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 Introdução geral 

 

Helix aspersa, dormência e depressão metabólica 

 

O molusco gastrópode pulmonado terrestre Helix aspersa (Müller) também 

conhecido como Cornu aspersum é um herbívoro generalista, que habita a área mediterrânea 

e Europa Ocidental (Guiller & Madec, 2010). Sua reprodução ocorre até seis vezes por ano e 

demora dois anos para atingir a maturidade em seu ambiente natural (Bezemer & Knight, 

2001). Seus centros neuroendócrinos responsáveis pela ovulação são dependentes de fotofase 

maior que nove horas, sendo que o gastrópode Helix pomatia também apresenta dependência 

de fotoperiodo para ovular (Stephens & Stephens, 1966; Bailey, 1981; Gomot, 1990; Jess & 

Marks, 1998). 

Os gastrópodes terrestres em geral durante o inverno hibernam e durante períodos de 

calor e de baixa umidade estivam, formando uma membrana muco protéica, o epifragma, que 

proporciona um isolamento do meio e uma diminuição da perda de água (Barnhardt, 1983). 

Segundo Vorhaben e colaboradores (1984) o gastrópode Helix aspersa apresenta três fases de 

atividade: durante a noite, uma fase ativa e de procura de alimento; uma fase de torpor durante 

o dia, em que o consumo de oxigênio é reduzido em 50-60% em relação a fase ativa; e uma 

fase dormente de longa duração (estivação), em que o consumo de oxigênio é 80% menor que 

na fase ativa (Tabela 1). Outros gastrópodes como Otala lactea e Bulimulus dealbatus 

também mostram este descréscimo de consumo de oxigênio em estado dormente (Herreid, 

1977; Horne, 1973). A dormência (estivação/hibernação) nos gastrópodes terrestres é 

caracterizada por depressão metabólica, acidose extracelular, hipoxia, hipercapnia e ativação 

das defesas antioxidantes (Barnhart, 1986; Barnhart & McMahon, 1987; Barnhart  & 

McMahon 1988; Hermes-Lima et al., 1998).  

Além dos gastrópodes terrestres, outros organismos respondem com a diminuição da 

taxa metabólica quando as condições do ambiente são desfavoráveis a vida, fazendo com que 

a energia e a água sejam economizadas e haja condições de sobrevida (Storey & Storey, 

1990). Desde o torpor diário visto em pequenos mamíferos, aves e gastrópodes, passando pela 

hibernação, estivação e diapausa programadas, até em momentos de falta de oxigênio que 

acometem organismos intermareais, mamíferos marinhos e tartarugas durante mergulho; e em 

organismos que toleram desidratação extrema e congelamento (Storey & Storey, 1990; Guppy 

& Withers, 1999). A anidrobiose, a osmobiose e a criobiose aliam a depressão metabólica a 
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um estado celular alterado hidricamente e com o acúmulo de solutos. Já a dormência é um 

estado menos extremo de inatividade, englobando: a hibernação, que é um torpor longo 

durante o inverno; o torpor diário; e a estivação, que é um torpor longo durante o verão 

(Withers & Copper, 2010). 

 

Tabela 1. Taxa metabólica de gastrópodes terrestres pulmonados em estado normal e 
deprimido (extraído e modificado de Guppy & Withers, 1999). 
 
Espécie Massa 

(g) 
Temp 
(°C) 

Normal 
(µl/h) 

Deprimido 
(µl/h) 

Razão 
(D/N) 

Referência 

Sphincterochila boissieri 4 25 393 4,8 0,01 Schmidt-Nielsen 
et al., 1971 

Rabdotus schiedeanus 4,5 25 563 27 0,05 Riddle, 1977 

Rhagada tescorum 3 25 146 14,1 0,1 Withers et al., 
1998 

Bulinus dealbatus 1 22 120 20 0,17 Horne, 1973 

Oreohelix spp. 0,3 25 55,1 9,42 0,17 Rees & Hand, 
1990 

Helix aspersa 5 27 500 100 0,2 Vorhaben et al., 
1984, Pedler et al., 
1996 

Otala lactea 7 20 350 98 0,28 Herreid, 1977 
 

Em endotermos, a depressão metabólica envolve uma mudança fisiológica na 

regulação da temperatura corporal, reduzindo o valor a ser defendido de temperatura e 

consequentemente reduzindo a produção de calor (Guppy & Withers, 1999; Withers & 

Copper, 2010). Já em ectotérmicos, a depressão metabólica que ocorre nos estados dormentes 

é intrínseca (Churchill & Storey, 1989; Storey & Storey, 1990; Rees & Hand, 1991; Storey, 

2002). Durante a depressão metabólica em moluscos gastrópodes, os carboidratos são 

essenciais em longos períodos dormentes (Von Brand, 1944; Oudejans & van der Horst, 1974) 

e também durante o metabolismo normal (Livingstone & De Zwaan, 1983). Sendo que o 

principal metabólito acumulado nos tecidos e na hemolinfa em gastrópodes terrestes durante 

períodos de privação de oxigênio são o D-lactato e succinato (Wieser, 1981; Churchill and 

Storey, 1989, Michaelidis et al., 1999).  

Em depressão metabólica, as células dos animais exibem diversas características 

comuns como: mudanças de pH, mudanças no estado de fosforilação protéica,  diminuição de 

degradação protéica, mudanças na expressão gênica, manutenção dos gradientes iônicos e 
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regulação diferenciada da síntese protéica (Storey & Storey, 1990; Guppy et al., 1994; 

Hochachka & Lutz, 2001; Storey & Storey, 2004). 

 

 Despertar, estresse oxidativo e antioxidantes 

 

Os gastrópodes terrestres e outros grupos animais quando saem de um estado 

dormente estão passando de um estado hipóxico ou anóxico para um estado transiente e 

relativo de hiperoxia para depois voltarem ao estado normóxico (Hermes-Lima et al., 1998). 

Durante este aumento de tensão e consumo de oxigênio no despertar, pode ocorrer um 

aumento na produção de espécies reativas de oxigênio (ROS) nas mitocôndrias (Turrens et al., 

1982) levando a um quadro de  possível estresse oxidativo (Hermes-Lima & Zenteno-Savin, 

2002). Estes organismos respondem geralmente de três formas: aumentando as defesas de seu 

sistema antioxidante durante a depressão metabólica, antes da fase de recuperação do 

metabolismo basal (Hermes-Lima & Storey, 1993; Hermes-Lima & Storey, 1995; Lushchak et 

al., 2001; Ramos-Vasconcelos & Hermes-Lima, 2003);  possuindo altos níveis constitutivos 

de antioxidantes (Willmore & Storey, 1997a; Willmore & Storey, 1997b); ou tolerando o 

estresse oxidativo (Grundy & Storey, 1998). 

Dois fatores essenciais contribuem para a produção de espécies reativas de oxigênio 

(ROS) durante a hipóxia e depois durante a reoxigenação: a redução parcial do oxigênio na 

cadeia respiratória mitocondrial, produzindo, ânion superóxido (O2
-), peróxido de hidrogênio 

(H2O2) e radical hidroxil (.OH) (Ruuge et al., 1991; Inoue et al., 1993; Fridovich, 2004; 

Murphy, 2009; Hamanaka & Chandel, 2010); e a geração de radicais livres de oxigênio pela 

enzima xantina oxidase (figura1) (Granger, et al., 1981; McCord, 1985; Yager et al., 1992). 

Outras fontes de espécies reativas de oxigênio nos organismos seriam: o sistema 

citocromo P450 no retículo endoplasmático; a auto-oxidação de oxihemoglobina e 

oximioglobina; a enzima NADPH oxidase de fagócitos; a enzima superóxido dismutase e 

outras enzimas como as ciclo-oxigenases, lipo-oxigenases e amino-oxidases, entre outros 

(Hermes-Lima, 2004). 

O estresse oxidativo é definido como o desequilíbrio no balanço entre agentes pró-

oxidantes e agentes antioxidantes, em favor dos pró-oxidantes, levando a uma perturbação na 

sinalização e no controle redox e/ou dano molecular (Sies & Jones, 2007). O estresse 

oxidativo tem potencialidade de danificar macromoléculas tais como: DNA, lipídios e 

proteínas. O controle do estresse oxidativo é realizado pelo sistema de defesa antioxidante 
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(figura 2), do qual participam enzimas e outros compostos de natureza não-enzimática 

(Storey, 1996; Hermes-Lima, 2004). 

 

Figura 1. Produção de ROS pela enzima xantina oxidase. Extraído de Granger, 1988. 

 

 

Figura 2. Via de formação de espécies pró-oxidantes e vias de detoxificação pelo sistema 

de defesa antioxidante enzimático. 

 

 
 Espécies reativas de oxigênio 

 

As espécies reativas de oxigênio podem ser não-radicalares e radicalares. As espécies 
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radicalares contêm pelo menos um elétron não-emparelhado, ou seja, o elétron está sozinho 

no orbital atômico ou molecular e  estas spécies radicalares podem possuir cargas  ou podem 

ser neutras (Slater, 1984; Cadenas, 1995; Halliwell & Gutteridge, 2007).  

A molécula de oxigênio  possui dois elétrons desemparelhados em  spins paralelos, 

tornando difícil a redução destes elétrons ao mesmo tempo e facilitando a formação de  outras 

ROS, como o ânion superóxido O2
- (Gregory & Fridovich, 1973; Gregory et al., 1974; 

Fridovich, 1983; Fridovich, 1995) e em sequência o peróxido de hidrogênio. 

O peróxido de hidrogênio (H2O2) é uma espécie não-radicalar e também um fraco 

agente oxidante, mas é altamente estável e ultrapassa membranas biológicas com facilidade 

(Halliwell & Gutteridge, 2007).  

Já o radical hidroxil (.OH) é altamente reativo em comparação , porém de meia vida 

baixa (Sies, 1988). Uma das grandes fontes do  radical hidroxil  seriam as reações de Fenton e 

Haber-Weiss, nas quais o peróxido de hidrogênio, o ânion superóxido e metais de transição 

participam (Halliwell  & Gutteridge, 2007).  

Outras espécies reativas importantes são: as derivadas de ácidos graxos 

poliinsaturados (hidroperóxido de alquil, radical peroxil de alquil, radical alquoxil); o 

oxigênio singleto, espécie não-radicalar, com alto poder oxidante; o ozônio, espécie não-

radicalar, altamente tóxica a vegetação, mas com efeito protetor contra os raios ultravioleta 

quando localizado em alta altitude; e outras espécies reativas com átomos de nitrogênio 

(óxido nítrico, dióxido de nitrogênio e peroxinitrito),carbono e enxofre, entre outros (Hermes-

Lima, 2004; Halliwell & Gutteridge, 2007). 

 

Sistema de defesa antioxidante 

 

Os possíveis danos oxidativos infligidos pelas espécies reativas em geral podem ser 

controlados nos organismos aeróbicos atuais por um sistema  de defesa antioxidante. Este 

sistema foi classificado (Sies, 1997; Hermes-Lima, 2004; Halliwell & Gutteridge, 2007) em  

quatro sub-divisões: defesas primárias, tanto enzimáticas, como não-enzimáticas, que agem 

diretamente sobre as ROS; defesas auxiliares, que suportam as funções das defesas primárias; 

proteínas que complexam metais e outros compostos de baixo peso molecular que previnem 

ou minimizam a participação de metais na geração de ROS; e sistemas de reparação de 

biomoléculas danificadas, principalmente DNA. 

 A enzima superóxido dismutase (SOD) possui diversos tipos, tendo como co-fatores 
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cobre, zinco, ferro, manganês ou niquel (Tainer et al., 1983; Borgstahl et al., 1992; Barondeau 

et al., 2004). Ela catalisa a dismutação do O2
- em H2O2 e O2 (McCord & Fridovich, 1969). A 

CuZn-SOD está presente no citossol de eucariotos e em muitas bactérias.  A MnSOD é 

encontrada em mitocôndrias tanto de eucariontes como em procariontes, é insensível a cianeto 

e a peróxido de hidrogênio (Prohaska & Sunde, 1993; Ahmad 1995). A FeSOD é encontada 

no citossol de bactérias e em cloroplastos de vegetais superiores (Hermes-Lima, 2004). Já a 

NiSOD é encontrada em procariontes (Barondeau et al., 2004). 

A catalase (CAT) em suas diversas formas possui o grupo prostético heme, que é 

geralmente acompanhando de uma molécula de NADPH (Fridovich, 1998). Decompõe o 

H2O2  em  H2O e O2, e existe em muitos animais, plantas, bactérias e fungos. No cérebro de 

vertebrados sua atividade é baixa, já  em fígado, rim, tecido adiposo e hemácias sua atividade 

é alta (Hermes-Lima, 2004).  A enzima glutationa peroxidase (GPx) descorbeta em 1957 por 

Mills também possui diversos tipos, contendo selênio nos seus sítios ativos. Remove 

hidroperóxidos inorgânicos e orgânicos, reduzindo-os a H2O ou  a álcoois acoplado com a 

oxidação de glutationa reduzida, GSH (Halliwell & Gutteridge, 2007). A enzima glutationa 

redutase (GR) recicla a glutationa oxidada (GSSG) no processo de remoção de 

hidroperóxidos. Possui duas sub-unidades, cada uma com um FAD em seus sítios ativos. Para 

reduzir a GSSG, a GR utiliza o poder redutor de NADPH, que tem como principal fonte em 

animais a via das pentoses fosfato, onde o NADPH é catalisado pela enzima glicose-6-fosfato 

desidrogenase. 

A  família das enzimas glutationa-S-transferase (GST) utilizam primariamnete a 

GSH para conjugar xenobióticos ou material celular danificado. Algumas GSTs exibem 

atividade parecida com a GPx, mas apenas com hidroperóxidos orgânicos, não são capazes de 

reduzir H2O2,  por isso são chamadas de GPx independentes de selênio (Halliwell & 

Gutteridge, 2007). A GSH é um tripeptídeo formado por glutamato, cisteína e glicina (figura 

3), e está presente amplamente em animais, plantas, fungos e bactérias, mesmo em 

organismos que não possuem GPxs (Hermes-Lima, 2004). Além de participar como substrato 

para a GPx e GST, tem atividade antioxidante per se (Sies, 1993; Sies, 1999; Dickison & 

Forman, 2002). Agindo como um inativador de radicais livres, com grande importância para a 

preservação do status redox celular e como defesa contra ROS e xenobióticos (Meister, 1995). 

A GSH é sintetizada a partir de seus aminoácidos constituintes pela ação seqüencial da 

enzima dimérica y-glutamato-cisteína ligase (GCL) e GSH sintetase (Griffith, 1999).  

Outros antioxidantes não enzimáticos importantes são: o ácido ascórbico, o ß-



7 
 

caroteno, o ɑ-tocoferol, a melatonina, a melanina, o ácido úrico e polifenóis em geral. Eles 

agem principalmente interrompendo a cadeia de propagação das reações radicalares (Cadenas, 

1995). 

Figura 3. Metabolismo da glutationa em células de fígado, extraído de Hermes-Lima, 2004. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Funções da glutationa e proteínas relacionadas 

 

Uma classe de compostos orgânicos de enxofre é conhecida como tiol e possui como 

centro reacional pelo menos um grupo sulfidrila (-SH). Os tióis podem ter grande massa 

molecular (proteínas) ou ter pequena massa molecular (não proteicos). O estado redox dos 

tióis nas células está envolvido em diversos processos de sinalização e de transcrição e 

também nas vias mediadas pelas ROS (Dalle-Donne, 2009).  

A GSH é o principal grupo sulfidrila não proteico encontrado em células de 

mamíferos. Esta normalmente em uma concentração de 1 a 10 mM, enquanto a GSSG é 

encontrada em uma concentração de 10 a 100 vezes menor (Rossi et al., 1995; Griffith, 1999). 

A GSH atua desativando radicais livres, preservando o status redox celular e defendendo o 

organismo contra xenobióticos (Meister, 1995a). 

Segundo Dalle-Donne e colaboradores (2008) a GSH é mais resistente à oxidação do 

que a cisteína, sendo um composto mais apropriado para manter o potencial redox da célula. A 

distribuição da GSH nos compartimentos celulares é diferenciada. É encontrada no citosol, no 
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retículo endoplasmático rugoso, no núcleo e na mitocôndria (Lu, 2000; Circu & Aw, 2008). 

A presença de GSH no núcleo celular protege o DNA da ação danosa da radiação 

ionizante (Cotgreave, 2003); mantém o ambiente em um estado redutivo, protegendo as 

proteínas envolvidas na transcrição de genes (Chen et al., 2003); e contribui para a síntese de 

DNA pela doação de hidrogênio na reação que reduz ribonucleotídeo a desoxirribonucleotídeo 

(Holmgren, 1977; Holmgren, 1989). 

Na mitocôndria de murinos e de humanos não há síntese de GSH (Circu & Aw, 

2008). A GSH encontrada na matriz mitocondrial é importada do citosol pelos transportadores 

dicarboxilato e 2-oxoglutarato que se encontram na membrana interna mitocondrial (Chen & 

Lash, 1998). Há uma correlação negativa entre o aumento da quantidade de GSH mitocondrial 

e o aumento de danos no DNA mitocondrial (De La Asuncion et al., 1996). Foi hipotetizado 

que o estado redox da GSH mitocondrial é um importante contribuinte para a integridade do 

DNA mitocondrial (Circu & Aw, 2008). E que combinados podem controlar a iniciação da 

apoptose e o destino da célula que passa por um desafio oxidativo (Circu & Aw, 2008).  

A razão GSH/GSSG é amplamente reconhecida como um indicativo da situação 

redox celular. A equação de Nernst foi usada por Schafer & Buettner (2001) para determinar o 

potencial redox de GSH intracelular: 

 

E= -240- (59.1/2 )  log ( ([GSH]²)/([GSSG])  ) = mV 

 

Porém, Han e colaboradores (2006) sugeriram usando a equação que, quanto mais 

GSH celular, maior a capacidade redutora, mesmo quando a razão GSH/GSSG é a mesma em 

dois tipos celulares. 

A GSH está em menor concentração que os grupos sulfidrilas proteicos (15-25 mM) 

encontrados em células de mamíferos, já as proteínas glutationiladas estão em pequenas 

concentrações (Gilbert, 1984; Niketic et al., 1992). A S-glutationilação é um mecanismo que 

liga de forma reversível a GSH a proteínas. Resulta de uma modificação pós traducional, 

formando dissulfetos mistos entre a GSH e grupos sulfidrilas proteicos (Rokutan, et al., 1989; 

Dalle-Donne et al., 2008). 

A glutationilação proteica (PSSG) ocorre em condições basais, com papel provável 

na sinalização celular e regulação redox das funções proteicas (Giustarini et al., 2004; Ghezzi 

et al., 2005; Ghezzi, 2005). Em situações de estresse oxidativo, a glutationilação pode ocorrer 

também, funcionando como um reservatório de GSH e protegendo proteínas, pela prevenção 

da oxidação irreversível dos tióis proteicos (Lii et al., 1994; Maher, 2006).  
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Os mecanismos de formação das proteínas glutationiladas (figura 4) são muitos 

(Dalle-Donne et al., 2008; Dalle-Donne et al., 2009): 

Oxidação do grupo sulfidrila da proteína ou da GSH por ROS, formando radical PS. 

ou GS. (catalisado por glutaredoxina), reagindo com GSH ou sulfidrila proteica 

respectivamente, formando proteína glutationilada, sem grandes mudanças na razão 

GSH/GSSG; 

Oxidação do grupo sulfidrila da proteína por ROS, gerando intermediários de ácido 

sulfênico, reagindo com GSH e formando por fim proteínas glutationiladas; 

Sulfidrilas proteicas reagindo com tióis nitrosilados, como glutationa nitrosilada 

(GSNO), glutationa ligada a ácido sulfênico (GSOH) e proteínas nitrosiladas (PSNO), 

formando proteínas glutationiladas por fim (Giustarini et al., 2004; Martinez-Ruiz & 

Lamas,2007); 

E em menor escala, a presença de GSSG e sulfidrilas proteicas, levando a reações de 

troca tiol-dissulfeto. Gerando proteínas glutationiladas, quando o ambiente celular esta com 

uma razão GSH/GSSG baixa. Porém segundo Wang e colaboradores (2001) este mecanismo é 

improvável de acontecer in vivo. 

Já o processo de desglutationilação (figura 4) pode ocorrer:  

Por reações de troca direta do tiol/ dissulfeto com GSH, em uma condição redox celular 

(GSH/GSSG) adequada (Schafer & Buettner, 2001); 

Ou por reações catalisadas pelo sistema glutaredoxina (Fernandes & Holmgren, 

2004) e em menor grau por tioredoxina/tioredoxina redutase e outros compostos (Findlay et 

al., 2006; Holmgren et al., 2005). Sendo que a glutaredoxina é capaz também de glutationilar 

proteínas, mas por um mecanismo diferente da desglutationilação (Starke et al., 2003; 

Fernandes & Holmgren, 2004; Shelton et al., 2005). 

A família das glutaredoxinas (Grxs) são oxiredutases dependentes de GSH. 

Isoformas de Grx estão presentes em praticamente todos os grupos taxonômicos e possuem 

alto grau de homologia em sua sequencia de aminoácidos (Fernandes & Holmgren, 2004). 

Reduzem dissulfetos e dissulfetos mistos, podendo formar GSSG e o grupo sulfidrila 

(mecanismo monotiol, usado na desglutationilação) ou formando apenas sulfidrilas reduzidas 

(Kalinina et al., 2008). A Grx oxidada é reduzida por duas moléculas de GSH (figura 5), esta 

redução é dependente de NADPH. 
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Figura 4. Mecanismos da S-glutationilação e desglutationilação, extraído de Dalle-Donne et 

al., 2009. 

 

 

Figura 5. Reações do sistema glutaredoxina, extraído de Kalinina et al., 2008. 

 

 

Trê isoformas de Grx são encontradas em mamíferos, uma citosólica e duas 

mitocondriais (Lundberg et al., 2001; Wingert et al., 2005). Duas isoformas são apenas 

encontradas em eucariotos inferiores (Kalinina et al., 2008). 

As tioredoxinas (Trxs) são proteínas de baixo peso molecular, contendo um sítio 

ativo tiol/dissulfeto e atividade de oxirredução (figura 6) (Kalinina et al., 2008). São 

encontradas em procariontes e em eucariontes (Powis & Montfort, 2001) e existem mais de 

dez isoformas conhecidas. A Trx 1, citosólica e a Trx 2, mitocondrial, são capazes de reparar a 

atividade catalítica de peroxiredoxinas e GPxs (Rhee et al., 2001). A Trx 1 reduz diretamente 

H2O2 e GSSG (Norberg & Arner, 2001); e também é cofator de muitas enzimas (Arner & 

Holmgren, 2000) como as peroxiredoxinas, ribonucleotídeo redutases e metionina sulfóxido 

redutases e também esta envolvida no reparo de DNA (Powis & Montfort, 2001). 
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Figura 6. Reações do sistema tioredoxina, extraído de Kalinina et al., 2008. 

 

 

As tioredoxina redutases (TrxRs) são enzimas dependentes de NADPH, reduzem 

primariamente os centros ativos dissulfetos nas Trxs oxidadas (Arner & Holmgren, 2000; 

Holmgren  & Björnstedt, 1995; Holmgren, 1989; Gromer et al., 1999). Há três isoformas de 

TrxR em mamíferos: a TrxR 1, citoplasmática; a TrxR 2, mitocondrial; e a tioredoxina 

glutationa redutase (TGR) que reduz além de Trx, a GSSG (Miranda-Vizuete et al., 1999; Sun 

et al., 1999; Sun et al., 2001). A TrxR 1 reduz também hidroperóxidos lipídicos e H2O2 

(Zhong & Holmgren, 2000; Bjornstedt et al., 1995). Em Drosophila melanogaster não há GR, 

a atividade de redução de GSSG é feita pela TGR (Kanzok et al., 2001) caracterizando uma 

sobreposição do sistema Trx e do sistema GSH (Kalinina et al., 2008). 

A família das peroxiredoxinas (Prxs) são peroxidases independentes de selênio. 

Degradam H2O2, hidroperóxidos orgânicos e peroxinitrito (Hofmann et al., 2002; Wood et al., 

2003). As isoformas de 1 a 5 usam Trx como agente redutor, já a isoforma Prx 6 usa GSH 

(Manevich & Fisher, 2005). A ação das Prxs sobre H2O2 forma ácido sulfênico, porém sua 

atividade catalítica é bem menor (105- 106 M-1. sec-1) que a atividade catalítica da GPx (108 

M-1. sec-1) e mesmo assim tem um papel importante na detoxificação de  H2O2 

(Menshchikova et al., 2006). 

A família das glutationas peroxidases dependentes de selênio (Se-GPxs) reduzem 

H2O2 e/ou hidroperóxidos orgânicos a água ou a álcool, usando primariamente GSH como 

agente redutor. Em mamíferos possuem quatro principais isoformas: a clássica GPx1, que 

reduz hidroperóxidos solúveis e alguns hidroperóxidos orgânicos (Forstrom et al., 1979); a 

GPx2,  gastrointestinal, similar na ação à GPx1(Chu et al., 1993); a GPx3, plasmática, que 

reduz também hidroperóxidos lipídicos mais complexos (Yamamoto & Takahashi, 1993) e 

pode usar tioredoxina e glutaredoxina ao invés de GSH como tiol-agente redutor (26);  e a 

GPx4, fosfolipídio hidroperóxido glutationa peroxidase, que reduz lipoproteínas, ésteres de 

colesterol e hidroperóxidos em membranas (Sattler et al., 1994; Thomas et al., 1990; Ursini & 

Bindoli, 1987).  As GPxs 1-3 são homo tetrâmeras e a GPx4, um monômero (Brigelius-Flohé 

et al., 1994). A GPx5 não possui selenocisteína no sítio ativo (Ghyselinck et al., 1990); assim 
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como a GPx7, uma nova fosfolipídio hidroperóxido glutationa peroxidase (Utomo et al, 

2004); e a GPx6 é achada no epitélio olfatório de humanos e porcos (Thisse et al., 2003).  

Segundo Margis e colaboradores (2008) a família dos genes da GPx tomou caminhos 

evolucionários independentes e diferentes. As GPxs dos moluscos e cnidários são 

classificadas como do tipo 4 e são mais próximas das GPxs dos insetos do que das GPxs tipo 

4 dos vertebrados (Margis et al., 2008). 

Enzimas relacionadas à detoxificação de xenobióticos, como a família das 

glutationas transferases (GSTs), existem em procariontes e eucariontes por mais de 2,5 

bilhões de anos (Nebert, 1994; Nebert & Dieter, 2000). E evoluíram de um ancestral parecido 

com a Trx, devido a pressões seletivas de estresse oxidativo (Koonin et al., 1994; Martin, 

1995). As GSTs participam de forma decisiva na fase II de detoxificação (Sheehan et al., 

2001). A fase I é de responsabilidade do sistema P450 (Guengerich, 1990). A fase II 

corresponde à conjugação de xenobióticos lipofílicos com substratos mais hidrofílicos, como 

a glutationa, neste caso a conjugação é catalisada por GSTs (Hayes & McLellan, 1999). E a 

fase III, corresponde à eliminação dos conjugados mais hidrofílicos formados para fora da 

célula. 

 

 Ação das ROS e danos oxidativos 

  

Como já foi dito antes, a geração de espécies reativas de oxigênio mais rápida do que 

a produção de agentes antioxidantes para balancear esta equação pode promover danos nos 

componentes das células (Halliwell & Gutteridge, 2007).  

As principais consequências dos danos oxidativos que ocorrem no material genético 

como as quebras simples ou duplas na fita do DNA e as modificações nas bases púricas e 

pirimidínicas são as mutagênicas e carcinogênicas (Halliwell e Gutteridge 1990; Aruoma e 

Halliwell 1995). O DNA danificado tanto nuclear quanto o mitocondrial pelas espécies 

reativas estão relacionados a muitas doenças e a muitas condições estressantes que os 

organismos enfrentam (Hermes-Lima, 2004).  

 A peroxidação lipídica foi definida como a deterioração oxidativa dos ácidos 

poliinsaturados (PUFAs). Os principais alvos da lipoperoxidaçao são as membranas 

biológicas, por conterem grande quantidade de PUFAs, as lipoproteínas e os lipídios 

provindos da dieta. O principal efeito da peroxidação lipídica é a diminuição da fluidez da 

membrana, aumentando a passagem de produtos que normalmente seriam impedidos de 

atravessar a membrana, levando a vários efeitos secundários importantes e comprometendo a 
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integridade da membrana. Outros efeitos seriam a produção de moléculas citotóxicas como 

alcanos, aldeídos, isoprostanas, cetonas e a peroxidação de lipoproteínas de baixo peso 

nuclear. (Halliwell & Gutteridge, 2007). 

A peroxidação de um PUFA pode começar pela a adição de uma única espécie reativa 

como o radical hidroxil, subtraindo um átomo de hidrogênio de um grupo metil, resultando 

em um radical de carbono. Este radical de carbono pode se rearranjar com outros iguais 

formando dienos conjugados ou se combinar com O2, formando radical peroxil (ROO.) O 

radical peroxil pode então tomar um próton de um ácido graxo adjacente formando um 

hidroperóxido lipídico (ROOH) e um outro radical de carbono, iniciando a fase de 

propagação. Um única peroxidação pode gerar potencialmente vários peróxidos numa reação 

em cadeia (Halliwell & Gutteridge, 2007). Uma medida de peroxidação lipídica in vivo muito 

utilizada é a quantificação de aldeídos (TBARS), o malondialdeído (MDA) reage com o ácido 

tiobarbitúrico, formando um aduto MDA-TBA2 (Buege & Aust, 1978). 

As proteínas podem ser danificadas diretamente por espécies reativas ou por 

produtos gerados pela peroxidação lipídica, como os aldeídos. A nitrosilação, a nitração, a 

glutationilação, a formação de sulfóxido de metionina e a introdução de grupos carbonis são 

exemplos de danos protéicos. As proteínas carboniladas são vastamente aceitas como 

biomarcadores de estresse oxidativo (Lenz et al. 1989) e seu aumento está relacionado com o 

envelhecimento e várias doenças como artrite reumatóide, doença de Alzheimer, Parkinson, 

diabetes, fibrose cística (Hermes-Lima, 2004). Algumas das estratégias para lidar com estes 

danos são: o reparo do resíduo de aminoácido danificado ou remoção das proteínas 

danificadas pelos lisossomos e proteassomos (Halliwell & Gutteridge, 2007). 

A apoptose é uma morte celular programada (Lockshin & Williams, 1964; Kerr et al., 

1972) e pode ser influenciada por ROS (Circu & Aw, 2010). Pela via extrínseca (Ashkenazi & 

Dixit, 1999) a apoptose pode ser iniciada a partir da ativação dos sistemas: Fas/FasL (ligante 

de Fas); TNFα/TNFR1 (receptor de fator de necrose tumoral); e TRAIL/TRAIL- R1 (receptor 

de ligante indutor de apoptose relacionado a TNF). E pela via intrínseca a ativação da 

apoptose pode ocorrer devido a danos no DNA mitochondrial ou por ROS, permeabilizando a 

membrana mitocondrial externa e liberando citocromo c e proteínas pró-apoptóticas (Ryter et 

al., 2007). 

As ROS também podem ativar JNK (c-Jun quinase N- terminal), que por sua vez 

pode induzir a apoptose extrínseca ou intrínseca (Dhanasekaran & Reddy, 2008). Em um 

estudo, foi proposto que a Trx1 se liga a ASK1 (quinase reguladora de sinal apoptótico), 



14 
 

inibindo a ativação de ASK1 e a propagação do sinal apoptótico (Saitoh et al., 1998). Altos 

níveis de ROS induzem a oxidação de Trx1, permitindo que ASK1 fique ativa (Fujino et al., 

2007). A ativação de ASK1 e outras proteínas ativam JNK (Fujino et al., 2006). Contdo, se a 

ativação de JNK for pequena, pode ao invés de ativar a sinalização apoptótica, ativar a via de 

sobrevivência celular por NF-КB, mas este tipo de ativação provavelmente não esta ligada a 

ASK1 (Liu et al., 2002; Deng et al., 2003). JNK ativado por ASK1 e encaminhado para o 

núcleo ativa AP-1 (proteína ativadora) que ativa TNFα, FasL e Bak (Fan et al., 2001). E na 

mitocôndria, JNK promove a liberação de citocromo c, iniciando a cascata de sinalização 

apoptótica (Kharbanda et al., 2000). 

 

Preparo para o estresse oxidativo 

 

A ativação do sistema de defesa antioxidante, incluindo aumento da atividade de 

enzimas antioxidantes, durante situações de depressão metabólica foi caracterizada como 

“preparo para o estresse oxidativo” (Hermes-Lima et al., 1998). Esta ativação protege o 

organismo durante o hipometabolismo e durante a reoxigenação/despertar de um possível 

estresse oxidativo. Já em animais sem esta proteção durante a isquemia-reperfusão ocorre um 

desequilíbrio nos gradientes iônicos, diminuição nos estoques de ATP e morte celular por 

apoptose (Lutz, 1992; Dong et al., 2000; Hochachka e Lutz, 2001). 

O aumento da atividade de enzimas antioxidantes em mamíferos é proporcional ao 

aumento da taxa de sintese delas (via aumento da taxa de síntese de RNA mensageiro ou 

aumento da estabilidade deste) ou do decréscimo da sua degradação durante a isquemia-

reperfusão (Singh et al., 1993). Fatores de transcrição como o HIF-1, e NfĸB, e diversos 

genes envolvidos em transdução de sinal, glicólise, produção de energia, transporte de 

membrana, crescimento celular, entre outros são expressos e regulados pela hipoxia 

(Gassmann & Wenger, 1997; Li et al., 1999; Jiang et al., 2002).  

Dos vários vertebrados e invertebrados com este tipo de resposta (tabela 2) muitos 

apresentaram um aumento da atividade da Se-GPx e aumento da quantidade de GSH, sendo 

que alguns modelos foram expostos a mais de um tipo de estresse fisiológico (Hermes-Lima 

& Zenteno-Savin, 2002). A enzima Se-GPx aparenta ter um papel chave na defesa contra o 

aumento de radicais livres durante o estresse fisiológico, evitando danos oxidativos (Hermes-

Lima & Zenteno-Savin, 2002; Ferreira-Cravo et al., 2010). 

 

Tabela 2. Estresse fisiológico e preparo para o estresse oxidativo em alguns animais, baseado 
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em: Abele et al., 1998; Cooper et al., 2002; Ferreira et al., 2003; Hermes-Lima & Storey, 
1993; Hermes-Lima & Storey, 1995; Hermes-Lima & Storey, 1996; Hermes-Lima & Storey, 
1998; Joanisse & Storey, 1996; Lushchak et al., 2001; Lushchak et al., 2005; Oliveira et al., 
2005; Pannunzio & Storey, 1998; Ramos-Vasconcelos et al., 2005; Willmore & Storey, 1997a; 
Willmore & Storey, 1997b. 

 

Animal Estresse fisiológico Preparo para o estresse 
oxidativo 

Serpente Thamnophis sirtalis 

parietalis 

Anóxia por 10 h 
(5ºC) 

↑ SOD e GSH 

Anfíbio anuro Rana pipiens Anóxia por 30 h  
(5ºC) 

↑ catalase, Se-GPX  e GST 

Tartaruga Trachemys scripta Anóxia por  20 h (5ºC) ↑   GR 

Peixe Carassius auratus Anóxia por 8 h ↑ catalase, G6PDH e Se-GPX 

Caranguejo Chasmagnathus 

granulata 

Anóxia por 8 h ↑ catalase e GST  

 Gastrópode aquático 
Biomphalaria tenagophila  

Anóxia por 24 h 
(26-27ºC) 

↑ Se-GPX  e ↓ catalase 

Gastrópode marinho Littorina 

littorea 

Anóxia (6 dias) ↑ GSH-eq 

Peixe Cyprinus carpio Hipóxia por 5 h ↑ catalase e Se-GPX  

Peixe Leiostomus xanthurus Hipóxia por 12 h ↑ atividade de SOD 

Poliqueto Heteromastus 

filiformis 

Hipóxia ↑ catalase 

Anuro Rana pipiens Desidratação severa ↑ Se-GPX e catalase e ↓ SOD e 
GR 

Anuro Rana sylvatica Congelamento (24 h) ↑ Se-GPX  e GST 

Serpente Thamnophis sirtalis 

parietalis 

Congelamento (5 h) ↑ catalase e Se-GPX 

Gastrópode terrestre Otala 

lactea 

Estivação (30 dias) ↑ catalase, Se-GPX, SOD e 
GST 

Gastrópode aquático 
Biomphalaria tenagophila 

Estivação (15 dias) ↑ Se-GPX e ↓ SOD 

Gastrópode terrestre Helix 

aspersa 

Estivação (20 dias) ↑ Se-GPX e ↑[ GSH-eq]  
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Capítulo 1. Respostas antioxidantes durante a anóxia e a 

reoxigenação em Helix aspersa com a síntese de glutationa diminuída. 

 

Abstract 

 

The hypometabolism is an important strategy for survival in various animals that 

routinely face environmental stresses. The activation of the antioxidant defense system (ADS) 

during hypometabolism is called "preparation for oxidative stress”. The aim of this study was 

to analyze the changes during a cycle of anoxia and reoxygenation on the ADS of Helix 

aspersa with reduced levels of total glutathione (GSH-eq). Low levels of GSH, 39% 

compared to controls in the digestive gland and 32% compared to controls in the muscle foot 

were achieved using buthionine sulfoximine (BSO). 

In digestive gland, GSSG levels were augmented in BSO-injected snails during 

anoxia in relation to snails in normoxic conditions. Levels of GSSG were sustained in BSO-

injected animals during anoxia and reoxygenation in relation of controls ones, despite of 

decreased GSH-eq levels. There was an increase in the ratio GSSG:GSH-eq during anoxia 

and 15 minutes of reoxygenation, signaling a more oxidized state in BSO-injected animals. 

TBARS and carbonylated proteins during anoxia and reoxygenation were unaltered. Catalase 

and GST activities in BSO-injected animals were diminished in 30 minutes of reoxygenation. 

GR activity was increased in BSO-injected animals during normoxia and diminished in 15 

minutes and 30 minutes of reoxygenation. Se-GPx activity exhibited a tendency to increase in 

BSO-injected animals in 1h of reoxygenation, in saline-injected animals this increase was 

fulfilled.  

In foot muscle, GSSG levels were diminished in BSO-injected animals in all groups, 

in contradiction to digestive glands results. But the ratio GSSG:GSH-eq was increased under 

anoxia in BSO-injected snails in comparison with saline-injected normoxic and anoxic snails, 

and in 1 hour of reoxygenation in BSO-injected snails in relation of saline one. As occurred in 

digestive gland, TBARS and carbonylated proteins did not change during anoxia and 

reoxygenation. Catalase activity in BSO-injected animals was diminished in 30 minutes of 

reoxygenation relative to saline-injected. But in 2 hours of reoxygenation in the BSO group 

occurred an augmented activity of catalase relative to 30 minutes of reoxygenation of BSO 

group. GST activity in 1 hour of reoxygenation in BSO-injected animals increased in relation 

to the saline group. GR activity was increased in BSO-injected animals 15 minutes of 
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reoxygenation. Se-GPx activity was unchanged during the process of anoxia and 

reoxygenation.  

These results indicate a distinct regulation of GSH metabolism according the organ 

during anoxia and reoxygenation. Anoxia and reoxygenation induced a minor oxidative stress 

in Helix aspersa even with plenty of GSH-eq (32-29% of saline controls), despite of the 

injection of BSO. Thus, GSH appears to be a key component in the redox balance of Helix 

aspersa, dealing with the production of ROS during anoxia and reoxygenation. 

 

Resumo 

 

A depressão metabólica é uma estratégia importante para a sobrevivência em vários 

animais que normalmente enfrentam estresses ambientais. A ativação do sistema de defesa 

antioxidante (SDA), durante o hipometabolismo é chamado de "preparação para o estresse 

oxidativo". O objetivo deste estudo foi analisar as alterações durante um ciclo de anoxia e 

reoxigenação sobre o SDA de Helix aspersa com níveis reduzidos de glutationa total (eq-

GSH). Níveis baixos de eq-GSH, 39% em relação aos controles na glândula digestiva e 32% 

em relação aos controles no músculo do pé foram alcançados utilizando butionina sulfoximina 

(BSO). 

Na glândula digestiva, os níveis de GSSG estavam mais altos nos caramujos 

injetados com BSO durante a anoxia em relação aos caramujos em condições de normoxia. Os 

níveis de GSSG foram mantidos em animais injetados com BSO durante a anoxia e 

reoxigenação em relação aos animais injetados com salina, apesar da diminuição dos níveis de 

eq-GSH. Houve um aumento na razão GSSG/eq-GSH durante a anoxia e em 15 minutos de 

reoxigenação, sinalizando um estado mais oxidado em animais injetados com BSO. TBARS e 

proteínas carboniladas durante a anoxia e reoxigenação mantiveram-se inalterados. As 

atividades de catalase e GST em animais injetados com BSO foram menores em 30 minutos 

de reoxigenação em relação aos respectivos grupos salinas. A atividade da GR foi maior em 

animais injetados com BSO durante a normóxia e diminuiu em 15 minutos e 30 minutos de 

reoxigenação. A atividade de Se-GPx exibiu uma tendência de aumento nos animais injetados 

com BSO em 1h de reoxigenação, nos animais injetados com solução salina este aumento foi 

alcançado. 

No músculo do pé, os níveis de GSSG foram diminuídos nos animais injetados BSO 

em todos os grupos, em contradição com os resultados das glândulas digestivas. Mas a razão 
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GSSG/eq-GSH foi aumentada sob anoxia em caramujos injetados com BSO em comparação 

com animais injetados com solução salina em normóxia e anoxia, e em 1 hora de 

reoxigenação em caramujos injetados com BSO em relação ao grupo salina. Como ocorreu na 

glândula digestiva, TBARS e proteínas carboniladas não se alteraram durante a anoxia e 

reoxigenação. A atividade da catalase nos animais injetado com BSO foi menor em 30 

minutos de reoxigenação em relação ao grupo injetado com solução salina. Mas em 2 horas de 

reoxigenação no grupo BSO ocorreu um aumento de atividade na catalase em relação a 30 

minutos de reoxigenação no grupo BSO.  A atividade da GST em 1 hora de reoxigenação em 

animais injetados com BSO aumentou em relação ao grupo salina. A atividade da GR foi 

aumentada em animais injetados com BSO em 15 minutos de reoxigenação. A atividade da 

Se-GPx se manteve inalterada durante o processo de anoxia e reoxigenação. 

Estes resultados indicam uma regulação distinta do metabolismo de GSH de acordo 

com o órgão durante a anoxia e reoxigenação. A anoxia e reoxigenação induziram um estresse 

oxidativo pequeno em Helix aspersa, mesmo com quantidades significativas (32-39% do 

controle salina) de eq-GSH, apesar da injeção de BSO. Assim, a GSH parece ser um 

componente fundamental para o equilíbrio redox de Helix aspersa, lidando com a produção 

de ROS durante a anoxia e reoxigenação. 

 

1.1 Introdução 

 

A inibição da síntese de GSH e consequente diminuição da quantidade intracelular é 

obtida principalmente utilizando L-Butionina-(S,R)- sulfoximina, BSO (Griffith, 1982). Este 

inibidor é irreversível e específico da glutamato cisteína ligase (GCL), primeiro passo para a 

formação de GSH. A GCL é um heterodímero que possui uma subunidade catalítica e uma 

unidade modulatória (Huang et al., 1993). A redução da quantidade de GSH per se ou 

juntamente com a excessiva produção de ROS levam a apoptose em alguns tipos de células 

(Walsh et al., 1995; Will et al., 1999; Coppola & Ghibelli, 2000; Haouzi et al., 2001; 

Armstrong & Jones, 2002; Nagai et al., 2002; Rahman et al., 2005; Circu & Aw, 2008; Marí et 

al., 2009). 

O BSO em geral diminui os níveis de GSH intracelular a 10-20% do grupo sem 

tratamento com BSO, a porcentagem residual está localizada nas mitocôndrias (Griffith, 1982; 

Meredith & Reed, 1982). Já em culturas celulares o resultado é mais pronunciado, restando 

apenas 5% de GSH (Griffith, 1999). Algumas células e tecidos resistem à queda da 
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concentração de GSH por causa de uma falha na entrega de BSO, seja ela de origem técnica 

ou fisiólógica, neste caso a barreira hemato-encefálica (Griffith & Meister, 1979). 

Em camundongos injetados com BSO houve um rápido declínio dos níveis de GSH 

nos rins e logo restaurados 24 horas depois (Griffith & Meister, 1979). Em vários órgãos de 

coelho, a queda da concentração de GSH ocasionou danos oxidativos in vivo no DNA (Gokce 

et al, 2009). Em fígado de ratos, o BSO causou uma diminuição de 70% da quantidade de 

glutationa total, uma redução na relação GSH/GSSG, e aumento na atividade da GR 

(Brandsch et al., 2010). Exemplares de verdilhão (Carduelis chloris L.) administrados com 

BSO exibiram escurecimento das penas da cauda e aumento de peroxidação lipídica (Hõrak et 

al., 2010). 

Já em fígado do peixe teleósteo Ictalurus punctatus, a administração de BSO (400 ou 

1000 mg/kg) não diminuiu a quantidade de GSH (Gallagher et al., 1992). Em fibroblastos de 

brânquias de peixe tratados com BSO houve um aumento de sensibilidade a H2O2 (Babich et 

al., 1993). Na truta arco-íris Oncorhynchus mykiss, o uso de BSO reduziu a quantidade de 

GSH no fígado, rins e plasma e foi correlacionada com o aumento da expressão gênica do 

citocromo 4501A (Otto et al., 1999). Em peixes dourados Carassius auratus, 1g/kg-1,5g/kg 

de BSO promoveu 50 e 80% de diminuição de glutationa total no cérebro e fígado depois de 

três dias, e não houve aumento de TBARS e proteínas carboniladas (Lushchak & Hermes-

Lima, 2005). Em células adiposas de salmão cultivadas em meio rico em ácidos graxos 

insaturados, o tratamento com BSO causou uma diminuição da expressão de GPx2 e GPx3 e 

um aumento de TBARS (Todorčević et al., 2010). 

O gastrópode Helix aspersa hiberna e estiva durante 20 dias sem que maiores danos 

oxidativos sobrevenham durante as fases de dormência e despertar (Ramos-Vasconcelos & 

Hermes-Lima, 2003; Ramos-Vasconcelos et al., 2005). O Helix aspersa também tolera 

períodos de anóxia e consequente reoxigenação (Ramos-Vasconcelos, 2005; Welker, 2009); 

nestes estudos, a atividade da catalase durante a anóxia e a fase de reoxigenação foi inibida 

por ATZ e não foram encontrados indícios de danos oxidativos significativos. Porém, um 

pequeno aumento (significativo) foi detectado na atividade da Se-GPx nos animais em anóxia, 

tanto com a atividade da catalase intacta (glândula digestiva e musculo do pé), quanto em 

animais com a atividade da catalase inibida (músculo do pé) em relação ao grupo controle 

(Welker, 2009). 

No presente estudo, a utilização de BSO no gastrópode Helix aspersa e a sua 

exposição à anóxia e reoxigenação teve como objetivo analisar a importância da GSH e 

enzimas relacionadas na tolerância deste animal à geração de ROS e ao estresse oxidativo. 
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1.2 Materiais e métodos 

 

1.2.1      Animais 

 

Os exemplares utilizados como modelo experimental, Helix aspersa maxima (Müller, 

1774) foram comprados de um criador do estado de São Paulo (www.escargots.com.br) 

pesando 15 g aproximadamente. No laboratório, os animais foram acondicionados em caixas 

plásticas transparentes (figura 7) que diariamente eram trocadas por caixas limpas (densidade 

máxima de 200 animais por m2, Perea et al., 2007) com ração (tabela 3) e água a disposição. 

O fotoperíodo era de 12L:12E e a temperatura era mantida em torno de 23 ºC. Os animais 

passaram por 3 semanas de aclimatação antes do início dos experimentos. 

 

Figura 7. Caixa plástica contendo exemplares de Helix aspersa. 

 

 

Tabela 3. Composição da ração segundo Welker, 2009. 

Componente Porcentagem % 

Fubá 41 

Farelo de soja 20 

Farelo de trigo 15 

Carbonato de cálcio 20 

Fosfato bicálcico 2,5 

NaCl 0,5 
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Cevadilho 0,5 

Suplemento de micronutrientes 0,5 

 

1.2.2 Procedimento experimental 

 

Os animais foram divididos em treze grupos diferentes:  

Um grupo controle, sem injeção e mantido em normoxia por 96 horas até o 

sacrifício;  

Um grupo com injeção de solução salina e mantido em normoxia por 96 horas até o 

sacrifício; 

Um grupo com injeção de solução BSO e mantido em normoxia por 96 horas até o 

sacrifício; 

Um grupo com injeção de solução salina, mantido em normoxia por 88,5 horas e 

depois colocado em anoxia por 5,5 horas e sacrificados;  

Um grupo com injeção de solução BSO, mantido em normoxia por 88,5 horas e 

depois colocado em anoxia por 5,5 horas e sacrificados;  

Um grupo com injeção de solução salina, mantido em normoxia por 88,5 horas e 

depois colocado em anoxia por 5,5 horas e 15 minutos de reoxigenação e depois sacrificados; 

Um grupo com injeção de solução BSO, mantido em normoxia por 88,5 horas e 

depois colocado em anoxia por 5,5 horas e 15 minutos de reoxigenação e depois sacrificados; 

Um grupo com injeção de solução salina, mantido em normoxia por 88,5 horas e 

depois colocado em anoxia por 5,5 horas e 30 minutos de reoxigenação e depois sacrificados; 

Um grupo com injeção de solução BSO, mantido em normoxia por 88,5 horas e 

depois colocado em anoxia por 5,5 horas e 30 minutos de reoxigenação e depois sacrificados; 

Um grupo com injeção de solução salina, mantido em normoxia por 88,5 horas e 

depois colocado em anoxia por 5,5 horas e 60 minutos de reoxigenação e depois sacrificados; 

Um grupo com injeção de solução BSO, mantido em normoxia por 88,5 horas e 

depois colocado em anoxia por 5,5 horas e 60 minutos de reoxigenação e depois sacrificados; 

Um grupo com injeção de solução salina, mantido em normoxia por 88,5 horas e 

depois colocado em anoxia por 5,5 horas e 120 minutos de reoxigenação e depois 

sacrificados; 

Um grupo com injeção de solução BSO, mantido em normoxia por 88,5 horas e 

depois colocado em anoxia por 5,5 horas e 120 minutos de reoxigenação e depois 
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sacrificados; 

 

Os animais injetados, depois de 88,5 horas de normoxia, eram colocados em um 

recipiente de vidro de 20cm x 19,5cm x 12,5cm, com uma tampa de vidro contendo dois 

orifícios. Foi posto um fluxo de nitrogênio gasoso de aproximadamente 2,5 L/m em um dos 

orifícios da tampa de vidro, com o excedente de gás saindo pelo segundo orifício da tampa. 

Após 30 minutos, todo o oxigênio havia sido retirado, os orifícios eram vedados e o tempo era 

contado por cinco horas (anoxia). Os 30 minutos em que o recipiente está sendo cheio de 

nitrogênio são qualificados como um período de hipóxia. Nosso modelo animal Helix aspersa 

maxima tolera até 15 horas em anóxia (Ramos-Vasconcelos, 2005). Os experimentos foram 

conduzidos nos meses de março e abril. 

Os sacrifícios foram feitos por decapitação e seus orgãos (glândula digestiva e 

músculo do pé) foram retirados, congelados em nitrogênio líquido e armazenados em -80 ºC. 

Para inibir a síntese de GSH, foi utilizado L-Butionina –(S,R)- sulfoximina (BSO), 

inibidor específico da enzima dimérica y-glutamato-cisteína ligase (GCL, anteriormente 

conhecida como γ- glutamilcísteina sintetase) primeiro passo para a produção de GSH. A 

reação catalisada pela GCL é limitante na síntese da GSH (Griffith, 1999; Sies, 1999) 

A solução de BSO foi feita de modo que em um 1 kg de massa de animal (cáculo 

feito desconsiderando a massa da concha, 23%) fosse injetado 1 g de BSO em solução salina 

0,9%.  Esta concentração foi baseada em estudos feitos em mexilhões, anêmonas e peixe 

dourado (Canesi et al., 2000; Mitchelmore et al. 2003; Lushack & Hermes-Lima, 2005) e em 

testes preliminares que indicaram inibição entre 60% e 70% da síntese de GSH entre 72 horas 

e 96 horas após a injeção na glândula digestiva e no músculo do pé do caramujo. O volume de 

solução salina ou  de BSO injetado na hemocele foi de 12,5 µL/g de animal. 

 

1.2.3 Danos oxidativos 

 

As amostras dos órgãos congelados foram usadas para medir glutationa total (eq-

GSH), glutationa oxidada (GSSG), proteínas carboniladas e substâncias reativas ao ácido 

tiobarbitúrico (TBARS). A homogeneização foi feita em solução final de ácido tricloroacético 

10%, sempre mantendo as amostras em gelo, usando um homogeneizador de vidro, em uma 

diluição de 1:40 para glândula digestiva e 1:20 para músculo do pé.  

 

Eq-GSH e GSSG: 
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As medidas de glutationa total (eq-GSH = GSH + 2GSSG) foram obtidas através da 

formação do composto TNB (5-tio-2-ácido nitrobenzóico) e GSSG em 412 nm de 

absorbância. Além do DTNB (5-5,-ditiobis-2-ácido nitrobenzóico), foi utilizado GR e 

NADPH para reduzir as moléculas de GSSG presentes (Akerboom & Sies, 1981; Welker, 

2009). Nas medidas de GSSG foi utilizada 2-vinilpiridina (indisponibiliza a GSH reduzida, 

age lentamente), GR e NADPH (Griffith, 1980; Welker, 2009). O coeficiente de extinção 

molar do TNB é de 13,6 mM-1. cm-1. A razão entre a quantidade de GSSG e a quantidade de 

eq-GSH foi denominada como índice de oxidação. 

Cada amostra homogeneizada foi centrifugada por 6 minutos a 10000xg a 4 ºC e 

depois o sobrenadante foi pipetado em dois tubos tipo eppendorf, em um tubo foi medido eq-

GSH e em outro tubo foi medido GSSG. Nos tubos de eq-GSH foram colocados 100 µl de 

sobrenadante da amostra acidificada, 300 µl de tampão fosfato 500 mM pH 7 e 20 µl de 

etanol. Nos tubos de GSSG foram colocados 100 µl de sobrenadante da amostra acidificada, 

300 µl de tampão fosfato 500 mM pH 7 e 20 µl de de 2- vinilpiridina 500mM em etanol. Os 

tubos foram agitados vigorosamente por um minuto e deixados no escuro por uma hora em 

temperatura ambiente (Griffith, 1980; Welker, 2009). 

Foram feitas duas curvas-padrão e as soluções padrões de GSH eram tratadas da 

mesma forma que as amostras. Na cubeta, o volume final foi de 1 ml e continha as seguintes 

soluções em concentrações finais: tampão fosfato 100mM pH 7, EDTA 1mM, TCA 0,238%, 

etanol 0,476%, GSH (curva 1: de 0 a 1,5 µM; curva 2: de 0 a 0,2 µM) ou amostra deixada no 

escuro por 1 hora, NADPH 0,1mM, DTNB 0,1 mM e GR (curva 1: 0,05 U/ml, curva 2: 0,3 

U/ml). A cinética foi lida por três minutos em 412 nm. 

 

Tabela 4. Curva 1, contendo de 0 a 1,5 µM de GSH. 

H2O 
KPi 0,5M 

EDTA 5mM 
pH 7,0 

TCA 2,38% 
fosfato 0,357M 
etanol 4,76% 

GSH 25µM (TCA 
2,38% fosfato 
0,357M etanol 

4,76%) 

NADPH 
4mM 

DTNB 
2mM 

GR 
1U/mL 

615 200 60 0 25 50 50 
615 200 45 15 25 50 50 
615 200 30 30 25 50 50 
615 200 15 45 25 50 50 
615 200 0 60 25 50 50 

 

 

Tabela 5. Curva 2, contendo de 0 a 0,2 µM de GSH. 

H2O KPi 0,5M TCA 2,38% GSH 2µM (TCA NADPH DTNB GR 
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EDTA 5mM 
pH 7,0 

fosfato 0,357M 
etanol 4,76% 

2,38% fosfato 
0,357M etanol 

4,76%) 

4mM 2mM ~13U/mL 

600 200 100 0 25 50 25 
600 200 87,5 12,5 25 50 25 
600 200 75 25 25 50 25 
600 200 50 50 25 50 25 
600 200 0 100 25 50 25 

 

 

TBARS: 

 

Nas medidas de TBARS, um indicativo de peroxidação lipídica, foi utilizado o 

método de Buege & Aust, 1978, modificado levemente por Welker, 2009, que mede o aduto 

MDA-TBA2. Os sobrenadantes das amostras homogeneizadas foram pipetados (400 µl) em 

dois tubos, um para o teste e o outro para o branco; depois foram colocados 400 µl de TCA 

20% nos dois tubos e 400 µl de TBA 0,75% em HCL 500mM  no tubo teste e 400 µl de HCL 

500mM no tubo branco. As concentrações finais dos reagentes foram: TBA 0,25%, HCl 0,17 

N e TCA 10%. 

Os tubos foram agitados rapidamente, furados e levados ao banho a 96 ºC por 15 

minutos. Depois os tubos foram centrifugados por 6 minutos a 10000xg. Os sobrenadantes 

das amostras foram transferidos para cubetas e lidos em 532nm e 600 nm. Para calcular o 

valor de TBARS (coeficiente de extinção molar é de 156 mM-1. cm-1) a leitura em 532 nm era 

subtraída da leitura em 600 nm, tanto do teste como do branco, e depois o valor do teste 

subtraído do valor do branco. 

 

Proteínas carboniladas: 

 

As medidas de proteínas carboniladas foram obtidas pela reação dem 2,4-

dinitrofenil-hidrazina (DNPH) com o grupo carbonil, formando uma hidrazona lida em 370 

nm.  Este método mediu as proteínas totais resuspendidas com cloreto de guanidina (Levine et 

al., 1990; Welker, 2009). 

Depois de homogeneizadas, 400 µl de cada amostra foi transferido para um tubo 

teste e para um tubo branco e imediatamente centrifugados por 6 minutos a 10000xg a 4 ºC. O 

sobrenadante foi retirado, o pellet resultante foi congelado em nitrogênio liquido e 

armazenado a -80 ºC. Para medir as proteínas carboniladas, os pellets foram descongelados a 

temperatura ambiente e logo depois foram adicionados aos tubos testes 500 µl de solução 
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10mM de DNPH em HCL 2M, e aos tubos brancos foram adicionados 500 µl de HCL 2M. Os 

pellets foram dissolvidos e os tubos foram mantidos no escuro e em temperatura ambiente por 

uma hora e agitados a cada 15 minutos (Reznick & Packer, 1994). Depois foi adicionado em 

cada tubo 500 µl de TCA 20% gelado, os tubos foram eram agitados e deixados no gelo por 

10 minutos (Reznick & Packer, 1994). A próxima etapa foi repetida três vezes: centrifugação 

por 6 minutos a 10000xg a 4 ºC, descarte do sobrenadante, adição de de 1 ml de solução 1:1 

de etanol/acetado de etila, agitação por 40 segundos. Depois do último descarte de 

sobrenadante, foi adicionado nos tubos 1 ml de cloreto de guanidina 6M feito em tampão 

fosfato 20 mM pH 2,3,  os tubos foram novamente agitados  para dissolução dos pellets e 

centrifugados por 6 minutos a 10000xg a 4 ºC. No espectrofotômetro, uma amostra de cloreto 

de guanidina serviu como padrão para zerar a máquina. As amostras foram lidas em 370 nm e 

os tubos brancos também foram lidos em 280 nm para medir a concentração de proteínas 

totais. O coeficiente de extinção molar é de 22000 M-1.cm-1 (Levine et al., 1990; Welker, 

2009). 

  

1.2.4 Enzimas 

 

As amostras de tecidos congelados foram homogeneizadas usando um 

homogeneizador mecânico Ultraturrax em tampão fosfato 50mM/EDTA 0,5mM pH 7,2 

concentração final e com PMSF 0,1 µmol/g de tecido.  A diluição final do músculo de pé foi 

de 1:20 e a de glândula igestiva foi de 1:40. O homogeneizado foi centrifugado por 15 

minutos a 10.000xg a 4ºC e seu sobrenadante foi usado para a determinação de catalase, 

glutationa-S-transferase, glutationa redutase, glicose-6-fosfato-desidrogenase,  glutationa 

peroxidase dependente de selênio (Se-GPx) e proteínas solúveis totais. 

 Na determinação das proteínas solúveis totais foi utilizado o método de Badford, 

1976. No ensaio, a diluição final do sobrenadante de glândula digestiva foi de 1:200 e de 

1:100 no músculo do pé. 

  

Catalase: 

 

A atividade da catalase foi medida pela degradação de H2O2 em 240 nm (Aebi, 

1984). Utilizou-se as concentrações finais de: tampão fosfato 50 mM/EDTA 0,5 mM (pH 7,2) 

e H2O2 10 mM. Foi adotado o coeficiente de extinção molar para H2O2 de 0,04 mM-1.cm-1.  A 

reação foi acompanhada por 40 segundos e o volume de cada amostra (sobrenadante) na 
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cubeta era calculado para que a taxa de absorbância fosse de aproximadamente -0,030 

abs/minuto, limitando as variações de H2O2 e da atividade da catalase (Welker, 2009). Foi 

determinada que uma unidade (U) de catalase corresponde à quantidade de enzima que 

degrada 1 µmol de H2O2 por minuto. Foram utilizados entre 10 a 50 µl de sobrenadante de 

glândula digestiva em uma diluição 1:200 final; e de 20 a 100 µl de sobrenadante de músculo 

do pé em uma diluição 1:20 final. 

 

GST: 

 

A atividade da GST foi medida pela conjugação de CDNB com GSH em 340 nm 

(Habig & Jakoby 1981). As concentrações finais usadas foram: tampão fosfato 50 mM/EDTA 

0,5 mM (pH 7,2), 1mM de GSH e 1mM de CDNB em etanol (Habig et al., 1974, Welker, 

2009). Foi adotado o coeficiente de extinção molar para o conjugado glutationa-2,4-

dinitrobenzeno de 9,6 mM-1.cm-1. Foi determinada que uma unidade (U) de GST corresponde 

à quantidade de enzima que forma 1 µmol de conjugado. Foram utilizados aproximadamente: 

20 µl de sobrenadante de glândula digestiva em uma diluição 1:200 final; e 40 µl de 

sobrenadante de músculo do pé em uma diluição 1:100 final. 

 

GR: 

 

A GR foi medida pela oxidação de NADPH em 340 nm (Carlberg & Mannervik, 

1975; Carlberg & Mannervik, 1985). As concentrações finais foram: tampão fosfato 50 

mM/EDTA 0,5 mM (pH 7,2), 1mM de GSSG  e 0,1 mM de NADPH (Welker, 2009). Foi 

adotado o coeficiente de extinção molar para a oxidação do NADPH de 6,22 mM-1.cm-1. Foi 

determinada que uma unidade (U) de GR corresponde à quantidade de enzima que oxida 

1µmol de NADPH por minuto. Foram utilizados aproximadamente: 70 µl de sobrenadante de 

glândula digestiva em uma diluição 1:40 final; e 100 µl de sobrenadante de músculo do pé em 

uma diluição 1:20 final. 

 

G6PDH: 

 

A G6PDH foi medida pela redução de NADP em 340 nm (Kornberg, 1950; Kornberg 

et al., 1955). As concentrações finais foram: tampão fosfato 50 mM/EDTA 0,5 mM (pH 7,2), 

5 mM de MgSO4, 0,2 mM de NADP e 1 mM G6P (Welker, 2009). Foi adotado o coeficiente 
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de extinção molar para a redução do NADPH de 6,22 mM-1.cm-1. Foi determinada que uma 

unidade (U) de G6PDH corresponde à quantidade de enzima que forma 1µmol de NADPH 

por minuto. Foram utilizados aproximadamente: 70 µl de sobrenadante de glândula digestiva 

em uma diluição 1:40 final; e 80 µl de sobrenadante de músculo do pé em uma diluição 1:20 

final. 

 

Se-GPx: 

 

A Se-GPx foi medida pela oxidação de NADPH em 340nm (Paglia & Valentine, 

1967). As concentrações finais foram: tampão fosfato 50 mM/EDTA 0,5 mM (pH 7,2), 4 mM  

de NaN3; 5 mM de GSH; 0,1 U/mL de GR; 0,2 mM de NADPH e 0,073 mM de H2O2 

(Welker, 2009). Foi adotado o coeficiente de extinção molar para a oxidação do NADPH de 

6,22 mM-1.cm-1. Foi determinada que uma unidade (U) de Se-GPx corresponde à quantidade 

de enzima que oxida 1µmol de NADPH por minuto. Os seguintes reagentes eram colocados 

na cubeta e deixados incubados por três minutos: tampão fosfato/EDTA, NaN3, GSH, GR e 

sobrenadante da amostra centrifugada, depois que a oxidação de NADPH ficasse estável a 

reação era iniciada com H2O2. Foram utilizados aproximadamente: 200 µl de sobrenadante de 

glândula digestiva em uma diluição 1:40 final; e 200 µl de sobrenadante de músculo do pé em 

uma diluição 1:20 final. 

 

1.2.5 Análise estatística 

 

Os dados foram testados quanto a sua normalidade e homocedasticidade, usando os 

testes de Shapiro-Wilks e Levene respectivamente (Zar, 1984). Após, foram feitos o teste de 

ANOVA ou teste t (não pareado, duas caudas), comparando-se as médias dos grupos 

amostrados. Se obtido um valor de P significativo, o teste de Tukey foi aplicado após o teste 

de ANOVA. Foi utilizado um nível de significância de 5% em todas as análises. Os resultados 

nos gráficos estão exibidos como média ± erro padrão da média. Correlações foram feitas por 

meio do coeficiente de Pearson, foram mostrados os gráficos com as correlações significativas 

mais importantes. 
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1.3 Resultados 

 

Eq-GSH, GSSG e GSSG/eq-GSH: 

 

Em animais injetados com BSO, a glutationa total (eq-GSH) da glândula digestiva 

foi inibida (p < 0,05) em média 61% (gráfico1a) em relação aos animais injetados com salina 

apenas; e em relação ao grupo controle também houve inibição (p < 0,05). Já no músculo do 

pé a inibição (p < 0,05) de eq-GSH foi de 68% em média (gráfico 1b) em relação aos animais 

injetados com salina; os eq-GSH dos grupos BSO do músculo do pé também foram diferentes 

(p < 0,05) do grupo controle. 

A quantidade de GSSG no grupo normoxia BSO na glândula digestiva (gráfico 2a) 

foi de 30,34 nmol por g de tecido úmido, menor (p < 0,05) que as quantidades achadas no 

grupo controle (70,26 nmol/g), no grupo normoxia salina (68,81 nmol/g) e no grupo anoxia 

BSO (62,31 nmol/g). 

A quantidade de GSSG no grupo normoxia BSO no músculo do pé (gráfico 2b) foi 

de 21,6 nmol/g, menor (p < 0,05) que as quantidades encontradas no grupo normoxia salina 

(59,45 nmol/g) e no grupo anoxia BSO (42,33 nmol/g). Os grupos BSO anoxia, reoxigenação 

15 minutos e 1 hora também apresentaram médias de GSSG menores (p < 0-05) em relação 

aos seus respectivos grupos salinos (figura 1.3.4). 

O índice de oxidação GSSG/eq-GSH na glândula digestiva (gráfico 3a) no grupo 

anoxia BSO (0,096) aumentou (p < 0,05) mais de duas vezes em relação ao grupo controle 

(0,04) e anoxia salina (0,04), e aumentou quase duas vezes em relação ao grupo normoxia 

BSO (0,05). Houve também um aumento (p < 0,05) no índice de oxidação no grupo 

reoxigenação 15 minutos BSO (0,098) em relação ao seu grupo salino (0,035). Embora não 

significativo estatisticamente (p = 0,06), ocorreu um aumento no índice de oxidação 

GSSG/eq-GSH de aproximadamente três vezes nos grupos reoxigenação 1h e 2h injetados 

com BSO em relação aos seus respectivos grupos injetados com salina. 

O índice de oxidação GSSG/eq-GSH no músculo do pé (gráfico 3b) no grupo anoxia 

BSO (0,116) aumentou (p < 0,05) mais de duas vezes em relação ao grupo controle (0,049), e 

aumentou quase duas vezes em relação aos grupos anoxia salina (0,063) e normoxia BSO 

(0,061). Houve também um aumento (p < 0,05) do índice de oxidação no grupo reoxigenação 

1 hora BSO (0,091) em relação ao seu grupo salino (0,054). 
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Danos oxidativos: 

 

As quantidades de proteínas carboniladas na glândula digestiva (gráfico 4a) e no 

músculo do pé (gráfico 4b) de Helix aspersa não sofreram alterações em resposta a 

diminuição de GSH e também em resposta a variação de oxigênio. 

As concentrações de TBARS na glândula digestiva (gráfico 5a) e no músculo do pé 

(gráfico 5b) de Helix aspersa não sofreram modificações em resposta a diminuição de GSH e 

também em resposta a variação de oxigênio. 

 

Catalase: 

 

A atividade da catalase na glândula digestiva (gráfico 6a) não variou nos grupos 

injetados com salina e nos grupos injetados com BSO durante a anoxia e reoxigenação. 

Porém, houve uma diminuição de 1,47 vezes (p < 0,05) de sua atividade em 30 minutos de 

reoxigenação no grupo BSO em relação ao seu respectivo grupo salina. Já a atividade da 

catalase no músculo do pé (gráfico 6b) variou ao longo dos grupos injetados com BSO; houve 

um aumento de 2,05 vezes (p < 0,05) no grupo reoxigenação 2 horas em relação ao grupo 

reoxigenação 30 minutos. Nos grupos injetados com salina (músculo do pé) não ocorreram 

variações na atividade da catalase. Assim como na glândula digestiva, no músculo do pé 

houve uma diminuição da atividade de catalase de 2,34 vezes (p < 0,05) em 30 minutos de 

reoxigenação no grupo BSO em relação ao seu respectivo grupo salina. 

 

GST: 

 

A atividade da GST na glândula digestiva (gráfico 7a) e no músculo do pé (figura 

1.3.14) não foi alterada na anoxia e reoxigenação nos grupos injetados com salina e BSO. 

Entretanto, ocorreu uma redução de 1,54 vezes (p < 0,05) de sua atividade em 30 minutos de 

reoxigenação no grupo BSO em relação ao seu respectivo grupo salina na glândula digestiva. 

A atividade da GST no músculo do pé (gráfico 7b) foi modificada no grupo 1 hora de 

reoxigenação BSO, ocorreu um aumento e 1,67 vezes (p< 0,05) em relação ao grupo 1 hora 

de reoxigenação salina. 

 

Se-GPx: 
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A atividade de Se-GPx na glândula digestiva (gráfico 8a) foi maior no grupo 1 hora 

de reoxigenação salina em relação a todos (p < 0,05) os grupos salina e em relação aos grupos 

BSO, exceto em relação ao seu respectivo grupo 1 hora de reoxigenação. O aumento da 

atividade enzimática no grupo 1 hora de reoxigenação salina em reação a grupo anoxia e 

normoxia salina foi de aproximadamente três vezes. Não houve diferenças significativas no 

músculo do pé em relação a atividade enzimática de Se-GPx (gráfico 8b). 

 

GR: 

 

A atividade da GR na glândula digestiva (gráfico 9a) aumentou 1,83 vezes (p < 0,05) 

no grupo normoxia BSO em relação ao grupo controle. Nos grupos 15 minutos e 30 minutos 

de reoxigenação BSO, a GR diminuiu aproximadamente duas vezes (p < 0,05) em relação ao 

grupo normoxia BSO. Já atividade da GR no músculo do pé (gráfico 9b) aumentou 1,55 vezes 

(p < 0,05) apenas no grupo 15 minutos reoxigenação BSO em relação ao seu respectivo grupo 

salina. 

 

G6PDH: 

 

A atividade da G6PDH na glândula digestiva (gráfico 10a) não variou 

significativamente nos grupos injetados com salina e nos grupos injetados com BSO durante a 

anoxia e reoxigenação, e também não ocorreram diferenças entre os grupos BSO e salina nos 

mesmos tempos de reoxigenação. Já a atividade da G6PDH no músculo do pé (gráfico 10b) 

variou nos grupos injetados com salina, mas não variou nos grupos injetados com BSO. 

Ocorreu uma diminuição de 1,7 vezes (p < 0,05) no grupo anoxia salina em relação ao grupo 

normoxia salina. 
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Gráficos: 
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1.4 Discussão e Conclusões 

 

A injeção de BSO diminuiu satisfatoriamente, mas não completamente os níveis de 

GSH na glândula digestiva e no músculo do pé de Helix aspersa em relação ao grupo controle 

e aos grupos injetados com salina. Se a S-glutationilação de proteínas for um mecanismo 

existente em Helix aspersa, poderia atuar de modo a manter o balanço redox celular, criando 

um reservatório de GSH. Esta reserva seria utilizada (desglutationilada) quando os níveis de 

GSH fossem diminuídos por diversos fatores, como estresse oxidativo ou inibição da síntese 

de GSH por BSO, impedindo uma grande mudança no estado redox celular. Em mamíferos e 

em peixe dourado injetados com BSO a diminuição nos níveis de GSH variou de 50 a 90% 

em diferentes órgãos (Griffith, 1982; Meredith & Reed, 1982; Lushchak & Hermes-Lima, 

2005). No peixe dourado Carassius auratus a diminuição de GSH no fígado e no cérebro 

ocorreu entre 72 horas e 120 horas na dose de 1g/kg de BSO (Lushchak & Hermes-Lima, 

2005). Em Helix aspersa a diminuição aconteceu entre 72 horas e 96 horas na dose de 1g/kg 

de BSO.   

A inibição da atividade da enzima GCL (glutamato cisteína ligase) por BSO além de 

levar a diminuição dos níveis de GSH intracelular, pode ao mesmo tempo ativar o transporte 

de GSH citosólica para a mitocôndria, resguardando os níveis de GSH mitocondrial 

(Mårtensson et al.,1990; Meister, 1995b; Ault & Lawrence, 2003). Danos irreversíveis podem 

ocorrer quando há o esgotamento de GSH mitocondrial (Ohara & Terasima, 1969). A GSH 

mitocondrial conserva a integridade da membrana mitocondrial externa agindo conjuntamente 

com a proteína antiapoptótica BCL-2 (Zimmermann et al., 2007) e ajuda na manutenção do 

estado reduzido de grupos tióis protéicos localizados na mitocôndria (Fleury et al., 2002). 

Uma diminuição nos níveis de GSH intracelular tem sido apontada como um evento precoce 

na sinalização da apoptose, induzida tanto por via extrínseca (ativação de receptores de morte) 

(Franco & Cidlowski, 2006), como por via intrínseca (sinalização apoptótica mitocondrial) 

(Hammond et al., 2007), como por exposição a drogas (Di Stefano et al., 2006; Han et al., 

2008), como o BSO e por estresse oxidativo (Merad-Boudia et al., 1998; Lu & Armstrong, 

2007). Em nosso trabalho a diminuição dos níveis de GSH pode ter sinalizado vias que podem 

levar a apoptose, porém em fibroblastos de murinos com níveis reduzidos de GSH induzidos 

por BSO não são levadas a apoptose (Lee et al., 2008). Estas células possuem um mecanismo 

adaptativo que ativa a via de Nrf2 (fator nuclear-eritróide 2 relacionado com fator 2-p45) 

ativando um aumento na expressão de enzimas antioxidantes, como as subunidades catalítica 
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e modulatória da GCL e de GST M3 (Lee et al., 2008). O mecanismo que ativa Nrf2 

provavelmente está ligado a uma modificação em um tiol de Keap1, que é uma proteína 

citoplasmática inibidora de Nrf2, liberando Nrf2 para ir ao núcleo celular (Lee et al., 2008). 

Muitas das funções da Nrf2 e também de Nrf1 estão relacionadas com a habilidade de 

modular AP-1 (proteína ativadora) e NF-КB (fator nuclear kappa B) (Lu, 2009). É relatado 

que a GSH regula também o NF-КB e caspases envolvidas na morte celular via estado redox 

dos resíduos tióis destas proteínas (Lu, 2009; Garcia-Ruiz & Fernández-Checa, 2007). Em 

outro trabalho, a indução de Nrf2 e NF-КB por BSO apenas ocorre quando os níveis de GSH 

estão abaixo de 20% do controle (Chia et al., 2010). Existe uma variação muito grande na 

ativação de fatores de transcrição ligados a queda de GSH intracelular e a ativação de vias de 

sobrevivência ou morte programada dependendo do tipo de célula e condições experimentais 

(Armstrong & Jones, 2002; Fleury et al., 2002; Circu & Aw, 2008; Lee et al., 2008; Lu, 2009; 

Harvey et al., 2009; Chia et al. 2010). 

No presente trabalho não foi observado nos grupos injetados com salina e BSO uma 

variação de eq-GSH (gráfico 1a, gráfico 1b) ao longo da anóxia e reoxigenação em relação 

aos grupos normoxia salina e BSO. No trabalho de Ramos-Vasconcelos e colaboradores, 

2005, os caramujos Helix aspersa (experimentos realizados entre os meses de janeiro e 

março) em estivação por vinte dias (2664 nmol/ g de tecido) e 24 horas após o despertar (2511 

nmol/g de tecido) não sofreram variações de eq-GSH na glândula digestiva; já no músculo do 

pé, os eq-GSH aumentaram nos animais estivantes (~1500 nmol/g de tecido), nos animais 

despertos há 5 minutos (~1700 nmol/g de tecido) e 30 minutos (~1800 nmol/g de tecido) em 

relação aos animais despertos há 24 horas (~900 nmol/g de tecido). No gastrópode Otala 

lactea tanto na estivação quanto no grupo 24 horas após o despertar não ocorreram mudanças 

na quantidade de eq-GSH na glândula digestiva e no músculo do pé (Hermes-Lima & Storey, 

1995). Também não houve mudanças na quantidade de GSH durante a estivação, despertar e 

24 horas depois do despertar (~2500 nmol/g de tecido) em Helix pomatia (Nowakowska et al., 

2009b). Nos caramujos Helix aspersa injetados com ATZ (inibidor de catalase) ou injetados 

com solução salina e postos em anoxia por cinco horas e depois reoxigenados (Welker, 2009) 

também não foram encontradas variações na quantidade de eq-GSH, os níveis de GSH na 

glândula digestiva e no músculo de pé em normoxia salina foram de aproximadamente 2000 

nmol/g de tecido e 800 nmol/g de tecido. No caramujo marinho Littorina littorea em anoxia 

por seis dias ocorre um aumento da quantidade de eq-GSH em sua glândula digestiva (909 

nmol/g de tecido) e no músculo do pé (352 nmol/g de tecido) em relação aos respectivos 

grupos controle (320 nmol/g de tecido; 214 nmol/g de tecido), e também há um aumento de 
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eq-GSH na glândula digestiva e no músculo do pé durante a reoxigenação em 12 horas (676 

nmol/g de tecido; 389 nmol/g de tecido) e 24 horas (1133 nmol/ g de tecido; 571 nmol/g de 

tecido) em relação aos grupos controle (Pannunzio & Storey, 1998). 

Comparando as quantidades de eq-GSH em Helix aspersa desperto por 24 horas 

(janeiro-março, Ramos-Vasconcelos et al., 2005), em Helix aspersa em normoxia salina 

(experimentos realizados em novembro e dezembro, Welker, 2009) e nossos resultados de eq-

GSH nos animais em normoxia salina, percebe-se uma homogeneidade na quantidade de eq-

GSH na glândula digestiva e no músculo do pé.  

Um fator que poderia estar modulando o sistema de defesa antioxidante é o tempo da 

condição estressante. As concentrações de eq-GSH nos animais injetados com BSO e salina 

parecem ser suficientes para defender o organismo no período de estresse anóxico (cinco 

horas) e durante a reoxigenação. Muito diferente do tempo de estivação (20 dias) sofrido por 

esta mesma espécie, e mesmo assim a resposta ao estresse, com o aumento de eq-GSH, só 

ocorre no músculo do pé durante a estivação e despertar da estivação. 

A menor quantidade de GSSG no grupo normoxia BSO na glândula digestiva 

(gráfico 2a) em relação ao grupo controle e grupo normoxia salina provavelmente reflete a 

queda geral da quantidade de GSH no órgão, menos eq-GSH, menos GSSG. Porém ocorre um 

aumento da atividade da GR neste mesmo grupo em relação ao controle (gráfico 9a) e este 

aumento de atividade pode estar influenciando nos níveis de GSSG, já que esta enzima reduz 

GSSG a GSH. No músculo do pé (gráfico 2b) a quantidade de GSSG seguiu o padrão da 

glândula digestiva, em relação ao grupo normoxia BSO (21,6 nmol/g) e os grupos normoxia 

salina (59,45 nmol/g) e anoxia BSO (42,33 nmol/g) e a atividade da GR permaneceu 

constante nos grupos normoxia e controle (gráfico 9b). A diminuição dos níveis de GSSG pela 

ativação da GR via Nrf2-ARE (elemento responsivo antioxidante) é um fator determinante na 

sobrevivência de fibroblastos de embrião de camundongo durante o estresse oxidativo, 

inibindo a apoptose (Harvey et al., 2009). Em nosso estudo, o aumento da atividade da GR no 

grupo em normoxia com níveis baixos de GSH na glândula digestiva juntamente com a 

diminuição dos níveis de GSSG, pode estar baseado no mesmo mecanismo descrito por 

Harvey e colaboradores (2009), permitindo a inibição de vias relacionadas a apoptose. 

 O aumento da quantidade de GSSG no grupo anoxia BSO em relação ao grupo 

normoxia BSO na glândula digestiva e no músculo do pé pode ser uma consequência do 

pequeno período (30 minutos) de hipóxia que os animais sofreram antes de entrarem no 

período de anoxia. Durante a hipóxia muitos estudos relatam a ocorrência de um aumento na 

produção de ROS (Duranteau et al., 1998; Chandel et al., 1998; Wood et al., 1999; Killilea et 
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al., 2000; Liu et al., 2001) acompanhados de danos em DNA e aumento de proteínas 

carboniladas, entre outros danos oxidativos (Grishko et al., 2001; Dirmeier et al., 2002). Nos 

grupos injetados com BSO em anoxia e reoxigenação a quantidade de GSSG estava no 

mesmo patamar dos grupos injetados com salina na glândula digestiva, mostrando que 

realmente houve um aumento de oxidação, já que a quantidade de eq-GSH é menor nos 

grupos BSO. No músculo do pé, os grupos anoxia, reoxigenação 15 minutos e 1 hora 

injetados com BSO não aumentaram a quantidade de GSSG para os patamares dos seus 

respectivos grupos injetados com salina, mantendo os níveis de GSSG baixo; porém os grupos 

reoxigenação 30 minutos e 2 horas BSO alcançaram concentrações parecidas de GSSG em 

relação aos seus grupos injetados com salina, evidenciando um aumento de oxidação em 

alguns pontos da reoxigenação. Harvey e colaboradores (2009) demonstraram que apenas a 

elevação intracelular de GSSG pode induzir apoptose. Alterações induzidas por oxidantes na 

razão GSSG/GSH em favor da GSSG poderiam desencadear apoptose independente dos 

níveis de GSH e ROS (Pias & Aw, 2002a; Pias & Aw, 2002b). O acúmulo de GSSG pode 

regular o potencial de membrana mitocondrial, que por sua vez regula a liberação de 

citocromo c, iniciando a cascata de sinalização apoptótica (Filomeni et al., 2003). Em outro 

estudo quantidades de GSSG em níveis fisiológicos mediam a S-glutationilação da caspase-3 

inibindo sua atividade em células HL60 (Huang et al., 2008), ligando a S-glutationilação e o 

estado redox de GSH a vias de sinalização apoptótica (Circu & Aw, 2010). 

O aumento do índice de oxidação GSSG/eq-GSH na glândula digestiva (gráfico 3a) 

no grupo anoxia BSO em relação aos grupos controle, normoxia BSO e anoxia salina revela 

um possível estresse oxidativo, provocado pela combinação hipóxia/anóxia e diminuição da 

quantidade de GSH e aumento da GSSG. E sabe-se que uma das consequências do desbalanço 

na razão GSH/GSSG é a indução da apoptose celular (Circu & Aw, 2010). Em 15 minutos de 

reoxigenação no grupo BSO, a glândula digestiva continuava com o índice de oxidação mais 

alto que no grupo salina. E em 1 hora e 2 horas de reoxigenação nos grupos BSO houve um 

aumento de três vezes (tendência estatística) no índice de oxidação GSSG/eq-GSH, 

mostrando em geral um ambiente mais oxidado na glândula digestiva com quantidade de 

GSH diminuída durante a anoxia e a reoxigenação. O índice de oxidação GSSG/eq-GSH no 

músculo do pé (gráfico 3b) seguiu a mesma tendência da glândula digestiva, um aumento de 

GSSG/ eq-GSH no grupo anoxia BSO em relação aos grupos controle, anoxia salina e 

normoxia BSO. Porém nos grupos em reoxigenação BSO houve um aumento do índice de 

oxidação em apenas 1 hora em relação ao seu grupo salina, mostrando que o músculo do pé 

com níveis menores de GSH foi menos afetado pela oxidação que a glândula digestiva. Este 
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resultado indica que a manutenção do estado redox é regulada de forma diferenciada na 

glândula digestiva e no músculo do pé em Helix aspersa. 

A concentração de proteínas carboniladas na glândula digestiva (gráfico 4a) e no 

músculo do pé (gráfico 4b) de Helix aspersa não sofreram alterações significativas em todos 

os grupos. Assim como os níveis de TBARS na glândula digestiva (gráfico 5a) e no músculo 

do pé (gráfico 5b). Demonstra-se assim, que o sistema de defesa antioxidante do caramujo é 

altamente eficiente, pois mesmo com a diminuição da disponibilidade de GSH durante todo o 

processo de anoxia e reoxigenação, a quantidade remanescente conseguiu manter o balanço 

redox e inibir um possível estresse oxidativo causado pela hipóxia/anoxia e reoxigenação. Em 

comparação com os resultados encontrados por Welker, 2009 em Helix aspersa, nossos 

animais apresentaram uma quantidade duas vezes menor de TBARS na glândula digestiva, 

mas parecidos no músculo do pé; e quantidades parecidas de proteínas carboniladas nos dois 

órgãos.  

 No trabalho de Welker, 2009 os grupos em reoxigenação 1 hora e 12 horas com a 

atividade inibida de catalase mostraram um aumento de proteínas carboniladas na glândula 

digestiva em relação ao grupo normoxia com a atividade da catalase inibida, porém este 

aumento foi muito pequeno. Já os níveis de TBARS não foram afetados no mesmo estudo. 

Em Otala lactea (Hermes-Lima & Storey, 1995) houve um aumento de TBARS na glândula 

digestiva durante o despertar (20 minutos) da estivação em relação ao grupo estivante. Em 

Helix aspersa em estivação e despertando da estivação, tanto as proteínas carboniladas quanto 

os TBARS não variaram significativamente (Ramos-Vasconcelos et al., 2005). Já no caramujo 

Helix pomatia, um aumento gradativo e significativo durante a hibernação ocorreu nos níveis 

de TBARS no músculo do pé, enquanto os níveis de TBARS na glândula digestiva ficaram 

inalterados (Nowakowska et al., 2009a). E nesta mesma espécie (Helix pomatia), porém 

durante a estivação, houve uma diminuição dos níveis de TBARS em relação ao grupo 

controle na glândula digestiva, e no músculo do pé os níveis de TBARS se mantiveram 

inalterados (Nowakowska et al., 2009b). 

A atividade da catalase se manteve constante durante a anoxia e reoxigenação na 

glândula digestiva dentro do grupo salina e dentro do grupo BSO (gráfico 6a) e no músculo 

do pé dos animais injetados com salina (gráfico 6b). Em Otala lactea não houve variações na 

atividade da catalase na glândula digestiva de animais estivantes em relação aos despertos por 

24 horas (Hermes-Lima & Storey, 1995). E em Helix aspersa estivante e ativo por 24 horas 

não ocorreram mudanças na atividade da catalase no músculo do pé, mas há uma redução da 

atividade da catalase na glândula digestiva dos animais estivantes (Ramos-Vasconcelos et al., 
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2005). Nos experimentos de Welker (2009) não aconteceram variações nas atividades de 

catalase nos animais injetados com salina e colocados em anoxia e reoxigenação, a atividade 

da catalase nos diferentes grupos (Welker, 2009) também foram parecidas com nossos 

resultados de atividade de catalase. Em Helix pomatia há um aumento gradativo da atividade 

da catalase na glândula digestiva durante o processo de hibernação (Nowakowska et al., 

2009a). Neste mesmo animal, porém em estivação, há uma diminuição na atividade da 

catalase em relação ao grupo controle e recém–acordados (Nowakowska et al., 2009b). No 

caramujo africano gigante, Achatina fulica a estivação e o despertar não influenciaram na 

atividade da catalase na glândula digestiva (Salway et al., 2010). Estes resultados podem 

indicar que não há um padrão de resposta da catalase na glândula digestiva durante um 

estresse relacionado a disponibilidade de oxigênio e hipometabolismo. 

Já no músculo do pé injetado com BSO (gráfico 6b), houve um aumento da atividade 

da catalase em 2 horas de reoxigenação em relação a 30 minutos de reoxigenação. De maneira 

diferente, em Otala lactea o aumento da atividade da catalase no músculo do pé se deu 

durante a estivação em relação aos animais despertos por 24 horas (Hermes-Lima & Storey, 

1995). E em Achatina fulica o aumento da atividade da catalase no músculo do pé se dá 

depois de 4 horas do despertar em relação ao grupo controle e ao grupo 24 horas acordados 

(Salway et al., 2010). 

Comparando os grupos BSO e salina em 30 minutos de reoxigenação na glândula 

digestiva e no músculo do pé de Helix aspersa, percebe-se uma redução da atividade da 

catalase nos grupos BSO. No gastrópode marinho Littorina littorea a atividade da catalase na 

glândula digestiva diminui durante a anoxia e reoxigenação em relação ao controle 

(Pannunzio & Storey, 1998). No gastrópode de água-doce Biomphalaria tenagophila a 

atividade de catalase também diminui na glândula digestiva durante a anoxia e reoxigenação 

em relação ao grupo controle (Ferreira et al., 2003). Talvez a diminuição da atividade da 

catalase em Helix aspersa durante a reoxigenação em um ambiente com menor 

disponibilidade de GSH indique um pequeno comprometimento da função desta enzima, logo 

recuperada em 1 hora de reoxigenação. 

Nas correlações feitas usando o coeficiente de Pearson, nota-se que, quanto mais 

GSSG (gráfico 15) e TBARS (gráfico 17) na glândula digestiva dos animais em 30 minutos 

de reoxigenação com redução de GSH, menor era a atividade da catalase (Pearson r = -0,9019 

e -0,9592). No músculo do pé, quanto mais GSSG (gráfico 16), menor a atividade da catalase 

em 30 minutos de reoxigenação em animais com redução de GSH (Pearson r = - 0,9974). 

Neste mesmo grupo (gráfico 13, gráfico 18), quanto maior o índice de oxidação (GSSG/eq 
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GSH) e maior a quantidade de proteínas carboniladas, maior a quantidade de TBARS 

(Pearson r = 0,9641 e 0,9509). Estas correlações indicam provavelmente a ocorrência de 

estresse oxidativo em 30 minutos de reoxigenação com menores concentrações de GSH, com 

o comprometimento da atividade da catalase. No músculo do pé em 2 horas de reoxigenação 

com redução de GSH, observamos as seguintes correlações: um aumento de GSSG/eq-GSH 

(gráfico 14) e uma diminuição de eq-GSH (Pearson r = -0,8190) e um aumento de proteínas 

carboniladas (gráfico 19) em correlação com o aumento de TBARS (Pearson r = 0,7695), mas 

não obtivemos correlações com a atividade da catalase. O aumento da atividade da catalase 

em 2 horas de reoxigenação em relação a 30 minutos de reoxigenação em um ambiente com 

presença reduzida de GSH, pode indicar uma resposta às correlações que indicam um 

aumento de possíveis danos oxidativos. 

A atividade da GST se manteve constante durante a anoxia e reoxigenação na 

glândula digestiva (gráfico 7a) e no músculo do pé (gráfico 7b) dentro dos grupos salina e 

dentro dos grupos BSO. Em Helix aspersa, estivante e despertando da estivação (Ramos-

Vasconcelos et al., 2005), ou em anoxia e reoxigenação (Welker , 2009) não ocorreram 

variações na atividade da GST na glândula digestiva e  no músculo do pé. Em Helix pomatia 

ocorre um aumento na atividade da GST na glândula digestiva no meio do processo de 

hibernação em relação ao começo da hibernação (Nowakowska et al., 2009a). Na estivação de 

Helix pomatia ocorre um aumento da GST em relação ao grupo recém-acordado 

(Nowakowska et al., 2009b).  

Do mesmo modo que a atividade da catalase diminuiu na glândula digestiva do grupo 

30 minutos de reoxigenação BSO, a atividade da GST do grupo 30 minutos de reoxigenação 

BSO diminuiu em relação ao seu grupo salina. Em Biomphalaria tenagophila a atividade da 

GST diminui na glândula digestiva durante a reoxigenação em relação ao grupo controle e 

grupo anoxia (Ferreira et al., 2003). Já em Littorina littorea a atividade da GST aumentou em 

12 horas de reoxigenação em relação ao grupo controle e ao grupo anoxia (Pannunzio & 

Storey, 1998).  Já a atividade de GST no músculo do pé aumentou em 1 hora de reoxigenação 

BSO em relação ao grupo salina.  

Não foram encontradas correlações entre GST e os outros parâmetros testados nos 

grupos 30 minutos e 1 hora de reoxigenação BSO, respectivamente na glândula digestiva e no 

músculo do pé. Entretanto, a diminuição da atividade da GST, junto com a diminuição da 

catalase e sua correlação negativa com GSSG e TBARS sugere a ocorrência de um estresse 

oxidativo, memso que pequeno na glândula digestiva durante a reoxigenação. 

A atividade de Se-GPx no grupo 1 hora de reoxigenação salina na glândula digestiva 
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(gráfico 8a) foi maior em relação a todos (p < 0,05) os grupos salina e em relação a quase 

todos os grupos BSO, com exceção do seu respectivo grupo 1 hora de reoxigenação. Já no 

músculo do pé não ocorreram alterações nesta enzima (gráfico 8b). Em Otala lactea a 

atividade da Se-GPx na glândula digestiva (23 mU/mg de ptn) estava alta durante a estivação 

em relação aos animais acordados por 24 horas (10,6 mU/mg ptn); no músculo do pé (4,4 - 

4,9 um/mg ptn) não houve alterações (Hermes-Lima & Storey, 1995). Em Littorina littorea a 

atividade da Se-GPx aumentou significativamente em 12 horas de reoxigenação (25,2 mU/mg 

ptn) e permaneceu alta em 24 horas de reoxigenação (24,5 mU/mg ptn) em relação aos grupos 

controle (13,6 mU/mg ptn) e anoxia (19,8 mU/mg ptn) na glândula digestiva (Pannunzio & 

Storey, 1998). Na glândula digestiva de Biomphalaria tenagophila a atividade da Se-GPx 

aumentou em anoxia (13,7 mU/mg ptn) em relação ao controle (9,8 mU/mg ptn) e 24 horas de 

reoxigenação( 6,7 mU/mg ptn) (Ferreira et al., 2003). Já em Achatina fulica o aumento da 

atividade da Se-GPx na glândula digestiva se deu em 4 horas de despertar em relação ao 

grupo controle e grupo estivante, e no músculo do pé houve um aumento da atividade 

enzimática em 24 horas de reoxigenação em comparação com o grupo controle e estivação 

(Salway et al., 2010). Em muitos estudos a resposta da Se-GPx tem sido considerada 

importante para impedir estresse oxidativo relacionado com estados de depressão metabólica 

e posterior recuperação do metabolismo basal (Hermes-Lima & Zenteno-Savin, 2002). Mas 

não há uma homogeneidade temporal em relação à resposta, se esta ocorre durante o estado 

deprimido metabolicamente ou durante a recuperação do metabolismo normal. 

No trabalho de Ramos-Vasconcelos e colaboradores (2005) a atividade da Se-GPx 

aumentou em Helix aspersa estivante (161 mU/mg ptn) em relação ao animais 24 horas 

acordados (43,8 mU/mg ptn), no músculo do  pé não ocorreram mudanças. No trabalho de 

Welker (2009) foi mostrado um aumento na Se-GPx durante a anoxia salina na glândula 

digestiva (~14 mU/mg ptn) e no músculo do pé (~6 mU/mg ptn) em relação aos seus 

respectivos controles (6 mU/mg ptn e 3 mU/mg ptn). Nota-se que no fim da primavera 

(Welker, 2009) a atividade de Se-GPx na glândula digestiva de Helix aspersa ainda não está 

tão alta como encontrado no verão (Ramos-Vasconcelos et al., 2005) e neste trabalho (verão e 

começo de outono). Os resultados deste trabalho juntamente com os resultados de Welker 

(2009) reforçam os indícios que a sazonalidade modula a atividade de Se-GPx em Helix 

aspersa (Ramos-Vasconcelos & Hermes-Lima, 2003; Ramos Vasconcelos et al., 2005). 

No presente estudo, o aumento da atividade da Se-GPx durante a anoxia (salina e 

BSO) em relação à normoxia (salina e BSO) provavelmente não foi necessário para lidar com 

o desiquilíbrio redox e/ou geração de ROS, como ocorrido no trabalho de Welker (2009). 
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Porque possivelmente os animais já apresentavam na glândula digestiva em normoxia (salina 

e BSO) uma atividade alta de Se-GPx (~40-45 mU/ mg ptn)  em comparação aos animais em 

normoxia e anoxia salina do trabalho de Welker, 2009. Somente depois, durante a 

reoxigenação (1 hora) houve um aumento da atividade da Se-GPx de forma significativa no 

grupo salina. E mesmo não existindo diferenças estatísticas no grupo 1 hora reoxigenação 

BSO em relação aos outros grupos BSO, o aumento da atividade da Se-GPx foi de 

aproximadamente 1,5 vezes. A falta de diferença estatística entre os grupos 1 hora de 

reoxigenação salina (146, 1 mU/ mg ptn) e BSO (70, 7 mU/mg ptn) mostra uma tentativa de 

aumento da atividade da enzima do grupo BSO para os patamares do grupo salina. Mas 

provavelmente o ambiente mais oxidado, com menos GSH, poderia estar sinalizando de 

forma direta ou indireta uma menor expressão gênica da enzima Se-GPx ou sinalizando uma 

maior degradação de RNA mensageiro de Se-GPx. Há uma correlação positiva entre 

GSSG/eq-GSH (gráfico 11, gráfico 12) com TBARS (Pearson r = 0,9942) e GSSG (0,9678) 

em 1 hora de reoxigenação BSO. E também uma correlação positiva entre Se-GPx (gráfico 

20) e proteínas carboniladas em 2 horas de reoxigenação (salina e BSO), mostrando 

provavelmente uma produção de ROS ainda indutora de danos oxidativos, sendo 

contrabalanceada pela atividade de Se-GPx. 

No grupo normoxia BSO da glândula digestiva, a atividade da GR (gráfico 9a) estava 

maior que no grupo controle e a quantidade de GSSG (gráfico 2a) estava menor no grupo 

normoxia BSO que no grupo controle, indicando uma possível relação, aumento da GR, 

diminuição da GSSG. Em 15 minutos e 30 minutos de reoxigenação BSO ocorreu uma 

diminuição da atividade de GR em relação ao grupo normoxia BSO, provavelmente por isso 

as quantidades de GSSG destes grupos estavam iguais aos seus grupos reoxigenação salina, 

mesmo com os níveis de eq-GSH reduzidos. Esta condição refletiu no índice de oxidação 

(gráfico 3a) que estava mais alto nos 15 minutos de reoxigenação BSO e pode ter levado a 

diminuição da atividade da catalase e GST em 30 minutos de reoxigenação BSO e a falha de 

um aumento completo da Se-GPx em 1 h de reoxigenação. 

No músculo do pé a GR (gráfico 9b) aumentou sua atividade em 15 minutos de 

reoxigenação BSO em comparação com o seu grupo temporal salina. Isso ocasionou uma 

resposta de redução de GSSG neste mesmo ponto e fez com que o índice de oxidação 

permanecesse no mesmo nível de seu grupo salina.  

Em Otala lactea em estivação por 30 dias e acordado por 24 horas não ocorreram 

modificações na atividade da GR (Hermes-Lima & Storey, 1995). Já em Littorina littorea 

ocorreu um a diminuição da atividade da GR em anoxia em relação ao grupo controle e 12 
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horas em reoxigenação na glândula digestiva; no músculo do pé houve um aumento da 

atividade da GR em 24 horas de reoxigenação em relação ao grupo controle (Pannunzio & 

Storey, 1998). Em Biomphalaria tenagophila não ocorreram respostas na atividade da GR em 

anoxia e reoxigenação (Ferreira et al., 2003). Em Helix aspersa estivante também não houve 

resposta da GR (Ramos-Vasconcelos et al., 2005). Já no trabalho de Welker, 2009, ocorreu 

uma diminuição da atividade da GR no músculo do pé em 1 hora de reoxigenação salina em 

relação a 15 minutos de reoxigenação salina. 

Neste trabalho, a atividade da G6PDH (gráficos 10a e 10b) não mostrou variações 

importantes em Helix aspersa em anoxia e reoxigenação. No músculo do pé ocorreu uma 

diminuição de atividade de G6PDH no grupo anoxia salina em relação ao grupo normoxia 

salina apenas. A diminuição de NADPH disponível para que a GR reduza a GSSG coopera 

para sustentar o estado oxidado celular, potencializando as vias apoptóticas (Pandolfi et al., 

1995; Circu & Aw, 2010). 

A diminuição da concentração da GSH via inibição da GCL por BSO foi satisfatória, 

mas não foi total. As concentrações de GSH restantes nos órgãos foram suficientes para 

impedir danos oxidativos importantes em Helix aspersa durante a anoxia e reoxigenação. A 

quantidade de eq-GSH encontrada nos animais injetados com BSO é parecida com a 

quantidade de GSH encontrada em Littorina littorea, que é tolerante a anoxia por dias e não 

apresenta danos oxidativos expressivos (Pannunzio & Storey, 1998). Talvez o processo de 

glutationilação de proteínas seja um mecanismo importante em Helix aspersa, uma forma de 

armazenamento de GSH, impedindo que haja uma baixa realmente comprometedora para as 

funções da célula. A baixa de GSH nos animais injetados com BSO pode ter ativado o 

mecanismo de desglutationilação, impedindo por fim uma redução drástica de GSH 

intracelular. A queda nas concentrações de GSH e o aumento das concentrações de GSSG, 

juntamente com o aumento da razão GSSG/eq-GSH em muitos tipos celulares iniciam a 

cascata de sinalização que leva a apoptose ou necrose (Lu, 2009; Garcia-Ruiz & Fernández-

Checa, 2007; Circu & Aw, 2010). Mas existem tipos de células que ativam vias que 

aumentam a expressão e atividade de enzimas antioxidantes (incluindo a GCL) e levam a 

célula a inibir a geração exagerada de ROS e impedir a iniciação de vias que sinalizam a 

morte programada (Lee et al., 2008; Chia et al., 2010).  

Por meio dos nossos resultados vimos que a GSH é um fator importante na 

manutenção do balanço redox do organismo e este balanço redox é regulado de forma 

diferencial em glândula digestiva e musculo do pé. A GSH possivelmente impede a produção 

exagerada de ROS, que pode levar a danos oxidativos em Helix aspersa durante um ciclo de 
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anóxia e reoxigenação e também poderia favorecer a ativação de vias de sinalização de morte 

celular programada. 
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Capítulo 2. Respiração e produção de ROS mitocondrial na glândula 

digestiva de Helix aspersa em estivação. 

 

Abstract 

 

The mitochondria is responsible for the most part of ATP synthesis, which occurs 

concomitantly with the generation of ROS during the function of the electron transport chain. 

Currently, low levels of ROS are considered necessary for normal function of the cell. The 

isolated mitochondria from Helix aspersa aestivating and control were rotenone-insensitive 

and antimycin A-sensitive. Respiratory control and oxygen consumption rates in different 

respiratory states showed that a great part of the respiration is uncoupled from ATP generation 

in isolated mitochondria from Helix aspersa. There was also a minor release of peroxide in 

the uncoupled respiratory state in aestivating and control animals. This frail coupling may be 

a strategy to inhibit the formation of ROS. We observed an increased release of peroxide in 

aestivating animals in the respiratory state 3 compared to controls. This increase may suggest 

the occurrence of increased mitochondrial ROS generation during estivation. 

 

Resumo 

 

A mitocôndria é responsável pela síntese da maior parte de ATP nos organismos, que 

ocorre juntamente com a geração de ROS durante o funcionamento da cadeia transportadora 

de elétrons. Atualmente, níveis baixos de ROS são considerados necessários para o 

funcionamento normal da célula. As mitocôndrias isoladas de Helix aspersa estivante e 

controle foram insensíveis a rotenona e sensíveis a antimicina A. O controle respiratório e as 

taxas de consumo de oxigênio em diferentes estados respiratórios demonstraram que em 

mitocôndrias isoladas de Helix aspersa grande parte da respiração está desacoplada da 

geração de ATP. Ocorreu também uma menor liberação de peróxido nos estados respiratórios 

desacoplados em animais estivantes e controles. Este fraco acoplamento pode ser uma 

estratégia para inibir a formação de ROS. Foi observado um aumento na liberação de 

peróxido no estado respiratório 3 dos animais estivantes em relação aos animais controles. 

Este aumento pode sugerir a ocorrência de uma maior geração de ROS mitocondrial durante a 

estivação.  
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2.1 Introdução 

 

O papel principal dado à mitocôndria é a síntese de ATP por meio do acoplamento do 

transporte de elétrons à fosforilação oxidativa (Mitchell & Moyle, 1965). A cadeia 

transportadora de elétrons é formada por quatro complexos (com muitas subunidades) ligados 

à membrana mitocondrial interna, e por dois carreadores de elétrons, coenzima Q e citocromo 

c; o aceptor final dos elétrons é o oxigênio, reduzido a H2O (Campbell, 2000). Os complexos 

I, III e IV bombeiam prótons para o espaço intermembranoso, criando um gradiente de pH 

entre a matriz mitocondrial e o espaço intermembranoso. Por meio da ATP sintase ocorre o 

fluxo de prótons de volta a matriz mitocondrial e ao mesmo tempo a fosforilação do ADP 

(Campbell, 2000). 

Outros papéis da mitocôndria além da produção de ATP são: a produção de calor no 

tecido adiposo marrom, por meio da redução da síntese de ATP e potencial de membrana e 

aumento da taxa respiratória (Smith, et al., 1966; Nicholls, 1976; Kowaltowski, 2000); a 

manutenção da homeostase de cálcio intracelular, indiretamente pela produção de ATP e 

diretamente pela capacidade de acúmulo de cálcio intra-mitocondrial; a ativação da morte 

celular, tanto por necrose como por apoptose (Friberg et al., 1998; Green & Reed, 1998; 

Kowaltowski, 2000); e a geração de ROS, pela redução incompleta do oxigênio na cadeia 

transportadora de elétrons gerando ânion superóxido (Boveris et al., 1972; Fridovich, 2004). 

Cerca de 0,1% a 2% da respiração normal celular in vitro resulta em formação de 

ânion superóxido (Fridovich, 2004; Murphy, 2009; Hamanaka & Chandel, 2010). Muitos 

estudos apontam para um aumento na produção de ROS (Duranteau et al., 1998; Chandel et 

al., 1998; Wood et al., 1999; Killilea et al., 2000) durante a hipóxia. Em células de mamíferos 

foi demonstrado que há formação de lesões no DNA durante a hipóxia (Grishko et al., 2001). 

Usando ressonância paramagnética eletrônica em artérias pulmonares de porco em hipóxia foi 

mostrada a formação de radicais hidroxil e alquil (Liu et al., 2001). E que o aumento de 

proteínas carboniladas durante a hipóxia foi ligada a formação de ROS na cadeia respiratória 

mitocondrial (Dirmeier et al., 2002). Porém outros estudos demonstraram uma diminuição de 

ROS durante a hipóxia (Fandrey et al., 1994; Vaux et al., 2001; Michelakis et al., 2002).  

Hamanaka e Chandel (2010) propuseram que níveis baixos de ROS na mitocôndria 

são necessários ao funcionamento normal da célula e também durante episódios de estresse 

celular, desde que não leve a ativação de morte celular. O H2O2 foi apontado como a molécula 

sinalizadora necessária para a estabilização da proteína HIF-1α (Sanjuan-Pla et al., 2005). A 
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proteína HIF-1α estabilizada é indispensável para a ativação do fator de transcrição HIF, que 

acopla a diminuição de oxigênio com o aumento de transcrição de diversos genes (Bell et al., 

2005). 

O gastrópode terrestre Helix aspersa quando entra em estivação deprime seu 

metabolismo (animal inteiro) em 84% em relação a animais ativos (Pedler et al., 1996), o pH 

da hemolinfa diminui de 7,8 para 7,3 e pressão parcial de O2 cai de 64 a 44 torr. Em células 

isoladas de glândula digestiva de Helix aspersa estivante também ocorre depressão 

metabólica de 70 % (Guppy et al., 2000). Segundo Bishop & Brand (2000) o consumo de 

oxigênio não mitocondrial é o responsável pela oxiconformação nas células de glândula 

digestiva de Helix aspersa em estivação; já a respiração mitocondrial permanece constante 

mesmo com a mudança da pressão parcial de O2, aumentando a eficiência metabólica durante 

a estivação. O objetivo deste trabalho foi examinar a liberação de ROS em mitocôndrias 

isoladas de Helix aspersa em estivação e em atividade normal. 

 

2.2  Materiais e métodos 

 

Os gastrópodes utilizados foram da espécie Helix aspersa maxima (Müller, 1774), 

comprados de um criador do estado de São Paulo (www.escargots.com.br) pesando 15 g 

aproximadamente. No laboratório os animais foram mantidos em caixas plásticas, a ração 

(tabela 3) e a água  estavam disponíveis diariamente no período de aclimatação de 1 semana. 

O fotoperíodo era natural assim como a temperatura, os experimentos foram realizados entre 

os dias 21 de outubro e 20 de novembro em São Paulo. 

 Os animais selecionados para entrar em estivação (n=24) eram postos em caixas 

separadas sem ração e água, e a partir da formação do epifragma nos animais foi contado 20 

dias de estivação. Depois dos 20 dias, os animais foram mortos por decapitação e suas 

mitocôndrias da glândula digestiva foram isoladas. Já os animais controles (n=18) receberam 

água e ração por 16 dias e após quatro dias em jejum foram mortos por decapitação e suas 

mitocôndrias da glândula digestiva foram isoladas. 

As soluções utilizadas foram: 1M de succinato (pH = 7,2), 1 M de piruvato (pH = 

7,2), 200 mM de ADP (pH = 7) e peroxidase de raiz forte (HRP, 200 U/ml) feitas em água 

deionizada. Já as soluções de 2mM  de rotenona , 1mg/ml de antimicina A, 1 mg/ml de 

oligomicina, 2 mM de carbonil cianeto m-clorofenilhidrazona (CCCP) e  20 mM  de Amplex 

Red foram feitas com dimetilsulfoxido (DMSO). 
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O isolamento das mitocôndrias da glândula digestiva de Helix aspersa estivante ou 

controle foi feito sempre em baixa temperatura da seguinte forma: 

De 2 a 3 animais eram decapitados e suas glândulas digestivas eram extraídas, 

lavadas e picadas em 75 mM de sacarose, 225 mM de manitol, 5 mM de HEPES, 1 mM  de 

EGTA e 1 mg/ml  de albumina bovina (BSA) em pH = 7,4 a 4 º C, este tampão geralmente é 

usado em isolamento de mitocôndrias cerebrais (Tahara et al., 2009) mas nossos testes 

indicaram este tampão como o mais adequado para isolar mitocôndrias de glândula digestiva 

de Helix aspersa. O preparado foi transferido para um potter de 15 mL e homogeneizado. O 

homogeneizado foi centrifugado a 1050g por 3 min. O sobrenadante foi transferido para um 

tubo limpo e centrifugado a 11600g por 10 min. O sobrenadante foi descartado 

cuidadosamente e o pellet resultante foi ressuspendido no mesmo tampão de isolamento e 

guardado em gelo. A quantidade de proteína foi medida pelo método de Bradford, 1976. 

Com a suspensão de mitocôndrias foi medido o consumo de oxigênio e liberação de 

H2O2 (Tahara et al., 2009) usando o seguinte tampão: 250 mM de sacarose, 10 mM  de 

HEPES, 2 mM de Na2HPO4, 2 mM de MgCl2 e 0,01% em  pH 7,2. 

O consumo de oxigênio foi medido usando um eletrodo tipo Clark acoplado a um 

computador, em um volume final de 1 ml a 23ºC. No primeiro experimento foram testadas as 

respostas dos substratos ligados aos complexos mitocondriais I e II e os inibidores do 

complexo I e III. Nele foi usado aproximadamente 0,5 mg/ml de proteína e os reagentes foram 

adicionados na seguinte ordem: tampão, suspensão de mitocôndrias, 1 µl de piruvato, 1 µl de 

rotenona, 2 µl de succinato, 1 µl de antimicina. No segundo experimento o objetivo era medir 

o consumo de oxigênio nos estados respiratórios 3, 4 e desacoplado da mitocôndria e calcular 

o controle respiratório. Foi usado aproximadamente 0,5 mg/ml de proteína e os seguintes 

reagentes foram adicionados nesta ordem: tampão, 2 µl de succinato, 4 µl de ADP, suspensão 

de mitocôndrias, 1 µl de oligomicina e 0,5 µl de CCCP.  Segundo Chance e Baltscheffsky 

(1958) o controle respiratório é definido como a razão entre o consumo de oxigênio na 

presença de excesso de substrato e ADP (estado 3)  e o consumo de oxigênio depois que o 

ADP estiver sendo fosforilado em uma concentração estacionária (estado 4). Já para Pörtner e 

colaboradores (1999), o controle respiratório é calculado dividindo o estado 3 pelo estado 4+, 

que é caracterizado pela presença de oligomicina, inibindo a fosforilação do ADP. Calculamos 

o controle respiratório tal qual Pörtner et al., 1999. 

A liberação de H2O2 pela mitocôndria foi medida utilizando um espectrofotômetro 

com fluorescência (563 nm de excitação/ 586 de emissão). O método se baseia na oxidação de 

Amplex Red na presença de HRP ligada a H2O2, gerando resorufina, que é detectada pelo 
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aparelho (Tahara et al., 2009). A calibração foi feita com H2O2, Amplex Red, HRP e tampão. 

Foi usado aproximadamente 0,125 mg/ml de proteína e os reagentes foram adicionados na 

seguinte ordem no volume final de 2 ml: tampão, 5 µl de Amplex Red, 10 µl de HRP, 4 µl de 

succinato, 8 µl de ADP, suspensão de mitocôndrias, 2 µl de oligomicina e 1 µl de CCP.  

Os dados foram testados quanto a sua normalidade e homocedasticidade, usando os 

testes de Shapiro-Wilks e Levene respectivamente (Zar, 1984). Após, foram feitos o teste de 

ANOVA ou teste t (não pareado, duas caudas), comparando-se as médias dos grupos 

amostrados. Se obtido um valor de p significativo, o teste de Tukey foi aplicado após o teste 

de ANOVA. Foi utilizado um nível de significância de 5% em todas as análises. Os resultados 

nos gráficos estão exibidos como média ± erro padrão médio. 

 

2.3  Resultados 

 

Nas mitocôndrias isoladas de glândula digestiva de Helix aspersa em estivação ou 

em estado metabólico normal (controle) no estado respiratório 2 (sem ADP) não houve 

diferença no consumo de oxigênio usando piruvato (produtor de NADH, doador de elétrons 

para o complexo I) ou succinato (doador de elétrons para o complexo II) como substratos para 

a respiração mitocondrial (gráfico 21). Porém, as mitocôndrias de Helix aspersa se mostraram 

insensíveis ao inibidor do complexo I, rotenona e sensíveis ao inibidor do complexo III, 

antimicina A, tanto nos animais estivantes como nos animais controles (gráfico 21). 

O próximo passo foi verificar o consumo de oxigênio nos estados respiratórios 3, 4+ 

e desacoplado (gráfico 22). O substrato utilizado foi o succinato na concentração final de 

2mM. O estado 3 nos animais controles apresentou taxa de consumo médio de 27,3 nmols de 

O2 por minuto e por miligrama de proteína, o estado 4+ apresentou taxa de consumo médio de 

20,1 nmols de O2 por minuto e por miligrama de proteína e o estado desacoplado apresentou 

taxa de consumo médio de 16,4 nmols de O2 por minuto e por miligrama de proteína, sendo 

significativamente (p < 0,05) diferente do estado 3. O estado 3 é caracterizado por ter 

concentrações saturantes de ADP. O estado respiratório 4+ reflete a taxa de escape de prótons 

(Brand et al., 1994) e subtraindo o consumo de O2 no estado 3 pelo consumo de O2 no estado 

4+ tem-se a respiração acoplada a formação de ATP (Abele et al., 2002), que é em média 7,13 

nmols de O2 por minuto e por miligrama de proteína. Já no estado desacoplado o potencial de 

membrana foi anulado por CCCP e os prótons passam livremente pela membrana 

mitocondrial interna, não ocorrendo formação de ATP. 
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No estado 3 nos animais estivantes a taxa de consumo médio foi de 24,04 nmols de 

O2 por minuto e por miligrama de proteína, o estado 4+ apresentou taxa de consumo médio de 

17,8 nmols de O2 por minuto e por miligrama de proteína e o estado desacoplado apresentou 

taxa de consumo médio de 15,48 nmols de O2 por minuto e por miligrama de proteína. O 

estados 4+ e o estado desacoplado das mitocôndrias nos animais estivantes consumiram 

significativamente (p < 0,05) menos oxigênio que o estado 3  das mitocôndrias nos animais 

estivantes. A respiração acoplada à formação de ATP nos animais estivantes foi em média 6,24 

nmols de O2 por minuto e por miligrama de proteína. 

O controle respiratório indica que as mitocôndrias tanto dos animais estivantes como 

dos animais controles estão fracamente acopladas (gráfico 23). 

A liberação de peróxido mitocondrial (gráfico 24) da glândula digestiva de Helix 

aspersa controle no estado 3 (0,36 nmol H2O2 por minuto e por miligrama de proteína) e no 

estado 4+ (0,31 nmol H2O2 por minuto e por miligrama de proteína) foi significativamente (p 

< 0,05) maior que a liberação de peróxido mitocondrial da glândula digestiva de Helix 

aspersa controle no estado desacoplado (0,23 nmol H2O2 por minuto e por miligrama de 

proteína).  

A liberação de peróxido mitocondrial (gráfico 24) da glândula digestiva de Helix 

aspersa estivante no estado 3 foi de 0,43 nmol H2O2 por minuto e por miligrama de proteína, 

no estado 4+  foi de 0,35 nmol H2O2 por minuto e por miligrama de proteína e no estado 

desacoplado foi de 0,25 nmol H2O2 por minuto e por miligrama de proteína. O estado 

respiratório desacoplado libera significativamente (p < 0,05) menos peróxido que o estado 

respiratório 3 na glândula digestiva de Helix aspersa estivante. 

Relativizando a liberação de peróxido pelo consumo de oxigênio (gráfico 25), 

obtém-se que 1,37% do oxigênio no estado respiratório 3; 1,68% do oxigênio  no estado 

respiratório 4+  e 1,53% do oxigênio no estado respiratório desacoplado são convertidos em 

peróxido nas mitocôndrias controles. Nas mitocôndrias estivantes 2,12% do oxigênio no 

estado respiratório 3; 1,98% do oxigênio  no estado respiratório 4+  e 1,66%  do oxigênio no 

estado respiratório desacoplado são convertidos em peróxido (figura 25). A porcentagem de 

peróxido liberada no estado respiratório 3 dos animais estivantes é significativamente (p < 

0,05) maior que a porcentagem liberada no estado 3 dos animais controles. 
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2.4 Discussão e Conclusões 

 

Utilizando piruvato e succinato como substratos para a respiração mitocondrial, 

observou-se que a taxa de consumo de oxigênio permaneceu na faixa de 15 nmol O2. min-1. 

mg ptn-1 tanto nos animais estivantes como nos animais controles (gráfico 21). Vorhaben e 

colaboradores (1984) mediram o consumo de oxigênio em mitocôndrias de glândula digestiva 

de Helix aspersa usando succinato (5mM) e manitol (10mM) como substratos e encontraram 

um decréscimo pequeno de 20-30% no consumo de O2 nos animais estivantes utilizando 

succinato, mas nenhuma diferença utilizando manitol, apesar de relatarem que em um estudo 

prévio teriam observado um decréscimo no consumo de de O2 nos animais estivantes 

utilizando manitol em relação ao grupo ativo. 

 As mitocôndrias tanto dos animais controles como dos animais estivantes se 

mostraram insensíveis à inibição por rotenona na concentração de 2 µM (gráfico 21). No 

entanto foi observando uma tendência estatística (p=0,08) nas mitocôndrias dos animais 

estivantes em diminuir o consumo de oxigênio na presença de rotenona. Utilizando uma 

maior concentração de rotenona provavelmente teríamos uma resposta inibitória satisfatória 

(p < 0,05). Em células isoladas de glândula digestiva de Helix aspersa não houve inibição do 

consumo de oxigênio utilizando rotenona (Bishop & Brand, 2000) mesmo em concentração 
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conhecida por causar máxima inibição do complexo I, mas o experimento foi feito apenas 

uma vez, sem réplicas. Algumas NADH quinona oxiredutases (complexo I) são menos 

sensíveis a rotenona (Lenaz et al., 1995; Merlo-Pich et al., 1996) sendo necessário o uso de 

altas concentrações para conseguir inibição (Uyemura et al., 2004). 

A rotenona reduz no complexo I da cadeia respiratória o centro de Fe-S e a flavina 

mono nucleotídeo (FMN), facilitando a formação de ânion superóxido no complexo I 

(Kowaltowski et al., 2009), embora reduza a formação de ROS pela transferência reversa de 

elétrons do complexo II para a ubiquinona e esta para o complexo I (Liu et al., 2002; 

Kowaltowski et al., 2009). Esta insensibilidade à rotenona é comum em mitocôndrias de 

bactérias, fungos, protozoários e plantas (Kerscher, 2000; Uyemura et al., 2004). Nestes 

grupos ocorre a presença de malato quinona oxiredutase (Cohn, 1958; Molenaar et al., 1998) 

e/ou de NADH quinona oxiredutase alternativa (Kerscher, 2000). 

A malato quinona oxiredutase é dependente de FAD e não aceita NADH como 

doador de elétrons, estes provem da oxidação do malato a oxaloacetato (Molenaar et al., 

1998). As NADH quinona oxiredutase alternativas são duas: a NADH-Q oxiredutase que 

transloca Na+ ao invés de H+, apenas encontrada em bactérias (Kerscher, 2000); e a NADH-Q 

oxiredutase que não transloca prótons, semelhante ao complexo II (Kerscher, 2000). 

Ao contrário da resposta à rotenona, a antimicina A (1µg) em nosso estudo (gráfico 

21) inibiu o consumo de O2 nas mitocôndrias dos animais controles e estivantes em 

aproximadamente 30%. Esta resposta a antimicina A é condizente com os resultados de 

Bishop & Brand (2000) em que células de glândula digestiva diminuíram seu consumo de 

oxigênio em 27% quando expostas a antimicina A. O complexo III da cadeia respiratória é 

uma fonte importante de formação de ROS (Boveris  et al., 1976; Turrens et al.,1985; Dröse 

& Brandt, 2008). O radical semiquinona é a fonte geradora de ROS especificamente, pois o 

inibidor mixotiazol bloqueia a formação da semiquinona, inibindo a geração de ROS no 

complexo III, apesar de aumentar a formação de ROS no complexo I (Kowaltowski et al., 

2009). E a antimicina A faz com que ocorra um acúmulo de semiquinona, aumentando a 

geração de ROS no complexo III (Boveris & Cadenas, 1975; Turrens et al.,1985; Muller et al., 

2004). Já o complexo II da cadeia respiratória não é um sítio formador de ROS importante, 

embora o succinato seja o iniciador da transferência reversa de elétrons do complexo II para o 

I, formando anion superóxido (Liu et al., 2002; Kowaltowski et al., 2009). 

As taxas de consumo de oxigênio nos diferentes estados respiratórios (gráfico 22) e o 

controle respiratório (gráfico 23) mostraram que a maior parte da respiração está desacoplada 

da geração de ATP nas mitocôndrias de glândula digestiva de Helix aspersa estivante ou 
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controle. Proteínas desacopladoras (Echtay et al., 2002; Kowaltowski et al., 2009); canais 

mitocondriais de K+ sensíveis a ATP (Facundo et al., 2007) e a oxidase alternativa (Czarna & 

Jarmuszkiewicz, 2005) podem ser responsáveis por este fraco acoplamento mitocondrial, que 

levam ao aumento do transporte de elétrons e a diminuição da eficiência da formação de ATP, 

diminuindo conjuntamente a formação de ROS pela mitocôndria (Kowaltowski et al., 2009).  

O fraco acoplamento exibido pelas mitocôndrias no presente estudo pode ser de fato 

uma estratégia para inibir a formação de ROS, contudo grande parte deste desacoplamento 

pode ser um efeito apenas de ocorrência in vitro, não espelhando a realidade in vivo, pois o 

escape de prótons totalizou 75% da respiração mitocondrial. Bishop & Brand (2000) 

observaram que em células de glândula digestiva de Helix aspersa a respiração dita 

mitocondrial (geração de ATP + escape de prótons) não se alterava durante a estivação em 

relação ao grupo controle, sendo aproximadamente 50% da respiração celular total; 38% da 

respiração mitocondrial gerava ATP e o escape de prótons era responsável por 12%. 

Analisando os dados absolutos de Bishop & Brand (2000) vemos que 39% da respiração nas 

células de animais ativos foram classificados como escape de prótons e durante a estivação 

este escape diminui para 20% da respiração total. A diferença na porcentagem de escape de 

prótons do estudo de Bishop & Brand (2000) para o presente estudo pode ser: devido ao uso 

de mitocôndrias isoladas para medir o consumo de oxigênio mitocondrial, um meio mais 

artificial, ao invés de células isoladas, um meio menos artificial; e/ou devido ao nosso 

processo de isolamento de mitocôndrias, que pode ter gerado artificialmente maior escape de 

prótons. Vorhaben e colaboradores (1984) mediram o consumo de O2 em mitocôndrias 

isoladas de glândula digestiva de Helix aspersa no estado respiratório 2 (apenas substrato, 

sem ADP) e as taxas foram semelhantes as taxas encontradas em nosso estudo (gráfico 21), 

infelizmente não mediram o consumo de O2 nos estados respiratórios 3, 4+ e desacoplado para 

compararmos a taxa de escape de prótons. Melhorias na técnica de isolamento de 

mitocôndrias de Helix aspersa e futuras medidas de atividades de enzimas ligadas à 

respiração mitocondrial poderão elucidar o porquê destas disparidades e suas possíveis causas 

e possíveis soluções. 

Um fator muito importante que precisa ser salientado é que no presente estudo, assim 

como no estudo de Tahara e colaboradores (2009), medimos a liberação de H2O2 pelas 

mitocôndrias, a resultante entre a geração de ROS mitocondrial menos as atividades de vários 

antioxidantes. Por isso, as atividades de enzimas antioxidantes presentes afetam diretamente 

as medidas de liberação de H2O2 pelas mitocôndrias (Santiago et al., 2008). Quanto mais 

antioxidantes, provavelmente menores a medidas de liberação de H2O2 nas mitocôndrias de 
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glândula digestiva de Helix aspersa estivante ou controle.  

Outro fator importante é que em mitocôndrias ou em células isoladas a tensão de 

oxigênio é bem maior do que em condições in vivo (Dröge, 2002; Gnaiger & Kuznetsov, 

2002). Alguns estudos demonstram que altas tensões de oxigênio aumentam a liberação de 

ROS mitocondrial e baixas tensões de oxigênio tem o efeito oposto (Boveris & Chance, 1973; 

Costa et al., 1993). Porém outros estudos demonstram que há um aumento de formação de 

ROS durante a hipóxia (Duranteau et al., 1998; Chandel et al., 1998; Wood et al., 1999; 

Killilea et al., 2000). Outro fator importante que precisa ser lembrado quando utilizamos 

mitocôndrias isoladas é que não estão presentes várias substâncias citosólicas, como o óxido 

nítrico, que podem agir modulando a respiração e a produção de ROS (Brown, 1999; Tahara 

et al., 2009).  

Nossos resultados apontaram uma menor liberação de peróxido nos estados 

respiratórios desacoplados tanto em animais estivantes como em animais controles (gráfico 

24), indicando que provavelmente o estado desacoplado influencia nesta diminuição de 

liberação de peróxido e provável geração de ROS.  

Quando as taxas de liberação de peróxido são relativizadas pelo consumo de O2 

(gráfico 25) observa-se um aumento da liberação de peróxido no estado respiratório 3 dos 

animais estivantes em relação aos animais controles. Isto pode indicar que durante a estivação 

há uma maior geração de ROS mitocondrial, mesmo que as taxas in vitro estejam 

superestimadas.  

Esta geração de ROS aumentada durante a estivação por meio da liberação de H2O2 

mitocondrial pode ativar o fator de transcrição HIF-1 e consequentemente acionar muitas vias 

e mecanismos importantes para a sobrevivência celular. Segundo Bell e colaboradores (2005) 

existem evidências genéticas definitivas que a cadeia transportadora de elétrons mitocondrial 

regula durante a hipóxia a estabilização da proteína HIF-1α por meio da geração de ROS, 

especificamente H2O2. Quando as atividades da GPx e da catalase aumentam, ocorre uma 

diminuição da estabilidade de HIF-1α (precursor de HIF-1), mas a super expressão da Mn-

SOD não afeta a estabilidade de HIF-1α durante a hipóxia (Bell et al., 2005). As vias de 

sinalização que o H2O2 ativa, inibem a hidroxilação de HIF-1α, impedindo que a proteína seja 

marcada para a degradação (Bell et al., 2005). 

Vários estudos demonstram que em estados dormentes como a estivação e a 

hibernação em gastrópodes terrestres ocorre um aumento das atividades de enzimas 

antioxidantes, um “preparo para o estresse oxidativo” (Hermes-Lima & Storey, 1995; Ramos-

Vasconcelos & Hermes-Lima, 2003; Ramos-Vasconcelos et al., 2005; Nowakowska et al., 
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2009a; Nowakowska et al., 2009b; Nowakowska et al., 2010). Estas respostas enzimáticas 

podem ser em parte uma consequência da ação de HIF-1, juntamente com a fosforilação 

diferenciada e reversível de enzimas que ocorre durante a dormência (Storey, 2002). Porém, o 

aumento das atividades de enzimas peroxidases especificamente serviria como uma 

retroalimentação negativa, inibindo a continuidade da ação de HIF-1. Ou este aumento, 

principalmente de Se-GPx durante a estivação (Ramos-Vasconcelos & Hermes-Lima, 2003; 

Ramos-Vasconcelos et al., 2005) é compartimentado e não afeta a via de sinalização de 

estabilização de HIF-1α.  

O presente estudo demostra que durante a estivação, as mitocôndrias de glândula 

digestiva de Helix aspersa liberam mais H2O2 in vitro. Estas ROS podem sinalizar vias que 

induzem a ativação de HIF-1 e sinalizar também por outras vias a ativação do sistema de 

defesa antioxidante, prevenindo um possível estresse oxidativo durante a estivação e durante o 

despertar no gastrópode terrestre Helix aspersa. 
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Capitulo 3. Aspectos fisiológicos e bioquímicos da dormência em 

gastrópodes terrestres. 

 

3.1 Introdução 

 

A dormência é uma forma de inatividade associada a uma redução na taxa metabólica, sem 

grandes alterações no estado hídrico do animal (Withers & Cooper, 2010) e permite a 

sobrevivência do animal durante períodos em que as condições ambientais estão 

desfavoráveis. No caso dos caramujos terrestres, a redução na taxa metabólica chega a 70-

80% em relação à taxa metabólica de animais ativos (Pedler et al., 1996, Guppy & Withers, 

1999).  

A dormência que ocorre em resposta a baixas temperaturas e falta de alimento é chamada de 

hibernação, já a dormência que ocorre em resposta a altas temperaturas, baixa umidade e falta 

de alimento é chamada de estivação (Withers & Cooper, 2010). 

 

3.2 Características fisiológicas ligadas à dormência 

 

A dormência é uma estratégia de defesa dos gastrópodes terrestres, que precede os estresses 

ambientais. Duas ações são essenciais para o sucesso da dormência, a conservação de água e a 

depressão metabólica, visando à economia das reservas energéticas endógenas (Rees & Hand, 

1993; Storey, 2002). 

 A conservação de água nos caramujos terrestres se dá por diversos mecanismos: formação de 

uma barreira protetora, o epifragma (Barnhart, 1983); padrão apneico na respiração (Barnhart 

& McMahon, 1987); e aumento da concentração de ureia nos tecidos (Rees & Hand, 1993). 

Caputa e colaboradores (2005) postularam que a hibernação de Helix pomatia e consequente 

hipometabolismo é iniciada e mantida apenas pelas baixas temperaturas, mas seu despertar 

envolve um mecanismo endógeno preciso. Já o decréscimo da pressão parcial de oxigênio e 

pH na hemolinfa e o aumento da pressão parcial de gás carbônico pela respiração intermitente 

são fatores extrínsecos responsáveis por grande parte da depressão metabólica em caramujos 

estivantes (Pedler et al., 1996; Barnhart & McMahon, 1988; Guppy et al., 2000; Bishop & 

Brand, 2000). Porém, 30% da depressão metabólica são devido a fatores intrínsecos (Pedler et 

al., 1996; Guppy et al., 2000; Bishop & Brand, 2000).  
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A depressão metabólica máxima atingida pela dormência pode levar muitos dias (Pedler et al., 

1996). Mas o rápido despertar dos caramujos quando as condições estão favoráveis sugere 

que os mecanismos envolvidos na depressão metabólica durante a dormência sejam controles 

metabólicos intrínsecos e não adaptações moleculares a falta de oxigênio e falta de água 

(Withers & Cooper, 2010). 

 

3.3 Características bioquímicas ligadas à dormência 

 

Para que os animais em dormência consigam sobreviver a meses de inatividade é necessária a 

diminuição da taxa metabólica. Processos vitais como a manutenção do potencial de 

membrana e a manutenção da ciclagem de ATP (mesmo que em baixos níveis) são 

continuados; já a síntese proteica e outros processos como a expressão gênica são regulados 

diferencialmente e até inibidos (Storey, 2002; Storey & Storey, 2004; Storey & Storey, 2010). 

As alterações metabólicas em caramujos dormentes e/ou seus mecanismos reguladores são 

estudados em diversos trabalhos (Churchill & Storey, 1989; Whitwan & Storey, 1990; 

Hermes-Lima & Storey, 1995; Stuart et al., 1998; Storey, 2002; Pakay et al., 2002; Ramos-

Vasconcelos & Hermes-Lima, 2003; Ramos-Vasconcelos et al., 2005; Ramnanan & Storey, 

2006a; Ramnanan & Storey, 2006b; Ramnanan et al., 2007; Storey & Storey, 2007; 

Michaelidis et al., 2008; Ramnanan et al., 2009a; Nowakowska et al., 2009a; Nowakowska et 

al., 2009b; Nowakowska et al., 2010; Salway et al., 2010; Storey & Storey 2010). Falaremos a 

seguir de algumas mudanças ocorridas no hipometabolismo de gastrópodes dormentes, 

focando principalmente nas alterações ocorridas nas enzimas e proteínas, sejam estruturais ou 

cinéticas.  

 

3.3.1 Regulação da expressão gênica 

 

Os organismos que entram em depressão metabólica regulam suas atividades de transcrição 

de genes, diminuído a expressão de alguns genes e aumentando a expressão de outros genes e 

também preservando transcritos de RNA (para a volta do metabolismo normal). A 

modificação covalente em histonas; o controle da atividade de RNA polimerase II; a 

supressão da ação de fatores de transcrição e a ação de mecanismos pós-transcricionais 

silenciadores de genes são algumas das medidas que os organismos em depressão metabólica 

utilizam para diminuir a transcrição gênica (Storey & Storey, 2007; Storey & Storey, 2010). 
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Já o aumento da expressão de genes no hipometabolismo se dá no âmbito da proteção do 

metabolismo celular (chaperonas, serpinas, enzimas antioxidantes); e a preservação de 

transcritos de mRNA se dá pela sua associação com monosomos, que são uma fração inativa 

da maquinaria traducional (Storey & Storey, 2004; Storey & Storey, 2007). 

Estudos sobre a regulação da expressão gênica e hipometabolismo têm sido feitos em diversos 

animais, como esquilos hibernantes (Morin & Storey, 2006; Morin et al., 2008), caramujos 

marinhos em anoxia (Larade & Storey, 2002) e rãs estivantes (Hudson et al., 2006; Hudson et 

al., 2008). Poucos estudos sobre regulação gênica e caramujos terrestres estivantes foram 

feitos até agora (Hobbs et al., 1994; Brooks and Storey 1995; Reuner et al., 2008; Ramnanan 

et al., 2009a). Muito há para ser investigado sobre gastrópodes terrestres estivantes e 

regulação gênica. 

 

3.3.2 Alterações em enzimas e proteínas 

 

Síntese e degradação proteica 

 

Animais em depressão metabólica, como os caramujos terrestres, tendem a diminuir a síntese 

e a degradação de proteínas, pois são processos que gastam muito ATP (Storey & Storey, 

2004).  

Em Helix aspersa estivante por dois meses, houve uma diminuição da síntese proteica na 

glândula digestiva (23 % do controle) e no músculo do pé (53% do controle), esta diminuição 

da síntese foi responsável por 60% da depressão metabólica na glândula digestiva e por 28% 

da depressão metabólica do pé (Pakay et al., 2002). Em apenas dois dias de estivação, a 

síntese proteica de Otala lactea caiu para 20% do controle na glândula digestiva e no músculo 

do pé, e concomitantemente houve fosforilação diferenciada de fatores ribossomais de 

iniciação e elongação e do proteassoma 20S (inibição da atividade), indicando a diminuição 

da síntese e degradação proteica (Ramnanan et al., 2009a). 

 

Bombas iônicas 

 

A regulação das bombas iônicas que consomem ATP é vital para o sucesso da depressão 

metabólica durante a dormência (Storey & Storey, 2007). O potencial de membrana deve ser 

mantido, mas um novo balanço deve ser alcançado, diminuindo o gasto de ATP (Storey & 

Storey, 2007). 
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Em Otala lactea estivante por 10 dias (Ramnanan & Storey 2006a) a atividade máxima da 

bomba iônica de sódio-potássio dependente de ATP (NaK-ATPase) e sua afinidade por seus 

substratos foram diminuídas na glândula digestiva e no músculo do pé. Também foi visto uma 

maior fosforilação desta enzima durante a estivação, causada provavelmente pelas proteínas 

quinases: dependente de adenosina monofosfato (PKA); dependente de guanosina 

monofosfato cíclica (PKG) e dependente de Ca2+/fosfolipídio (PKC) (Ramnanan & Storey 

2006a).  A bomba iônica de cálcio sarcoendoplasmática dependente de ATP (SERCA) teve a 

sua atividade atenuada pela metade no músculo do pé e glândula digestiva do gastrópode 

estivante e também teve a sua afinidade pelos seus substratos diminuída (Ramnanan & Storey 

2008). A SERCA também se encontrava mais fosforilada durante a estivação; a PKA e PKG 

atuavam na glândula digestiva e a PKG e a proteína quinase Ca2+/calmodulina (CaMK) 

atuavam no músculo do pé (Ramnanan & Storey, 2008).  

 

Quinases e sinalização 

 

A proteina quinase ativada por monofosfato de adenosina (AMPK) pode ser acionada por 

estresses que interferem na produção de ATP ou por estresses que aumentam o consumo de 

ATP (Hardie, 2003). Em Otala lactea estivante, AMPK se encontra fosforilada, 

provavelmente pela PKG e também apresenta um aumento de atividade (Ramnanan et al., 

2009b). A AMPK desliga processos que em curto prazo não são essenciais para a célula 

estressada, como a síntese de macromoléculas (Hardie, 2003). A AMPK no caramujo 

estivante inibiu a atividade da enzima acetil-CoA carboxilase, que é ligada a síntese de 

lipídios, facilitando a inibição de pelo menos uma via anabólica (Ramnanan et al., 2009b). 

A proteína quinase B (Akt) está envolvida em vias de sinalização de proliferação e 

crescimento (Cross et al., 1995; Proud, 2006) ativando respostas de mTOR (um regulador da 

tradução protéica) e GSK-3 (um inibidor da síntese de glicogênio); e também inibi por 

fosforilação os fatores FOXO e BAD, envolvidos com apoptose e parada no ciclo celular 

(Datta et al., 1999; Burgering & Medema, 2003). Um estudo tendo como alvo a Akt em 

caramujos estivantes por 10 dias, mostrou que sua atividade estava elevada, havia uma maior 

afinidade pelo seu substrato e ela se encontrava mais fosforilada (Ramnanan et al. 2007). 

Porém mTOR e GSK-3b nos caramujos estivantes não estavam ativadas, estando 

desacopladas da influência de Akt, consequentemente ocorrendo a não ativação de vias 

anabólicas; já os fatores BAD e FOXO3a estavam fosforilados e inibidos, promovendo a 
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sobrevida dos animais estivantes em uma condição de baixo metabolismo (Ramnanan et al. 

2007). 

 

Atividades de enzimas ligadas ao metabolismo energético 

 

A enzima G6PDH foi analisada em Otala lactea estivante por 10 dias, e foi demostrado que 

esta tem sua Vmax aumentada em 50% e seu Km para G6P diminuído em 50% na estivação 

(Ramnanan & Storey 2006b). A enzima é regulada pela PKG e pela proteína fosfatase 1 (PP1) 

e se encontra mais fosforilada na estivação (Ramnanan & Storey 2006b). Esta enzima 

participa da via das pentoses fosfato e sustenta os níveis de NADPH, um poderoso agente 

redutor usado no sistema de defesa antioxidante durante a estivação em caramujos terrestres 

(Hermes-Lima et al. 1998; Ramos-Vasconcelos & Hermes-Lima, 2003; Ramos-Vasconcelos 

et al., 2005). 

Durante a estivação (três dias e 22 dias) em Otala lactea ocorreram alterações no 

metabolismo da via glicolítica (Churchill & Storey, 1989). No começo da estivação, as 

mudanças ocorridas nos níveis de intermediários da glicólise sugeriram que as enzimas 

fosfofrutoquinase (PFK) e piruvato quinase (PK) foram ativadas no músculo do pé e a PK na 

glândula diestiva; já na estivação prolongada a taxa glicolítica foi diminuída nos dois órgãos, 

indicando uma diminuição geral das atividades enzimáticas (Churchill & Storey, 1989).  

Medindo as Vmax e as propriedades cinéticas de PK e PFK de Otala lactea (Whitwam & 

Storey 1990; Whitwam & Storey, 1991) e de PK em Helix aspersa (Fields, 1992), constatou-

se que estas enzimas no músculo do pé e no manto estão de fato inibidas durante a estivação. 

Em Otala lactea foi verificado que a PKG, a PKA e a PKC estão envolvidas na inibição da 

PK e PFK por fosforilação reversível durante a estivação (Whitwam & Storey 1990; 

Whitwam & Storey, 1991). Já a PK em glândula digestiva de Otala lactea e Helix aspersa se 

mostrou mais ativa durante a estivação (Whitwam & Storey 1990; Fields, 1992). Mostrando 

que em um mesmo animal a regulação da via glicolítica durante a dormência é diferenciada 

nos órgãos. 

No gastrópode terrestre Cepaea nemoralis foi mostrado que os efeitos da estivação 

prolongada (42 dias) não alteraram as atividades máximas de várias enzimas do metabolismo 

energético (Stuart et al., 1998). Apenas a citrato sintase diminuiu 40% na glândula digestiva 

durante a estivação, no coração e no nefrídio ela se mostrou inalterada (Stuart et al., 1998). Já 

em Helix lucorum hibernante por quatro meses houve um aumento das atividades da PFK, da 

aldolase, da fosfoglicerato quinase (PGK) e lactato desidrogenase (LDH) no músculo do pé e 
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no manto em relação aos animais pré-hibernantes (Michaelidis et al., 2008), porém, a 

hexoquinase (HK) e a PK não tiveram suas atividades aumentadas aos 4 meses de hibernação 

em relação aos animais pré-hibernantes. No entanto, em um estudo prévio foi mostrado que a 

atividade da PK no ventrículo de Helix lucorum aumenta após hibernação prolongada 

(Michaelidis & Pardalidis, 1994). 

Estes estudos demonstram que as respostas das enzimas do metabolismo energético à 

dormência são diversificadas. São dependentes do órgão analisado, do tempo de dormência e 

talvez até do tipo de dormência (estivação e hibernação). Mas a fosforilação reversível 

protéica parece ser um mecanismo comum envolvido na depressão metabólica de gastrópodes 

terrestres e em outros grupos animais (Storey 2002; Storey & Storey, 2004; Storey & Storey, 

2007).  

 

3.3.3 Sistema de defesa antioxidante e dormência 

 

Na metade dos anos 90, pesquisadores começaram a perceber um padrão na atividade de 

enzimas antioxidantes em animais (répteis, anfíbios, moluscos) submetidos a diversos 

estresses, como anóxia, hipóxia, congelamento, desidratação e estivação, entre outros 

(Hermes-Lima & Storey, 1993; Hermes-Lima & Storey, 1995; Hermes-Lima & Storey, 1996; 

Joanisse & Storey, 1996; Hermes-Lima & Storey, 1998; Pannunzio & Storey, 1998). A partir 

daí, foi cunhado a hipótese do “preparo para o estresse oxidativo”, em que ocorre uma 

ativação do sistema de defesa antioxidante durante o período de baixo consumo de oxigênio e 

hipometabolismo, antes da volta dos níveis normais de oxigênio (Hermes-Lima et al., 1998; 

Hermes-Lima & Zenteno-Savín, 2002). Revisaremos aqui se o “preparo para o estresse 

oxidativo” é um padrão recorrente em várias espécies de gastrópodes terrestres dormentes. 

No gastrópode Otala lactea estivante (tabela 6) há um aumento da atividade de SOD e Se-

GPx durante a estivação na glândula digestiva; já no músculo do pé ocorre um aumento da 

catalase, da SOD e da GST durante a estivação (Hermes-Lima & Storey, 1995). Em Helix 

aspersa estivante durante o inverno (tabela 7) há um aumento na atividade da Se-GPx na 

glândula digestiva e no músculo do pé; e um aumento nos níveis de GSH total e nos 

marcadores de danos lipídicos na glândula digestiva e nos níveis de proteínas carboniladas no 

músculo do pé (Ramos-Vasconcelos & Hermes-Lima, 2003), indicando um possível estresse 

oxidativo e um contra-ataque do sistema antioxidante durante a estivação. Estes estudos estão 

alinhados à hipótese do “preparo para o estresse oxidativo”.  
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Em outro estudo feito em Helix aspersa estivante, porém durante o verão (tabela 8) foi 

mostrado que a sazonalidade modula o sistema de defesa antioxidante (Ramos-Vasconcelos at 

al., 2005). Há um aumento na atividade da Se-GPx apenas da glândula digestiva dos animais 

estivantes, porém este aumento é muito pronunciado e vem acompanhado de uma diminuição 

nas atividades da catalase e SOD (Ramos-Vasconcelos at al., 2005). Mostrando que nem 

sempre todas as enzimas antioxidantes são ativadas ou mantidas em seus níveis normais de 

atividade durante a depressão metabólica para proteger o animal de uma produção de ROS 

exagerada durante a dormência e durante o despertar. 

Em estudos conduzidos com Helix pomatia, uma espécie europeia de clima temperado, foi 

mostrado que na hibernação (tabela 9-11) há um aumento gradativo da atividade da catalase, 

da GR e da GST na glândula digestiva à medida que a dormência avança; no músculo do pé 

há uma aumento da atividade da GPx e dos níveis de TBARS no meio e no fim da hibernação 

em relação ao início; e no nefrídio ocorre aumento das atividades de catalase e GPx e nos 

níveis de TBARS nos estágios mais profundos da hibernação, com posterior queda da catalase 

e aumento da GPx nos animais saindo da hibernação na primavera (Nowakowska et al., 

2009a). Isto mostra que na hibernação, uma dormência ligada a queda de temperatura em 

gastrópodes terrestres (Caputa et al., 2005) há também uma aumento das defesas 

antioxidantes, uma resposta diferenciada destas enzimas à depressão metabólica. 

Em Helix pomatia estivante, as respostas antioxidantes diferem dependendo se a dormência 

ocorre em laboratório (tabela 12) ou em meio natural (tabela 13). Em animais estivantes em 

laboratório, a atividade da catalase diminui em relação aos animais controles e recém-

acordados na glândula digestiva, já a atividade da GST apresenta uma queda durante o 

despertar em relação à estivação e grupo controle (Nowakowska et al., 2009b); no nefrídio, a 

atividade da catalase cai na estivação e continua diminuída nos animais acordados e a GPx 

aumenta durante o despertar do animais em relação a estivação (Nowakowska et al., 2009b). 

As respostas da catalase e da GPx nestes animais não se encaixam como “preparo para o 

estresse oxidativo”, apenas a GST durante a dormência se encontra aumentada em relação aos 

animais acordados. Já nos animais estivantes em campo, a atividade da GST na glândula 

digestiva está aumentada na estivação e no grupo acordado, porém a atividade da GR se 

encontra diminuída durante a estivação na glândula digestiva e no nefrídio (Nowakowska et 

al., 2010). A temperatura e o fotoperíodo utilizados nas condições laboratoriais podem ter 

influenciado decisivamente nas respostas diferenciadas que estes gastrópodes apresentaram 

em relação aos animais no meio natural. A quantidade de GSH nos animais controles em 

condições laboratoriais é visivelmente menor. E as atividades de algumas enzimas nestes 
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mesmos animais estão bem acima das atividades das enzimas dos animais em ambiente 

natural. Indicando que possivelmente os animais em laboratório se encontravam mais 

estressados que seus similares em campo, causando estas repostas distintas para o mesmo 

fenômeno. Novos experimentos com estes gastrópodes poderão provavelmente esclarecer 

estas diferenças nas respostas antioxidantes durante a estivação dependente do meio. 

No estudo de Salway e colaboradores (2010) utilizando o gastrópode africano gigante 

Achatina fulica em estivação, a ativação das respostas antioxidantes ocorrem durante o 

despertar em vários órgãos (tabela 14). Os autores avaliam que a conclusão geral de que uma 

grande diversidade de tecidos responde ativando suas enzimas antioxidantes durante a 

estivação em gastrópodes terrestres não é possível de ser feita. Que o mais provável seria uma 

ativação transiente das atividades enzimáticas durante as primeiras horas de despertar, talvez 

em reposta a sinalizações mediadas por ROS (Salway et al., 2010). 

Porém, analisando os estudos já feitos em gastrópodes terrestres dormentes, as respostas em 

sua maioria indicam uma antecipação ao estresse oxidativo. A ativação do sistema de defesa 

antioxidante provavelmente está ligada: a diminuição de oxigênio e a ativação do fator de 

transcrição HIF-1, responsável pelo aumento da transcrição de diversos genes (Bell et al., 

2005); e a regulação diferenciada das atividades de diversas enzimas, pela fosforilação 

reversível (Storey 2002; Storey & Storey, 2004; Storey & Storey, 2007). 

 O “preparo para o estresse oxidativo” é uma via de ação em muitos outros animais (Hermes-

Lima & Zenteno-Savín, 2002). Na dormência em gastrópodes terrestres, o “preparo para o 

estresse oxidativo” parece se confirmar na maioria dos estudos, embora haja resultados em 

que a ativação do sistema de defesa antioxidante só ocorra durante a volta do metabolismo 

normal. 

 

Tabela 6. Respostas antioxidantes e danos oxidativos em Otala lactea estivante por 30 dias e 
24 horas depois do despertar, retirado e modificado de Hermes Lima & Storey, 1995 e 
Hermes Lima et al., 1998. 
 
 Glândula digestiva Músculo do pé 

 Estivante Acordado Estivante Acordado 

Catalase (U/mg) 174 ± 18 196 ± 15 5,5 ± 0,6 3,4 ± 0,1 * 

SOD (U/mg) 84 ± 12 50 ± 6 * 41 ± 6 25 ± 2 * 

Se-GPx (mU/mg) 23 ± 4 10,6 ± 1,6 * 4,4 ± 0,7 4,9 ± 0,4 

GR (mU/mg) 16 ± 2  19 ± 2 6,2 ± 0,7 6,2 ± 1,2 

GST (um/mg) 1282 ± 215 1140 ± 83 223 ± 40 115 ± 20* 

Eq-GSH (nmol/g) 3099 ± 317 2834 ± 118 998 ± 153 918 ± 45 

GSSG (nmol/g) 461 ± 36 251 ± 24* 177 ± 20 94 ± 9* 

Eq-GSH/GSSG 6,7 11,3 5,6 9,8 

TBARS (nmol/g) ~26 ~29 ---------- ---------- 
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*Significativamente (p< 0,05) diferente dos animais estivantes. Quando mostrados, os valores são média ± erro 
padrão médio. As enzimas estão em unidades ou mili-unidades divididas por miligramas de proteínas. As 
medidas de GSH, GSSG e TBARS forma divididas por g de tecido fresco. 
 

Tabela 7. Respostas antioxidantes e danos oxidativos em Helix aspersa estivante por 20 dias 
e 24 horas depois do despertar durante o inverno, retirado e modificado de Ramos-
Vasconcelos & Hermes Lima, 2003. 
 
 Glândula digestiva Músculo do pé 

 Estivante Acordado Estivante Acordado 

Catalase (U/mg) 183 ± 24,4 183 ± 31,2 11,7 ± 1,8 7,9 ± 1,6 

SOD (U/mg) 112 ± 7,7 134 ± 28,9 78,4 ± 20,7 85,9 ± 19,2 

Se-GPx (mU/mg) 26,5 ± 5,4 5,4 ± 2,1 * 12,5 ± 2,3 4,2 ± 0,7* 

GR (mU/mg) 56,8 ± 6,9 43,9 ± 5,7 19,9 ±3,1 15,9 ± 1,3 

GST (um/mg) 718 ± 42 661 ± 64 688 ± 176 533 ± 39 

G6PDH (mU/mg) 76,8 ±7,5 57,9 ± 18,4 64,2 ± 4,4 65 ± 4,9 

Eq-GSH (nmol/g) 2892 ± 163 1585 ± 197* 1546 ± 299 1207 ± 113 

GSSG (nmol/g) 302 ± 36 184 ± 11* 4,47 ± 0,26 4,64 ± 0,25 

GSSG/ eq-GSH 0,104 0,116 0,0028 0,0038 

TBARS (nmol/g) ~50 ~30 * ~25 ~20 

Hidroperóxidos lipídicos (µmol 

eq-cumeno/g) 

4,99 ± 0,94 1,08 ± 0,16* ---------- ---------- 

Ptns carboniladas (nmol/g) 172 ± 15 135 ± 19 226 ± 25 145 ± 18* 

*Significativamente (p< 0,05) diferente dos animais estivantes. Quando mostrados, os valores são média ± erro 
padrão médio. As enzimas estão em unidades ou mili-unidades divididas por miligramas de proteínas. As 
medidas de GSH, GSSG e TBARS forma divididas por g de tecido fresco. 
 

Tabela 8. Respostas antioxidantes e danos oxidativos em Helix aspersa estivante por 20 dias 
e 24 horas depois do despertar durante o verão, retirado e modificado de Ramos-Vasconcelos 
at al., 2005. 
 
 Glândula digestiva Músculo do pé 

 Estivante Acordado Estivante Acordado 

Catalase (U/mg) 244 ± 21,8 360 ± 41* 23,9 ± 5,6 39,9 ± 14,6 

SOD (U/mg) 235 ± 52,7 384 ± 55,8* 44,1 ± 8,4 51,1 ± 15 

Se-GPx (mU/mg) 161 ± 39,3 43,8 ± 9* 9,1 ±1,5 6,9 ± 1 

GR (mU/mg) 32,1 ± 4,3 38,3 ± 5,8 9,6 ±1,5 8,5 ± 0,9 

GST (um/mg) 499 ± 28,5 562 ± 69,5 646 ± 39,5 514 ±117,8 

G6PDH (mU/mg) 38,2 ± 6,2 43,4 ± 8 42,1 ± 6,6 51,1 ± 0,4 

Eq-GSH (nmol/g) 2664 ± 185 2511 ± 298 ~1500 ~1000* 

GSSG (nmol/g) 931 ± 145 696 ± 68 ---------- ---------- 

GSSG/ eq-GSH 0,365 0,291 ---------- ---------- 

TBARS (nmol/g) 20,1 ± 0,4 20,6 ± 1,6 8,9 ± 1,6 6,1 ± 0,9 

Hidroperóxidos lipídicos (µmol 

eq-cumeno/g) 

990 ± 154 694 ± 114 ---------- ---------- 

Ptns carboniladas (nmol/g) 98,2 ± 15,6 116,4 ± 12,8 99,4 ± 9,2 107 ± 17,1 

*Significativamente (p< 0,05) diferente dos animais estivantes. Quando mostrados, os valores são média ± erro 
padrão médio. As enzimas estão em unidades ou mili-unidades divididas por miligramas de proteínas. As 
medidas de GSH, GSSG e TBARS forma divididas por g de tecido fresco. 
 

Tabela 9. Respostas antioxidantes e danos oxidativos em Helix pomatia tórpidos e ativos no 
outono, retirado e modificado de Nowakowska et al., 2009a. 
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 Glândula digestiva Músculo do pé Nefrídio 

 Tórpido Ativo Tórpido Ativo Tórpido Ativo 

Cat (U/g) ~3,0 ~3,5 ~0,5 ~0,5 ~3,0 ~2,0 

GPx (µmol/g) ~0,10 ~0,10 ~0,30 ~0,30 ~0,15 ~0,20 

GR (µmol/g) ~0,005 ~0,016* ~0,010 ~0,020 ~0,017 ~0,012 

GST (µmol/g) ~3,5 ~0,9* ~0,7 ~1,2 ~3,5 ~3,6 

GSH (µmol/g) ~1,8 ~1,5 ~0,25 ~0,25 ~0,8 ~1,0 

TBARS 

(mmol/g) 

~0,040 ~0,065 ~0,045 ~0,060 ~0,065 ~0,035* 

*Significativamente (p< 0,05) diferente dos animais tórpidos. As enzimas estão divididas por gramas de 
proteínas e por minuto. As medidas de GSH estão dividas por grama de tecido fresco. As medidas de TBARS 
foram divididas por grama de proteína. 
 

Tabela 10. Respostas antioxidantes e danos oxidativos em Helix pomatia em vários estágios 
de hibernação (inverno), retirado e modificado de Nowakowska et al., 2009a. 
 
 Glândula digestiva Músculo do pé Nefrídio 

 Início Meio Fim Início Meio Fim Início Meio Fim 

Cat 

(U/g/min) 

~3,1 ~5,8* ~8,7*
a 

~0,4 ~0,9 ~1,5 ~2,8 ~7,0* ~8,5
a 

GPx(µmol 

/g) 

~0,11 ~0,10 ~0.19 ~0,09 ~0,3* ~0,37
a 

~0,18 ~0,25 ~0,32
a 

GR(µmol/g) ~0,005 ~0,017* ~0,015
a 

~0,011 ~0,018 ~0,016 ~0,016 ~0,02 ~0,022 

GST(µmol/

g) 

~3,4 ~7,0* ~7,2 ~2,8 ~4,6 ~1,7 ~3 ~4,1 ~3,6 

GSH 

(µmol/g) 

~1,7 ~1,8 ~2,0 ~0,25 ~0,3 ~0,4 ~0,75 ~0,80 ~0,70 

TBARS 

(mmol/g) 

~0,04 ~0,09 ~0,07 ~0,04 ~0,12* ~0,14
a 

~0,06 ~0,09 ~0,13
a 

*Significativamente (p< 0,05) diferente dos animais do estágio anterior. aSignificativamente (p< 0,05) diferente 
dos animais do início da hibernação. As enzimas estão divididas por gramas de proteínas e por minuto. As 
medidas de GSH estão dividas por grama de tecido fresco. As medidas de TBARS foram divididas por grama de 
proteína. 
 

Tabela 11. Respostas antioxidantes e danos oxidativos em Helix pomatia tórpidos e ativos na 
primavera, retirado e modificado de Nowakowska et al., 2009a. 
 
 Glândula digestiva Músculo do pé Nefrídio 

 Tórpido Ativo Tórpido Ativo Tórpido Ativo 

Cat (U/g) ~9,1 ~3,8* ~0,9 ~0,7 ~8,8 ~6,8* 

GPx (µmol/g) ~0,15 ~0,13 ~0,33 ~0,30 ~0,31 ~0,75* 
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GR (µmol/g) ~0,15 ~0,12 ~0,17 ~0,14 ~0,21 ~0,18 

GST (µmol/g) ~7,5 ~3,7* ~1,5 ~1,4 ~3,5 ~2,0 

GSH (µmol/g) ~1,75 ~1,9 ~0,4 ~0,35 ~0,8 ~0,45 

TBARS 

(mmol/g) 

~0,075 ~0,055 ~0,14 ~0,12 ~0,13 ~0,075 

*Significativamente (p< 0,05) diferente dos animais tórpidos. As enzimas estão divididas por gramas de 
proteínas e por minuto. As medidas de GSH estão dividas por grama de tecido fresco. As medidas de TBARS 
foram divididas por grama de proteína. 
 

Tabela 12. Respostas antioxidantes e danos oxidativos em Helix pomatia estivantes (21 dias) 
e acordados em laboratório, retirado e modificado de Nowakowska et al., 2009b. 
 

Glândula digestiva 

 Controle Estivante Acordado Acordado por 24 h 

Cat (U/g) ~6,5 ~2,0* ~3,5*
a 

~3,2* 

GPx (mmol/g) ~0,09 ~0,13 ~0,10 ~0,11 

GR (µmol/g) ~17 ~10 ~9 ~12 

GST (mmol/g) ~7,2 ~4 ~1,7*
a 

~3 

GSH (µmol/g) ~1,7 ~2,5 ~2,5 ~2,6 

TBARS (mmol/g) ~0,15 ~0,045* ~0,05 ~0,07 

Músculo do pé 

Cat (U/g) ~0,9 ~0,5 ~0,6 ~0,5 

GPx (mmol/g) ~0,1 ~0,09 ~0,11 ~0,04 

GR (µmol/g) ~21 ~21 ~22 ~26 

GST (mmol/g) ~2,5 ~0,7 ~1,4 ~1,7 

GSH (µmol/g) ~0,5 ~0,4 ~0,5 ~0,3 

TBARS (mmol/g) ~0,13 ~0,11 ~0,09 ~0,09 

Nefrídio 

 Controle Estivante Acordado Acordado por 24 h 

Cat (U/g) ~7,8 ~0,7* ~0,5* ~0,6* 

GPx (mmol/g) ~0,36 ~0,22 ~0,32
a 

~0,16
a 

GR (µmol/g) ~16 ~17 ~15 ~20 

GST (mmol/g) ~5 ~2,6 ~3 ~3,2 

GSH (µmol/g) ~0,6 ~0,8 ~0,9 ~1,8
b 

TBARS (mmol/g) ~0,09 ~0,09 ~0,05 ~0,075 

*Significativamente (p< 0,05) diferente dos animais controles. aSignificativamente (p< 0,05) diferente dos 
animais do grupo anterior. bSignificativamente (p< 0,05) diferente dos outros grupos. As enzimas estão divididas 
por gramas de proteínas e por minuto. As medidas de GSH e TBARS estão dividas por grama de tecido fresco. 
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Tabela 13. Respostas antioxidantes e conteúdo de GSH em Helix pomatia estivantes (21 dias) 
e acordados no campo, retirado e modificado de Nowakowska et al., 2010. 
 
 Glândula digestiva Nefrídio 

 Controle Estivante Acordado Controle Estivante Acordado 

GPx (mmol /g) ~0,022 ~0,032 ~0,029 ~0,023 ~0,025 ~0,020 

GR (µmol/g) ~15 ~4* ~15
a 

~4 ~3 ~12*
a 

GST (mmol/g) ~2,2 ~3,8* ~4,1* ~0,7 ~0,8 ~0,9 

GSH (µmol/g) ~3,5 ~2,8 ~3,6 ~1,1 ~0,9 ~1,2 

*Significativamente (p< 0,05) diferente dos animais controles. aSignificativamente (p< 0,05) diferente dos 
animais do grupo anterior. As enzimas estão divididas por gramas de proteínas e por minuto. As medidas de 
GSH estão dividas por grama de tecido fresco. 
 

Tabela 14. Respostas antioxidantes em Achatina fulica estivantes (28 dias) e acordados, 
retirado e modificado de Salway et al., 2010. 
 

Glândula digestiva 

 Ativo Estivante 4h de despertar 24 h de despertar 

Cat (nmol/min/mg) 859,5 ± 163,3 830, 3 ± 135 596,4 ± 90,8 573,4 ± 112,1 

Se-GPx (nmol/min/mg) 1012 ± 42,1 1003 ± 64,9 1156 ± 25,4*
a 

946,9 ± 46,4 

GR (nmol/min/mg) 36,07 ± 2,9 29,04 ± 2,5 29,61 ± 2,7 34,2 ± 4,4 

Mn SOD (U/mg) ~0,8 ~1,4 ~1,2 ~1,2 

CuZn SOD (U/mg) ~4,7 ~4,7 ~4,5 ~4,5 

Músculo do pé 

 Ativo Estivante 4h de despertar 24 h de despertar 

Cat(nmol/min/mg) ---------- ---------- ---------- ---------- 

Se-GPx (nmol/min/mg) 1531 ± 72,1 1477 ± 84,3 1590 ± 92,7 1864 ± 30,4*
a 

GR (nmol/min/mg) 9,27 ± 0,9 10,55 ± 1,2 14,7 ± 1,8*
b 

9,64 ± 0,4 

Mn SOD (U/mg) ~1 ~1,5 ~1 ~0,9 

CuZn SOD (U/mg) ~3,5 ~4
b 

~3 ~2,5 

Nefrídio 

 Ativo Estivante 4h de despertar 24 h de despertar 

Cat (nmol/min/mg) 1652 ± 163,3 1601 ± 129,2  1653 ± 90,8 1484 ± 99,5 

Se-GPx (nmol/min/mg) 982 ± 143,1 1287 ± 61,7 1061 ± 107 108 ± 110,1 

GR (nmol/min/mg) 28,7 ± 2,3 25,9 ± 2,7 25,8 ± 3,1 24 ± 2,1 

Mn SOD (U/mg) ~4 ~3 ~4,5 ~4 

CuZn SOD (U/mg) ~10 ~9 ~10 ~10 

Coração 

 Ativo Estivante 4h de despertar 24 h de despertar 
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Cat (nmol/min/mg) 6,97 ± 2,4 5,39 ± 0,6 5,86 ± 0,3 6,1 ± 1,6 

Se-GPx (nmol/min/mg) 2078 ± 48,9 2093 ± 73,1 2383 ± 12,3*
a 

2098 ± 118,7 

GR (nmol/min/mg) 8,26 ± 1,1 10,89 ± 1,1 12,08 ± 0,8*
b
 7,28 ± 0,2

 

Mn SOD (U/mg) ~15 ~17 ~16 ~14 

CuZn SOD (U/mg) ~5,5 ~9 ~9 ~6 

*Significativamente (p< 0,05) diferente dos animais ativos. aSignificativamente (p< 0,05) diferente dos animais 
estivantes. bSignificativamente (p< 0,05) diferente dos animais do grupo 24 h despertos. Quando mostrados, os 
valores são média ± erro padrão médio.  As enzimas estão divididas por miligramas de proteínas.  
 

 

Resumo geral 

 

O gastrópode terrestre Helix aspersa (Müller) é um herbívoro generalista, que habita 

a região mediterrânea. Os gastrópodes terrestres em geral entram em estados dormentes 

durante o seu ciclo de vida. A dormência é uma forma de inatividade associada a uma redução 

na taxa metabólica, sem grandes alterações no estado hídrico do animal (Withers & Cooper, 

2010). Os gastrópodes terrestres quando saem de um estado dormente podem apresentar um 

aumento na produção de espécies reativas de oxigênio (ROS) nas mitocôndrias (Turrens et al., 

1982) levando a um quadro de  possível estresse oxidativo (Hermes-Lima & Zenteno-Savin, 

2002). Cerca de 0,1% a 2% da respiração normal celular in vitro resulta em formação de 

ânion superóxido (Fridovich, 2004; Murphy, 2009; Hamanaka & Chandel, 2010). Muitos 

estudos apontam para um aumento na produção de ROS (Duranteau et al., 1998; Chandel et 

al., 1998; Wood et al., 1999; Killilea et al., 2000) durante a hipóxia. O estresse oxidativo é 

definido como o desequilíbrio no balanço entre agentes pró-oxidantes e agentes antioxidantes, 

em favor dos pró-oxidantes, levando a uma perturbação na sinalização e no controle redox 

e/ou dano molecular (Sies & Jones, 2007). A GSH é o principal grupo sulfidrila não proteico 

encontrado em células de mamíferos. Esta normalmente em uma concentração de 1 a 10 mM, 

enquanto a GSSG é encontrada em uma concentração de 10 a 100 vezes menor (Rossi et al., 

1995; Griffith, 1999). A GSH atua desativando radicais livres, preservando o status redox 

celular e defendendo o organismo contra xenobióticos (Meister, 1995a). A ativação do 

sistema de defesa antioxidante, incluindo aumento da atividade de enzimas antioxidantes, 

durante situações de depressão metabólica foi chamada de “preparo para o estresse oxidativo” 

(Hermes-Lima et al., 1998). Esta ativação protege o organismo durante o hipometabolismo e 

durante a reoxigenação/despertar de um possível estresse oxidativo. 
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Os objetivos deste estudo foram: analisar as possíveis respostas durante um ciclo de 

anoxia e reoxigenação do sistema de defesa antioxidante de Helix aspersa com níveis 

reduzidos de glutationa total (eq-GSH); e examinar a liberação de ROS em mitocôndrias 

isoladas de Helix aspersa em estivação. O metabolismo de GSH mostrou-se em nosso estudo 

como importante fator na manutenção do equilíbrio redox de Helix aspersa durante a anoxia e 

reoxigenação, lidando com um provável aumento de produção de ROS durante a 

reoxigenação. E durante a estivação, foi demonstrado que as mitocôndrias de glândula 

digestiva de Helix aspersa liberam mais H2O2 in vitro. Este aumento na liberação de ROS na 

mitocôndria pode estar relacionado com a indução de respostas antioxidantes, que ocorrem 

durante a estivação em gastrópodes terrestres em diversos estudos (Hermes-Lima & Storey, 

1995; Ramos-Vasconcelos & Hermes-Lima, 2003; Ramos-Vasconcelos et al., 2005).  

 

Abstract 

 

The gastropod Helix aspersa (Müller) is a generalist herbivore that inhabits the 

Mediterranean region. The terrestrial gastropods generally go into dormant states during their 

life cycle. Dormancy is a form of inactivity associated with a reduction in metabolic rate, 

without major changes in the water status of the animal (Withers & Cooper, 2010). The 

terrestrial gastropods when they leave a dormant state may experience an increased 

production of reactive oxygen species (ROS) in mitochondria (Turrens et al., 1982) leading to 

a potential oxidative stress (Hermes-Lima & Zenteno-Savin, 2002). About 0.1% to 2% of the 

normal cellular respiration in vitro results in formation of superoxide anion (Fridovich, 2004; 

Murphy, 2009; Hamanaka & Chandel, 2010). Many studies point to an increased production 

of ROS (Duranteau et al. 1998; Chandel et al., 1998, Wood et al. 1999; Killilea et al., 2000) 

during hypoxia. Oxidative stress is defined as the imbalance between pro-oxidant agents and 

antioxidants in favor of pro-oxidants, leading to a disruption of redox signaling and redox 

control and/or molecular damages (Sies & Jones, 2007). GSH is the main non-protein 

sulfhydryl group found in mammalian cells. It´s usually in a concentration of 1 to 10 mM, 

whereas GSSG is found at a concentration of 10 to 100 times lower (Rossi et al. 1995; 

Griffith, 1999). GSH acts by disabling free radicals, maintaining the cellular redox status and 

defending the body against xenobiotics (Meister, 1995a). The activation of the antioxidant 

defense system, including increased activity of antioxidant enzymes, during situations of 

metabolic depression is called "preparation for oxidative stress (Hermes-Lima et al., 1998). 
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This activation protects the body during hypometabolism and during recovery of a possible 

situation of oxidative stress. The objectives of this study were: to analyze the possible 

response during a cycle of anoxia and reoxygenation of the antioxidant defense system of 

Helix aspersa with reduced levels of total glutathione (GSH-eq) and to examine the release of 

ROS in isolated mitochondria from Helix aspersa in aestivation. The metabolism of GSH 

presented itself in our study as an important factor in maintaining the redox balance of Helix 

aspersa during anoxia and reoxygenation, dealing with a probable increase in ROS 

production during reoxygenation. And during aestivation, it was demonstrated that the 

digestive gland mitochondria of Helix aspersa released more H2O2 in vitro. This increased 

release of ROS in mitochondria may be related to induction of antioxidant responses that 

occur during aestivation in terrestrial gastropods in several studies (Hermes-Lima & Storey, 

1995; Ramos-Vasconcelos & Hermes-Lima, 2003, Ramos- Vasconcelos et al., 2005). 
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