; MONTAIN e COYLE, 1992), o que pode ter contribuído para alterações importantes 

nos tecidos dos animais exercitados e, consequentemente para o efeito do congelamento 

especificamente sobre as amostras nessa condição. 

É importante ressaltar alguns pontos desse estudo que contribuem para determinar 

que nossos achados estão, predominantemente, relacionados aos efeitos do congelamento nas 

amostras e não a outras condições pré-analíticas. As amostras foram cuidadosamente 

seccionadas em quatro partes iguais e submetidas a congelamento rápido e foram 

descongeladas apenas no momento dos ensaios. O congelamento das amostras íntegras, e não 

em solução, foi escolhido, a fim de minimizar alteração de pH e consequente cristalização 

seletiva, formação de interface gelo-água e cristalização eutética, fenômenos estes que podem 

afetar a estabilidade dos analitos em questão. Além disso, muitas proteínas não têm 

estabilidade de armazenamento a longo prazo quando em solução (CAO et al., 2002; FAHY e 

WOWK, 2015; MURASE e FRANKS, 1989; WANG et al., 2010; PARK et al., 1998). Além 

de não terem sido estocadas em solução, as amostras foram divididas, sob baixa temperatura, 

em apenas quatro fatias, necessárias aos experimentos. Quanto maior o fracionamento da 

amostra, bem como vários ciclos de congelamento e descongelamento, maior a probabilidade 

de ocorrer proteólise artefatual, já que proteases poderão ter contato com compartimentos 
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celulares que são normalmente mantidos separados in vivo e, consequentemente, ocasionar a 

degradação da amostra e perda de sua utilidade analítica (ERICSSON, FRANZÉN E 

NISTÉR, 2006). Uma vez que a atividade proteolítica só é cessada abaixo do ponto de 

congelamento da amostra, cuidados com o processamento devem ser tomados antes do 

armazenamento, para que não haja maiores erros analíticos em decorrência da presença de 

proteases livres (BORGES et al., 2014). Dessa forma, no presente estudo buscou-se 

minimizar qualquer erro pré-analítico comum da manipulação de amostras para que todas as 

alterações observadas e descritas ao longo do tempo de armazenamento fossem, em sua 

maioria, decorrentes do processo de congelamento e não por problemas no preparo das 

amostras.  

Assim, podemos observar, de maneira geral, que biomarcadores de estado redox 

podem ter sua estabilidade comprometida pelo congelamento da amostra, dependendo do 

estado redox, do tecido avaliado e do tempo de armazenamento. Isso representa um grande 

problema do ponto de vista da pesquisa científica, uma vez que o congelamento de amostras é 

uma prática comum. A detecção e/ou quantificação dos biomarcadores em questão é 

certamente um elemento importante para avanços nos estudos da fisiologia do exercício, bem 

como de doenças associadas a alterações de condições redox.  
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7  CONCLUSÃO 

 

Na avaliação do efeito do exercício máximo sobre o estado redox a escolha dos 

biomarcadores a serem investigados deve considerar o tecido em avaliação e o tempo previsto 

para a estocagem da amostra.  
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