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Resumo 

Nos anfíbios, a flexibilidade dos mecanismos fisiológicos envolvidos na resposta a 

mudanças na temperatura determina a sua sobrevivência aos desafios ambientais. 

Entretanto, a previsibilidade dos efeitos do aquecimento global nos anfíbios ainda 

é alvo de controvérsia. Muitos estudos analisaram os efeitos de altas temperaturas 

em regime constante, condição distinta da variação cíclica que ocorre no ambiente 

natural. O objetivo do presente estudo foi investigar os efeitos de altas 

temperaturas sobre a capacidade metabólica de órgãos e tecidos da rã 

L. catesbeianus, comparando-se o regime constante ao regime com termociclo 

diário. Rãs macho (massa corpórea= 176 ± 23 g) foram mantidas isoladas em um 

sistema de recirculação de água e alimentadas com ração para peixe e baratas 

vivas. As rãs foram mantidas em temperatura constante de 23 °C por 7 dias; após, 

um grupo foi morto por decapitação (T23; n= 6) e as restantes foram expostas à 

30 °C (T30; n= 9) ou a temperaturas diárias variando de 25 a 30°C (T25-30; n= 9) 

por 20 dias e então foram mortas. A massa dos órgãos foi medida e o teor de 

substratos energéticos e a atividade máxima (Vmax) de enzimas foram analisados 

em amostras de tecidos. O teor lipídico foi analisado por gravimetria e o teor de 

glicogênio e a Vmax de enzimas foram medidos por espectrofotometria à 23 e à 

30 °C. A massa corpórea e a massa relativa do ventrículo cardíaco, do fígado e 

dos corpos gordurosos não diferem entre os grupos, porém, a massa relativa do 

intestino médio e dos rins é menor nos grupos T30 e T25-30 em relação ao T23, 

sugerindo um efeito de altas temperaturas no metabolismo proteico destes tecidos.  

O teor lipídico do músculo esquelético e do fígado não difere entre os grupos, 

porém, a concentração de glicogênio é menor no músculo esquelético do T25-30 

e maior no fígado do T30. No músculo esquelético, a Vmax da GPtotal não difere 

entre os grupos e a Vmax da PK e LDH é maior no T30.  No fígado, a Vmax da 

GPtotal, LDH e HOAD não difere entre os grupos, porém a Vmax da GPa e da PK 

é menor no T30. Destaca-se, ainda, a menor Vmax da CS no coração das rãs T30 

e no fígado das rãs T30 e T25-30. Não há evidências de alteração da sensibilidade 

térmica das enzimas (Q10) nos ensaios realizados à 23 e 30 °C. Os dados indicam 

aumento do catabolismo de carboidratos e do uso de glicose como fonte de energia 

no músculo esquelético em repouso; em contraste, indicam inibição da 

glicogenólise e acúmulo de carboidratos no fígado das rãs expostas a altas 

temperaturas. Assim, dada a reduzida capacidade aeróbia das rãs em temperatura 

elevada, os carboidratos possivelmente desempenham um importante papel na 

tolerância térmica. No longo prazo, a redução do potencial de fosforilação oxidativa 

do coração e do fígado em altas temperaturas pode causar prejuízos a processos 

e funções vitais. 

 

Palavras-chave: Aquecimento global, Anfíbios, Metabolismo energético, Atividade 
enzimática, Capacidade aeróbia. 

  



 

  



 
 

Abstract 

In amphibians, the flexibility of physiological mechanisms involved in the response to 

changes of temperature determines their survival to environmental challenges. 

However, the predictability of the effects of global warming on amphibians is still 

controversial. Many studies have analyzed the effects of high temperature under 

constant regimen, a condition which differs from the cyclical variation that occurs in the 

natural environment. The present study aimed to investigate the effects of high 

temperature on the metabolic capacity of organs and tissues of L. catesbeianus frogs 

under constant and cyclic regimens. Juvenile male frogs (body mass = 176 ± 23 g) 

were kept isolated in a water recirculation system and were fed with fish food and live 

cockroaches. Frogs were kept at 23 °C for 7 days; after, one group was killed by 

decapitation (T23; n= 6), and the remaining frogs were exposed to constant 30 °C 

(T30; n= 9) or to temperatures ranging daily from 25 to 30 °C (T25-30; n= 9), for 20 

days, and then were killed. The organs mass was measured, and the content of energy 

substrates and maximum enzymes activity (Vmax) were analyzed in tissue samples. 

The lipid content was analyzed by gravimetry, and the glycogen content and the Vmax 

of enzymes were measured by spectrophotometry at 23 °C and 30 °C. The body mass 

and the relative mass of the cardiac ventricle, liver and fat bodies do not differ between 

groups, however the relative mass of the midgut and kidneys is lower in T30 and T25-

30 compared to T23, suggesting an effect of elevated temperatures on the protein 

metabolism in these tissues. The lipid content of skeletal muscle and liver does not 

differ between groups, however glycogen concentration is lower in skeletal muscle of 

T25-30 and higher in liver of T30 frogs. In skeletal muscle, Vmax of GPtotal does not 

differ between groups, whereas Vmax of PK and LDH is higher in T30. In the liver, 

Vmax of GPtotal, LDH and HOAD is similar between groups, however Vmax of GPa 

and PK is lower in T30 frogs. Noteworthy, Vmax of CS is lower in the heart of T30 and 

in the liver of 30 and T25-30 groups of frogs. There is no evidence of changes of 

thermal sensitivity of enzymes (Q10) in the assays performed at 23 and 30 °C. The 

data indicate an increase of carbohydrate catabolism and glucose use as energy 

source in the muscle at rest; in contrast, they indicate inhibition of glycogenolysis and 

accumulation of carbohydrates in the liver of frogs exposed to high temperatures. Thus, 

given the reduced aerobic capacity of frogs at elevated temperatures, carbohydrates 

possibly play an important role in thermal tolerance. However, the reduced oxidative 

phosphorylation potential of heart and liver tissues under high temperatures can impair 

vital processes and functions in the long term. 

 

 

Key-words:  Global warming, Amphibians, Energy metabolism, Enzyme activity, 

Aerobic capacity 
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1. INTRODUÇÃO 

 

As mudanças climáticas têm causado um aumento da temperatura ambiental e 

da frequência com que ocorrem eventos térmicos extremos, portanto, os organismos 

estão cada vez mais sujeitos a vivenciar temperaturas que ultrapassam os limites 

fisiológicos (DIFFENBAUGH; FIELD, 2013; SUNDAY; BATES; DULVY, 2012). As 

mudanças climáticas afetam diretamente a fisiologia e o desempenho individual, 

especialmente nos animais ectotérmicos, cuja temperatura corporal é em grande parte 

determinada pela temperatura ambiental (HOCHACHKA; SOMERO, 2002). 

Entretanto, no longo prazo, os ectotermos possuem a capacidade de alterar de forma 

flexível os processos bioquímicos que respondem a mudanças da temperatura 

ambiental (plasticidade fenotípica), o que, por sua vez, determina a capacidade destes 

animais de se adequar às mudanças (ANGILLETTA, 2009; JOHNSTON; TEMPLE, 

2002; SEEBACHER; WHITE; FRANKLIN, 2015; WILSON; FRANKLIN, 2002). Apesar 

da sua importância, a plasticidade fenotípica raramente é levada em conta nos 

cálculos de risco do superaquecimento para populações que vivem em diferentes 

habitats ou para diferentes grupos taxonômicos (DUARTE et al., 2012). Embora o 

número de espécies estudadas seja reduzido, as evidências indicam que o risco de 

superaquecimento será pouco diminuído pela aclimatação nos ectotermos, mesmo 

nos grupos mais plásticos (GUNDERSON; STILLMAN, 2015). 

Nos vertebrados, a percepção do estresse ocorre inicialmente no sistema nervoso 

central e os hormônios do eixo neuroendócrino do estresse são os principais 

mediadores das respostas fisiológicas e comportamentais (DENVER, 2009). Em 

resposta aos estressores, o sistema nervoso simpático estimula a síntese das 

catecolaminas (epinefrina e norepinefrina) que são secretadas pelas células cromafins 

da glândula interrenal dos anfíbios (HERMAN, 1977). Além disso, nos anfíbios 

também ocorre ativação do eixo hipotálamo-hipófise-interrenal (HPI; homólogo ao eixo 

HPA de mamíferos e aves), responsável pela mediação da resposta do animal ao seu 

ambiente. Após a percepção do agente estressor, o hipotálamo produz o hormônio 

liberador de corticotrofina, que estimula a hipófise a produzir o hormônio corticotrofina. 

Por sua vez, a corticotrofina atua nas células do córtex da glândula interrenal, onde 

estimula a produção de hormônio corticosteroide (CORT) nas células 
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esteroidogênicas, e esse hormônio liga-se ao receptor nos tecidos e ativa uma cascata 

de mudanças fisiológicas e comportamentais (DE ANDRADE; BEVIER; DE 

CARVALHO, 2016; ROLLINS-SMITH, 2017; SAPOLSKY; ROMERO; MUNCK, 2000; 

SOPINKA et al., 2015). Desse modo, o estresse agudo pode desencadear inúmeros 

efeitos mediados por hormônios, tais como maior mobilização de energia para a 

atividade muscular, melhora no suprimento de substratos para o músculo através do 

tônus cardiovascular aumentado, ativação da função imune, inibição da reprodução, 

diminuição do apetite e da ingestão de alimento, aumento da perfusão e da utilização 

de glicose no cérebro, dentre outros (SAPOLSKY; ROMERO; MUNCK, 2000). Os 

efeitos podem ser sustentados por um curto espaço de tempo, porém, a longo prazo 

eles podem resultar em dificuldades de recuperação pós-estresse ou mesmo na morte 

do animal (MOBERG; MENCH, 2000). Em anfíbios, a exposição crônica ou repetida a 

altas temperaturas pode levar ao aumento da linha de base da corticosterona ou à 

redução da magnitude de resposta ao hormônio, evidenciando um papel do eixo HPI 

na resposta ao estresse térmico (NARAYAN; HERO, 2014).  

Os efeitos deletérios causados por altas temperaturas podem ocorrer em 

diferentes níveis de organização e, de um modo geral, funções sistêmicas são 

prejudicadas em temperaturas abaixo daquelas que afetam diretamente o 

desempenho de seus componentes subcelulares (PÖRTNER et al., 2006). Pörtner e 

colaboradores formularam uma hipótese para explicar o modo como a elevação da 

temperatura afeta os organismos aquáticos, inicialmente proposta para peixes, a qual 

se baseia no conceito de tolerância térmica limitada por oxigênio e por capacidade 

(OCLTT - Oxygen- and Capacity-Limited Thermal Tolerance). De acordo com este 

conceito, a demanda de oxigênio para o metabolismo aeróbico em altas temperaturas 

supera a capacidade dos sistemas cardiovascular e respiratório de fornecer oxigênio 

aos tecidos (PÖRTNER, 2002; PÖRTNER; BOCK; MARK, 2017; PÖRTNER; KNUST, 

2007). O aumento da demanda de oxigênio e energia em altas temperaturas ocorre 

devido ao efeito cinético sobre as taxas de reações químicas, medido pelo coeficiente 

Q10, e também devido às respostas de restauração da homeostase celular durante e 

após o estresse térmico (KÜLTZ, 2005). Esse aumento na demanda por oxigênio 

geralmente causa uma diminuição no escopo aeróbio do organismo e, portanto, a 

capacidade de aclimatação pode ser essencial para que o organismo mantenha o 

desempenho fisiológico diante de mudanças da temperatura ambiental (SOMERO, 

2010).  
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A teoria OCLTT foi proposta originalmente para ectotermos aquáticos  e 

estudos realizados posteriormente mostraram que a mesma não se aplica a alguns 

anfíbios adultos e aos grupos taxonômicos terrestres (GANGLOFF; TELEMECO, 

2018).  Por exemplo, o consumo de oxigênio, a saturação de oxigênio arterial e a 

concentração de hemoglobina não se alteram no sapo Rhinella marina aclimatado a 

temperaturas próximas da crítica máxima (OVERGAARD et al., 2012; SEEBACHER; 

FRANKLIN, 2011; WINWOOD-SMITH et al., 2015). Recentemente, Gangloff e 

Telemeco (2018)  propuseram uma hipótese integrativa, baseada no conceito de 

mecanismos hierárquicos de limitação térmica (HMTL – Hierarchical Mechanisms of 

Thermal Limitation), o qual incorpora a ideia de que a capacidade de difusão e 

transporte de oxigênio definem o escopo aeróbico em temperaturas abaixo do valor 

crítico e, ao mesmo tempo, reconhece a importância dos mecanismos subcelulares 

como determinantes de limites térmicos absolutos, tais como a temperatura crítica 

máxima e a temperatura letal. O comprometimento no nível subcelular resulta tanto 

da desnaturação de moléculas-chave, como enzimas e membranas celulares, quanto 

da redução da eficiência dessas moléculas para o desempenho de suas funções 

(Revisão em ANGILLETTA, 2009; CHUNG; SCHULTE, 2015; HOCHACHKA; 

SOMERO, 2002). Esse comprometimento, por sua vez, resulta na falha de funções 

que ocorrem em níveis de organização mais elevados e levaria a uma rápida perda 

de desempenho. Nesse contexto, pesquisas que analisem os efeitos de altas 

temperaturas em processos que ocorrem em diferentes tecidos e diferentes níveis de 

organização são de grande importância para expandir esta discussão. 

 Muitos estudos sobre os efeitos da temperatura em ectotermos utilizam 

temperaturas constantes, condição distinta das variações observadas no ambiente 

natural e que pode não responder com precisão à questão sobre como estes animais 

se adaptam à temperatura na natureza (CAREY, 1979; MORASH et al., 2018). 

Bartheld e colaboradores (2017) observaram que girinos aclimatados à temperatura 

fixa de 20 °C, frequente no ambiente natural desses animais, exibem uma curva de 

desempenho na natação elevada em relação a girinos aclimatados a mesma 

temperatura com uma variação de 1,5 °C. Tendo em vista esse cenário, um número 

crescente de estudos tem utilizado protocolos com variação térmica diária para 

analisar os efeitos de temperaturas elevadas em relação ao regime constante e os 

padrões de resposta encontrados são, em geral, contrastantes. Alguns autores 

reportaram um maior aumento da demanda metabólica em resposta a temperaturas 
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elevadas no regime cíclico em relação ao regime constante e sugeriram que o maior 

gasto energético no regime cíclico  poderia afetar negativamente o desempenho, 

incluindo o crescimento, o desenvolvimento, a atividade de enzimas metabólicas e o 

forrageio ou a fuga de predadores (ARRIGHI et al., 2013; BOZINOVIC et al., 2013; 

DONG et al., 2006; DU; FENG, 2008; KERN; CRAMP; FRANKLIN, 2015; RAYNAL et 

al., 2022; WILLIAMS et al., 2012). De outro modo, alguns autores reportaram uma 

melhora do desempenho no regime cíclico, como um maior crescimento populacional, 

uma maior taxa de desenvolvimento e um maior tamanho corporal (BOZINOVIC et al., 

2011; DONG et al., 2006; KINGSOLVER; RAGLAND; DIAMOND, 2009). Estes 

padrões distintos podem ser explicados, em grande parte,  pelo fato de que a curva 

de desempenho é uma função não linear da temperatura e esta propriedade  resulta 

no efeito conhecido como desigualdade de Jansen (Revisão em DENNY, 2017). De 

acordo com este efeito, a média do desempenho de animais expostos a temperaturas 

variáveis é diferente do desempenho de animais expostos a uma temperatura 

intermediária e ambos diferem do desempenho na temperatura mais alta do ciclo. 

Além disso, as diferenças dependem de onde a temperatura média se situa em 

relação à temperatura crítica (RUEL; AYRES, 1999) e a faixa de variação da 

temperatura do regime cíclico. Em girinos, a exposição crônica a um regime cíclico de 

temperaturas que ocorrem no ambiente natural resultou em aumento de atividade de 

enzimas metabólicas, porém, o efeito oposto foi observado quando as temperaturas 

eram próximas do limite térmico dos animais (KERN; CRAMP; FRANKLIN, 2015).  

 Outro fator que contribui para os diferentes padrões de resposta à temperatura 

em regime cíclico e constante é o tempo de exposição. Em peixes, por exemplo, a 

exposição de curto prazo (menos de 5 dias) a temperaturas elevadas no regime cíclico 

induziu uma resposta catabólica, como seria de esperar durante períodos de estresse; 

porém, à medida que os ciclos térmicos se repetiram ao longo dos dias, processos de 

custo energético elevado, como a síntese proteica, foram reativados e os estoques de 

energia recuperados (CALLAGHAN et al., 2016). Segundo os autores, os peixes foram 

capazes de remodelar o seu metabolismo em antecipação ao estresse ambiental mais 

prolongado. Em síntese, diferenças metodológicas influenciam as conclusões dos 

estudos sobre a capacidade de manutenção da homeostase diante do estresse 

térmico (Revisão em ØRSTED; JØRGENSEN; OVERGAARD, 2022).  

Além de diferenças metodológicas, diferenças interespecíficas influenciam as 

conclusões em estudos que analisam os efeitos das mudanças climáticas. Estudos 
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sugerem, por exemplo, que ectotermos de regiões tropicais são mais vulneráveis ao 

aquecimento, pelo fato de que a plasticidade na tolerância térmica diminui conforme 

diminuem a latitude e a sazonalidade térmica (HUEY et al., 2009; BOZINOVIC, 2011); 

outros sugerem que a plasticidade é menor em animais que vivem em ambientes 

extremos e possuem alta tolerância térmica (SOMERO, 2010; STILLMAN, 2003).  

Recentemente, modelos matemáticos têm sido utilizados para prever os efeitos do 

aquecimento global sobre a distribuição e sobrevivência das espécies (DILLON; 

WANG; HUEY, 2010; HUEY et al., 2012). Apesar dos dados sobre os anfíbios ainda 

serem escassos para prever padrões dos efeitos do aquecimento global  

(SEEBACHER; WHITE; FRANKLIN, 2015), estudos indicam uma tendência deste 

grupo taxonômico ao declínio e à extinção (BLAUSTEIN et al., 2012; WAKE; 

VREDENBURG, 2008). Por outro lado, espécies de anfíbios invasoras e que 

apresentam uma alta taxa de sucesso na ocupação de novos ambientes são exemplos 

de como a plasticidade fenotípica frente às mudanças ambientais favorecem o 

crescimento, a reprodução e outras funções vitais (KAEFER; BOELTER; CECHIN, 

2007; SEEBACHER; FRANKLIN, 2011; WAKE; VREDENBURG, 2008). Em 1935, 300 

casais de rãs-touro (Lithobates catesbeianus) do Canadá foram introduzidos no Brasil 

no ranário Aurora, localizado no estado do Rio de Janeiro, na época o maior ranário 

da América do Sul (FERREIRA; PIMENTA; NETO, 2002). As condições tropicais e 

subtropicais favoreceram esta espécie, que apresenta um desempenho metabólico 

melhorado devido às temperaturas ambientais mais altas(CUNHA; DELARIVA, 2009). 

Nestas condições, o alto potencial invasor da espécie provavelmente está associado 

a características reprodutivas como desenvolvimento contínuo de gônadas, período 

de reprodução prolongado, alta fecundidade e maturidade sexual precoce (KAEFER; 

BOELTER; CECHIN, 2007). Desse modo, estudos sobre os efeitos de altas 

temperaturas associadas à variação térmica diária podem contribuir para o 

entendimento das consequências das mudanças ambientais nessas rãs invasoras e 

nos anfíbios de um modo geral.  

No presente estudo, nós analisamos os efeitos da exposição crônica a altas 

temperaturas sobre o metabolismo energético de tecidos da rã-touro Lithobates 

catesbeianus, comparando-se rãs expostas a três regimes térmicos distintos: 23 °C 

constante (T23), 30 °C constante (T30), e termociclo diário com temperaturas variando 

entre 25 e 30 °C (T25-30). Considerando a relativa estabilidade térmica no ambiente 

em que L. catesbeianus é cultivada, com média diária em torno de 22 °C no verão 
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(Figura 1), nós hipotetizamos que a exposição à 30 °C em regime constante ou cíclico 

aumentará a demanda metabólica e, consequentemente, haverá aumento da ingestão 

de alimento, diminuição do teor de substratos armazenados e aumento da atividade 

das enzimas metabólicas nos tecidos das rãs. Adicionalmente, nós formulamos a 

hipótese de que os efeitos no regime cíclico seriam mais severos e possivelmente 

distintos em relação ao regime constante. Esta hipótese de diferença entre os regimes 

baseia-se na premissa de que, no regime cíclico, a amplitude de variação térmica 

diária corresponderia a uma condição de estresse agudo que se repete ao longo dos 

dias, retardando respostas de aclimatação. 
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2. MATERIAIS E MÉTODOS 

2.1. Animal experimental   

Indivíduos machos adultos da rã-touro Lithobates catesbeianus (n= 24) foram 

adquiridos do ranário Rãs’ World, localizado na cidade de São Paulo (23º28'5.945"S, 

46º41'59.402"O), em janeiro de 2020. As rãs foram transportadas até o laboratório e 

alojadas em uma caixa plástica de 150 litros, contendo pedras e um volume de água 

sem cloro correspondente a uma coluna de aproximadamente 8 cm de altura, onde 

foram mantidas à 22 °C e fotoperíodo natural, durante 24 horas. Esta etapa teve o 

objetivo de reduzir o conteúdo de alimento e fezes no trato digestório das rãs, e de 

reduzir o estresse causado pelo transporte. Em seguida, as rãs foram pesadas e 

alojadas individualmente no sistema de circulação de água, que será descrito no 

próximo item. 

A temperatura da água no ranário onde as rãs L. catesbeianus foram cultivadas 

foi registrada durante um mês no verão, usando um ‘data logger’ (HOBO Pendant® 

UA-001-64), obtendo-se valores de referência da temperatura no ambiente natural das 

rãs. Conforme ilustrado na Figura 1, a média diária no período foi de 21,6  1,9 °C, 

sendo que a menor e a maior média de temperatura registradas em 24h foram 

20,3 ± 1,4 °C (às 8h) e 23,2 ± 2,1 °C (às 18h), respectivamente.  

 

Figura 1 - Variação diária da temperatura da água no ranário em que as rãs L. catesbeianus 
foram cultivadas. Os dados foram coletados durante 30 dias, a intervalos de meia hora, em 
fevereiro de 2020. Os pontos representam a média das temperaturas registradas em cada 
horário, as caixas em cinza representam o DP e as linhas acima e abaixo das caixas 
representam a temperatura máxima e mínima registradas em cada horário. As linhas 
tracejadas indicam a temperatura máxima e mínima ao longo de todo o período. 
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2.2. Sistema termostático de circulação de água  

2.2.1. Instalação hidráulica e equipamentos  

O sistema termostático de circulação de água utilizado no presente estudo foi 

construído no biotério do Departamento de Fisiologia do Instituto de Biociências da 

Universidade de São Paulo (IB-USP), em parceria com Gabriel Massami Izumi de 

Freitas, pós-graduando do Departamento de Zoologia, IB-USP. A estrutura de apoio 

do sistema é composta de duas estantes de madeira, cada uma com dois andares: 

a Estante 1, medindo 2,45 m de comprimento e 1,80 m de altura, com capacidade 

para alojar 14 rãs, e a Estante 2, medindo 1,80 m de comprimento e 1,80 m de altura, 

com capacidade para alojar 10 rãs (Fig. 2). A água circula no sistema através de canos 

e registros de PVC, mangueiras de silicone e baldes instalados nas prateleiras das 

estantes. Adicionalmente, a água circula através de dois reservatórios de 

100 - 150 litros apoiados no piso, embaixo das estantes, um deles contendo uma 

bomba submersa (Sunsun JEP-8000, 8000L/h e Sarlobetter SB2700, 2740L/h) e um 

aquecedor com termostato, e o outro contendo os elementos de filtragem da água 

(ver detalhes abaixo). A água filtrada e na temperatura adequada é bombeada do 

reservatório em direção ao topo da estante, onde o excesso de fluxo é dissipado 

através de um ‘ladrão’, e então a água se distribui para os dois andares por gravidade. 

O fluxo de água é regulado na entrada de cada balde com o auxílio de válvulas e 

torneiras, mantendo-se em torno de 600 ml por minuto. Uma torneira instalada nos 

baldes, a uma altura de 8cm em relação ao fundo, permite a contínua vazão de água 

e a manutenção de um volume de aproximadamente 5,7L no seu interior (Fig. 2). A 

água que escoa dos baldes é drenada por uma calha até o reservatório que contém 

os elementos filtrantes e, após a filtragem, chega ao reservatório contendo a bomba 

que promove a recirculação da água.  

A luminosidade da sala de experimentos é proporcionada por uma combinação 

de luz natural, que penetra através das janelas, e luz artificial proveniente de duas 

lâmpadas vermelhas (Fig. 3). As lâmpadas vermelhas permanecem acesas de dia e 

à noite, possibilitando a realização de atividades noturnas como a inspeção e 

alimentação dos animais e filmagens destinadas a um estudo paralelo, sobre o 

comportamento das rãs.  
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Figura 2 - Esquema geral de uma estante com o sistema termostático de circulação de água, 
mostrando a disposição dos equipamentos e acessórios (ver texto para detalhes). 
1- Reservatório com aquecedor e bomba submersa; 2- Baldes de manutenção das rãs; 
3- Calha e tubos de escoamento da água dos baldes; 4- Reservatório com elementos de 
filtragem (filtro mecânico, biológico e químico; ver texto para detalhes); 5- Filtro U.V. 

Figura 3 - Imagens fotográficas de uma estante com o sistema termostático de circulação de 
água.  À esquerda, detalhe da luminosidade da sala no período diurno, proporcionada por luz 
natural e por duas lâmpadas vermelhas; à direita, detalhe da luminosidade no período noturno, 
proporcionada apenas pelas lâmpadas vermelhas. 
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Os baldes utilizados para alojar as rãs são de plástico branco opaco e medem 

37 cm de altura e 30 cm de diâmetro e volume de 20 litros (Fig. 4). Os baldes são 

fechados por uma tampa que possui um orifício coberto por tela removível, 

possibilitando a alimentação e inspeção das rãs. A água ingressa no balde através de 

uma mangueira que se estende até o fundo, causando mínima turbulência, e escoa 

através de uma torneira instalada a uma altura de cerca de 8 cm em relação ao fundo. 

Um conjunto de válvulas e torneiras permite que cada balde seja desconectado sem 

que haja interrupção do fluxo de água no restante do sistema. Um pote plástico 

transparente e redondo, medindo 13,5 cm de diâmetro e 7 cm de altura (Helsimplast), 

foi colado ao fundo de cada balde na posição invertida e serve como plataforma de 

apoio para a rã permanecer fora da água. Uma abertura feita na lateral do pote permite 

que a rã o utilize como um abrigo quando submersa. Assim, a rã pode alternar entre 

diferentes microambientes no interior do balde: submersão total na água, submersão 

parcial na água e emersão na plataforma. 

A água que circula no sistema é naturalmente poluída por excretas e fezes que 

podem ocasionar o crescimento de fungos e bactérias patogênicos. Sendo assim, a 

limpeza da água é feita continuamente durante a sua passagem por um reservatório 

contendo diversos elementos filtrantes, como a seguir. Primeiro, a água flui através de 

um filtro mecânico constituído de manta acrílica, para a retenção de material 

particulado. Em seguida, a água percorre um filtro biológico constituído de mídia 

filtrante K1 (Ocean Tech, Professional Aquarium), que proporciona ótimas condições 

para o crescimento de bactérias que removem amônia e nitrito da água. A cultura 

destas bactérias tem início uma semana antes da introdução das rãs no sistema e é 

mantida ao longo do experimento com a adição de anticloro condicionador Prime 

(Seachem Stability) e acelerador biológico para aquário (Seachem Stability), de 

acordo com as especificações do fabricante. Por último, a água passa pelo filtro 

químico constituído de carvão ativado, cuja função é adsorver moléculas poluentes 

carregadas negativamente. Além destes, um filtro ultravioleta (Ace Pet) foi utilizado 

alternadamente nas duas estantes para auxiliar no controle do crescimento de micro-

organismos patogênicos e, a cada semana, foi feita a troca de cerca de 2/3 do volume 

de água do sistema. 
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2.2.2. Controle e registro de temperatura  

A temperatura da água no sistema é controlada por termostatos de aquário 

(HOPAR® H-606; ATMAN® AT-100W), os quais são conectados diretamente à rede 

Figura 4 - Acima, esquema representativo do balde utilizado para alojar as rãs no sistema de 
circulação de água, com destaque para a vista superior da tampa do balde. Abaixo à 
esquerda, foto com vista superior de uma rã parcialmente submersa na água no interior do 
balde, e à direita, foto com vista superior de uma rã totalmente exposta ao ar em cima do pote 
que serve como plataforma de emersão. 
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elétrica ou através de temporizadores de tomada programáveis (KIENZLE 

Eológica-400, KEY WEST DNI6601). As temperaturas usadas para configuração dos 

termostatos no início dos experimentos situam-se entre um patamar mais baixo, 

próximo às condições do ranário (23 °C) e um patamar mais alto (30 °C). Na Estante 1, 

os aquecedores permaneceram ligados continuamente; na Estante 2, o temporizador 

foi configurado para ligar o aquecedor no início da manhã (6h) e desligar ao final da 

tarde (18h), resultando numa variação cíclica da temperatura da água e do ar no 

interior dos baldes em associação ao fotoperíodo diário. Um aparelho de 

ar-condicionado permaneceu ligado para resfriar o ar da sala e auxiliar na queda 

passiva da temperatura da água no período noturno. Adicionalmente, as estantes 

foram revestidas com plástico-bolha durante os experimentos para permitir algum grau 

de isolamento térmico e a manutenção do regime de temperatura específico de cada 

estante.  

 No decorrer dos experimentos, a temperatura da água e do ar em cada estante 

foi medida continuamente por meio de termômetros digitais Maxim (modelo 

DS18B20), posicionados do seguinte modo: um sensor imerso na água do 

reservatório com o aquecedor (Fig. 2, item 1) e dois sensores no interior de um balde 

de cada prateleira da estante, um imerso na água e outro suspenso no ar próximo à 

superfície da plataforma de emersão.  As medições feitas pelos cinco sensores foram 

registradas por meio de uma placa Arduíno conectada a um cartão SD, onde os dados 

foram armazenados. Adicionalmente, medidas de temperatura da água e do ar foram 

feitas esporadicamente com um termômetro de mercúrio para verificação e correção 

de eventuais desvios causados por ruído ou falha nos componentes eletrônicos. 

2.3.  Regimes térmicos e protocolo experimental 

Após o período de aclimatação ao laboratório, as rãs alojadas nas Estantes 1 

e 2 (n= 24) foram inicialmente expostas a temperaturas baixas e constantes, em torno 

de 23 °C, durante sete dias (Fig. 5). Ao final da exposição, uma parte das rãs (n= 6) 

foi morta para coleta de amostras de tecidos representativas do regime térmico 

denominado T23. Em seguida, as rãs da Estante 1 (n= 9) foram expostas a 

temperaturas altas e constantes, em torno de 30 °C, durante 20 dias, ao mesmo tempo 

que as rãs da Estante 2 (n= 9) foram expostas a um regime cíclico de temperatura, 

com mínima em torno de 25 e máxima em torno de 30 °C, associado ao fotoperíodo 
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diário (Fig. 5). Ao final da exposição, as rãs foram mortas para coleta de amostras de 

tecidos representativas dos regimes térmicos denominados T30 e T25-30, 

respectivamente. 

As temperaturas da água e do ar registradas durante a exposição das rãs aos 

regimes térmicos T23, T30 e T25-30 estão descritas na Tabela 1 e na Figura 6. De 

modo geral, nota-se que a temperatura da água foi sempre maior do que a 

temperatura do ar no interior dos baldes. Adicionalmente, no regime T25-30 a taxa de 

aquecimento da água e do ar foi maior do que a taxa de resfriamento. Estas 

características do sistema refletem  limitações impostas pelos equipamentos. 

 

 

Figura 5 - Esquema geral dos regimes térmicos usados nos experimentos com rãs touro L. 
catesbeianus. Nas Estantes 1 e 2, as rãs foram inicialmente expostas a temperaturas baixas 
e constantes, em torno de 23 °C, durante sete dias. Em seguida, uma parte das rãs (n= 6) foi 
morta para coleta de amostras de tecidos representativas do regime térmico denominado T23. 
Após este período, as rãs alojadas na Estante 1 (n= 9) foram expostas a temperaturas altas 
e constantes, em torno de 30 °C, durante 20 dias, ao mesmo tempo que as rãs na Estante 2 
(n= 9) foram expostas a um regime cíclico de temperatura, com a mínima em torno de 25 °C 
e a máxima em torno de 30 °C, associado ao fotoperíodo diário. Ao final, as rãs foram mortas 
e representam respectivamente os regimes térmicos denominados T30 e T25-30. 
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Tabela 1 - Temperaturas médias da água e do ar registradas durante a exposição 
crônica da rã-touro L. catesbeianus a diferentes regimes térmicos. 

Temperatura  Regime térmico 

(°C) T23 T30 T25-30 

Água 

 

23,4 ± 0,3 

 

29,9 ± 0,4 

 

6h:  24,7 ± 0,7 

18h: 30,3 ± 0,3 

Ar 

 

22,9 ± 0,4 

 

27,7 ± 0,8 

 

6h:  23,9 ± 0,6 

18h: 28,4 ± 0,7 

Os valores são a média e o erro padrão da temperatura da água e do ar dos grupos expostos à 23 °C 
(T23) por sete dias e expostos a 30 °C em regime constante (T30) ou cíclico (T25-30) por 20 dias. No 
grupo T25-30, as médias das temperaturas mínima e máxima da água e do ar foram registradas às 
06 h e às 18 h, respectivamente. 

 

 

Figura 6 - Temperaturas da água e do ar registradas durante a exposição crônica da rã-touro 
L. catesbeianus a diferentes regimes térmicos. As linhas descrevem o comportamento das 
médias de temperaturas registradas a intervalos de uma hora, durante vários dias, e as áreas 
sombreadas representam o desvio padrão das médias. T23 - temperatura da água constante 
em torno de 23 °C (7 dias); T30 - temperatura da água constante em torno de 30 °C (20 dias); 
T25-30 - regime cíclico de temperatura da água com mínima em torno de 25 e máxima em 
torno de 30 °C, associado ao fotoperíodo diário (20 dias). 
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Ao final do tempo de exposição aos regimes térmicos, as rãs foram mortas por 

decapitação e os órgãos (ventrículo cardíaco, fígado, intestino médio, rins, corpos 

gordurosos) foram dissecados sobre gelo, pesados em uma balança analítica e 

picotados para a obtenção de amostras. Além destes órgãos, amostras dos músculos 

gastrocnêmio e tríceps femoral foram removidas dos membros posteriores. Todas as 

amostras foram congeladas em nitrogênio líquido e depois armazenadas em freezer -

80ºC até a realização dos ensaios.  

O experimento foi conduzido sob aprovação da Comissão de Ética no Uso de 

Animais (CEUA, número de protocolo: 340/2018), do Instituto de Biociências, da 

Universidade de São Paulo, SP. 

2.3.1. Medidas de temperatura em modelos de ágar 

 Uma estimativa da temperatura corpórea das rãs durante a exposição aos 

diferentes regimes térmicos foi feita utilizando modelos em ágar 3% (Fig. 7).  O modelo 

foi produzido em um tamanho equivalente ao de uma rã com 170 g de massa 

corpórea, a partir de um contramolde representativo da rã Rinella marina gentilmente 

cedido por Dr. Braz Titon Jr. (Laboratório de Comportamento e Fisiologia Evolutiva). 

Registros contínuos de temperatura foram feitos com o modelo (i) emerso sobre a 

plataforma e (ii) totalmente imerso em água no interior do balde, ao longo de 24 horas, 

utilizando os mesmos equipamentos descritos no item acima. O sensor foi introduzido 

em um orifício na região posterior do tronco, para registrar a temperatura nas camadas 

mais internas do modelo de ágar.  

A Figura 8 mostra a variação da temperatura interna do modelo exposto ao 

regime cíclico T25-30 durante 24 h.  Com o modelo imerso em água, os dados indicam 

que a sua temperatura interna varia ao mesmo tempo e na mesma proporção que a 

temperatura da água no interior do balde, tanto na fase de aquecimento quanto na de 

resfriamento da água. Nota-se, apenas, um pequeno atraso no decaimento da 

temperatura do modelo em relação à queda da temperatura da água. Por outro lado, 

com o modelo totalmente emerso e exposto ao ar sobre a plataforma, os dados 

mostram que a sua temperatura interna assume um valor intermediário entre a 

temperatura do ar e da água no interior do balde, particularmente na fase de 

aquecimento, e acompanha o padrão de variação da temperatura da água. 
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Figura 7 - Imagens fotográficas do  modelo em ágar usado para estimar os efeitos da 
exposição aos regimes térmicos sobre a temperatura corpórea de  rãs L. catesbeianus. 
À esquerda, detalhe do modelo  equivalente a uma rã com 170 g de massa corpórea. À direita, 
detalhe do modelo no interior do balde, emerso sobre a plataforma, mostrando a posição dos 
sensores de temperatura usados no teste: um no interior de um orifício na região posterior do 
corpo do modelo, outro imerso na água e outro suspenso no ar próximo à superfície da 
plataforma. 

Figura 8 - Variação da temperatura interna em modelos de ágar expostos ao regime cíclico 
de temperatura, utilizando o protocolo dos experimentos realizados com a rã L. catesbeianus. 
Os registros de temperatura foram feitos com o modelo  imerso  em água ou exposto  ao ar 
no interior dos baldes do sistema termostático, a intervalos de meia hora, durante um ciclo 
diário completo. A área sombreada representa a diferença entre a  temperatura interna do 
modelo e a temperatura da água. 
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Dado que a temperatura da água é sempre maior do que a do ar no interior do 

balde, é provável que o contato das patas e da superfície ventral do modelo com a 

superfície da plataforma, aquecida pela água, seja suficiente para que a temperatura 

interna do modelo se mantenha alguns graus acima da temperatura do ar. Por fim, os 

dados obtidos com o modelo sugerem que a amplitude de variação da temperatura da 

água no regime cíclico e a velocidade com que as mudanças ocorrem têm o potencial 

de causar alterações semelhantes na temperatura corpórea das rãs.   

 

2.3.2. Alimentação das rãs e outras rotinas  

As rãs foram alimentadas três vezes por semana em dias fixos, de acordo com 

um cronograma previamente estabelecido em que os horários, em que um dos quatro 

intervalos de tempo de cada ciclo diário (0 - 6h; 6h - 12h; 12h - 18h; 18h - 24h), foram 

alternados para evitar habituação e interferência no comportamento termorregulatório 

das rãs. A alimentação foi composta de ração (Poli-Nutri Poli-peixe 400 Intensivo), 

obtida do ranário onde as rãs foram cultivadas e oferecida duas vezes por semana, e 

de ninfas de barata dúbia (Blaptica dúbia), cultivadas no laboratório e oferecidas uma 

vez por semana. A quantidade de ração ou barata em cada refeição foi equivalente a 

cerca de 1 - 1,5% da massa corpórea média das rãs e o peso médio da barata, cerca 

de 1,7 g, foi padronizado para evitar discrepâncias entre os grupos (CASTRO et al., 

2017; LIMA; CASALI; AGOSTINHO, 2003). O alimento foi introduzido nos baldes 

através do orifício na tampa e, após dez minutos, as sobras foram retiradas com o 

auxílio de uma rede de aquário, com máximo cuidado para não causar estresse nos 

animais.  As sobras de alimento foram contabilizadas para a estimativa da quantidade 

de ração ou barata ingerida por cada rã, por refeição, em gramas, e para a estimativa 

da ingestão voluntária média de alimento em cada grupo experimental.  

A inspeção dos equipamentos e do sistema foi realizada diariamente também 

em horários alternados.  Além destas atividades, as rãs foram pesadas uma vez por 

semana.  
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2.4.  Análise da concentração de substratos metabólicos 

2.4.1. Lipídios totais 

 A concentração de lipídios totais foi medida em amostras de tecido hepático e 

de músculo esquelético (tríceps femoral e gastrocnêmio), de acordo com o método 

modificado de Folch e colaboradores (1957). As amostras congeladas foram 

rapidamente pesadas e homogeneizadas em 1 ml de solução de 

clorofórmio-metanol (2:1) utilizando o equipamento Ultra-Turrax (IKA LaborTechnik). 

Ao volume do homogeneizado adicionou-se 9 ml de clorofórmio-metanol (2:1) e 

2 ml de água miliQ e a mistura foi agitada em vortex (Thermolyne Maxi Mix II) e 

centrifugada à 1741 g durante 10 minutos (Eppendorf 5804R). Após a centrifugação, 

a fase inferior, contendo os lipídios, foi removida com o auxílio de duas pipetas Pasteur 

e transferida para outro frasco. Em seguida, 1 ml de clorofórmio foi adicionado ao 

volume restante e a mistura foi novamente agitada e centrifugada para separação das 

fases. A fase inferior foi pipetada e adicionada ao volume reservado na etapa anterior 

e o mesmo procedimento foi repetido mais duas vezes. Os tubos contendo o extrato 

lipídico da amostra foram mantidos em uma capela com fluxo de ar constante até a 

completa evaporação do solvente. Em seguida, os tubos contendo o resíduo seco 

foram mantidos em um dessecador por mais 1 dia e, então, pesados em balança 

analítica para o cálculo do conteúdo lipídico das amostras. 

mg • g tecido úmido-1
 = (massa do resíduo seco / massa da amostra inicial) 

2.4.2.  Glicose e Glicogênio  

As concentrações de glicose e glicogênio foram medidas em amostras de 

fígado e de músculo esquelético (tríceps femoral e gastrocnêmio), com base no 

procedimento descrito por Keppler & Decker (1984).  

As amostras congeladas foram pesadas e homogeneizadas em 4 volumes de 

ácido perclórico 0,6 M (PCA) com um homogeneizador Ultra-Turrax (IKA 

LaborTechnik), mantendo-se o extrato em gelo durante todo o tempo. Uma alíquota 

de 100 µl do extrato ácido foi removida e utilizada para a medida da concentração de 

glicose livre na amostra. Outros 100 µl do extrato ácido foram incubados a 40 °C com 
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50 µl de KHCO3 1 M e 1.000 µl de Amiloglicosidase, diluído em tampão acetato 0,2 M 

pH 4,8, por 3 horas, para a hidrólise do glicogênio em unidades glicosil. A hidrólise foi 

interrompida com 26 µl de PCA 70% e em seguida o extrato foi neutralizado com 

K2CO3 3 M e centrifugado à 926 g por 15 minutos (Hettich, Universal 30 RF) para 

utilização do sobrenadante no ensaio de medida da concentração de D-glicose. 

A concentração de D-glicose no extrato ácido e no extrato hidrolisado foi 

medida por meio de cinética enzimática, com base na variação de absorbância do 

NAD+ à 340 nm e 25 °C, utilizando um espectrofotômetro de placa (SpectraMax 250, 

Molecular Device). O meio de reação consistiu de 162 µl de tampão NaH2PO4 100 mM 

(pH 7,7); 25 µl de MgSO4 3,8 mM; 25 µl de ATP 15 mM; 25 µl de NAD+ 15 mM; e 10 µl 

de amostra neutralizada. Após a adição destes reagentes e agitação da placa, a 

absorbância (A1) foi lida em espectrofotômetro.  Em seguida, foram adicionados 1 µL 

de hexoquinase (HK) 540 U ∙ ml-1 e 2 µl de glicose-6-fosfato-desidrogenase (G6PDH) 

1.000 U · ml-1 em cada pocinho da placa, completando um volume final de 250 µl. 

Após a agitação da placa, a variação de absorbância foi lida até atingir um valor 

constante (A2). O branco da reação foi constituído de todos os reagentes, exceto o 

extrato do tecido, que foi substituído por tampão. 

Os ensaios foram realizados no mínimo em duplicata e a concentração de 

glicose foi calculada com a fórmula:  

mg ∙ g tecido úmido-1
 = ( Abs ∙ diluição total da amostra ∙ PM) / ( ∙  d ∙ 1000)  

onde  Abs é a variação de absorbância, PM é o peso molecular da D-glicose 

(180,16);  é o coeficiente de absorção molar do NAD+ (6,22 ml ∙ mol-1 ∙ mm-1) e d é a 

distância percorrida pelo feixe de luz na solução (0,65 cm). O coeficiente de variação 

intra-ensaio das amostras hidrolisadas de músculo esquelético (tríceps femoral e 

gastrocnêmio) e fígado foram em média 6%, 9,5% e 7%, respectivamente, e das 

amostras de glicose livre foram, 4%, 8% e 7%. Por fim, a concentração de glicogênio 

no tecido é dada pela diferença entre a concentração de glicose medida no extrato 

hidrolisado e a concentração de glicose livre medida no extrato bruto. 

 Curvas-padrão de glicose e de glicogênio foram feitas simultaneamente aos 

ensaios para validar o protocolo e ajustar a diluição das amostras. Todos os reagentes 

foram adquiridos da Sigma Aldrich Co. e possuem alto grau de pureza. 
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2.5.  Medida da atividade enzimática máxima (Vmax) 

A Vmax das enzimas citrato sintase (CS), que participa do metabolismo 

oxidativo no Ciclo de Krebs, piruvato quinase (PK) e lactato desidrogenase (LDH), que 

catalisam o metabolismo de carboidratos na via glicolítica, β-hidroxiacil-CoA 

desidrogenase (HOAD), que participa da β-oxidação lipídica, e glicogênio 

fosforilase (GP), que catalisa a degradação de glicogênio em glicose foi medida em 

amostras de tecidos da rã-touro (Fig. 9). A Vmax da PK e LDH foi medida no tríceps 

femoral, a da PK, LDH e CS no ventrículo cardíaco e a da GP, PK, LDH, HOAD e CS 

no tecido hepático.  

A LDH catalisa a interconversão de piruvato e lactato, utilizando os cofatores 

NADH e NAD+, respectivamente, e a utilização de lactato ou piruvato como substrato 

energético depende da isoforma predominante no tecido. A variação das isoformas 

nos tecidos está associada  a diferenças na taxa metabólica e às necessidades 

energéticas e funções dos tecidos, que se refletem em  diferenças de expressão 

gênica das subunidades da enzima. A isozima LDH-5 é abundantemente expressa no 

fígado e no músculo esquelético e funciona preferencialmente como piruvato redutase 

(piruvato → lactato). Por outro lado, a isozima LDH-1 é predominante em tecidos 

aeróbios como o cardíaco e funciona preferencialmente como lactato desidrogenase 

(lactato → piruvato), embora também possa atuar como piruvato redutase 

(HOCHACHKA; SOMERO, 2014; NELSON; COX, 2013). 

No dia dos ensaios, as amostras dos tecidos foram descongeladas sobre gelo 

e homogeneizadas em 9 volumes de tampão Imidazol-HCl 20 mM (pH 7,4) contendo 

EDTA 2 mM, NaF 20 mM, PMSF 1 mM, Triton X-100 0,1 % e DTT 5 mM (exceto para 

medida da CS), utilizando um homogeneizador Ultra-Turrax (IKA LaborTechnik). 

Adicionalmente, o extrato destinado à medida de atividade de enzimas mitocondriais, 

CS e HOAD, foi submetido ao ultrassom utilizando um sonicador U-200S control 

(IKA LaborTechnik) e realizando três séries de 30 segundos para ruptura das 

membranas mitocondriais. 
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Os ensaios foram feitos em cubetas de vidro ou quartzo utilizando um 

espectrofotômetro (Beckman DU-70) e a Vmax das enzimas foi calculada a partir das 

alterações de absorbância de NADH e NADP+ a 340 nm, ou DTNB a 412 nm, em 

condições de saturação não inibitórias de substrato, de acordo com 

Bergmeyer (1983). Os ensaios com o tecido muscular foram realizados à 23 °C e à 

30 °C, após 5 minutos de incubação para a termoestabilização das soluções, e os 

ensaios com o tecido hepático foram realizados à 23 °C apenas. O pH do ensaio foi 

ajustado para um valor constante ao longo do gradiente de temperatura, de acordo 

com as características funcionais de cada enzima. O meio de reação empregado nas 

medidas de Vmax de cada enzima está descrito a seguir. 

CS – tampão Tris-HCl 50 mM (pH 8,0); DTNB 0,1 mM; acetil-CoA 0,3 mM e 

extrato na diluição apropriada para cada tecido. Após a leitura do branco de reação, 

adicionou-se o substrato OXA 0,5 mM e a variação de absorbância foi medida por 

mais 3 minutos. 

 PK – tampão Imidazol-HCl 50 mM (pH 7,0); DTT 5 mM; MgCl2 10 mM; KCl 100 

mM; ADP 2,5 mM (para tecido muscular esquelético) ou a 5 mM (para tecido cardíaco 

e hepático); F1,6P 0,02 mM; NADH 0,15 mM; LDH 4,2 U ∙ ml-1 e extrato na diluição 

apropriada para cada tecido. Após a leitura do branco de reação, adicionou-se o 

Figura 9 - Esquema geral ilustrando as enzimas e vias metabólicas analisadas nos tecidos 
da rã-touro.  CS - citrato sintase; PK - piruvato quinase; LDH - lactato desidrogenase, 
HOAD - β-hidroxiacil-CoA desidrogenase; e GP - glicogênio fosforilase. 



41 | Materiais e Métodos 
 
 

substrato PEP 2,5 mM (tecido muscular esquelético) ou 5 mM (tecido muscular 

cardíaco e hepático) e a variação de absorbância foi medida por mais 3 minutos. 

LDH – tampão Imidazol-HCl 50 mM (pH 7,0); DTT 5 mM; NADH 0,15 mM e 

extrato na diluição apropriada para cada tecido. Após a leitura do branco de reação, 

adicionou-se o substrato PIR 1 mM e a variação de absorbância foi medida por mais 

3 minutos. 

HOAD – tampão Imidazol-HCl 50 mM (pH 7,0); NADH 0,15 mM e extrato diluído 

a uma concentração apropriada a cada tecidos. Após a leitura do branco de reação, 

adicionou-se o substrato acetoacetil-CoA 0,1 mM e a variação de absorbância foi 

medida por mais 3 minutos. 

GP - tampão fosfato de potássio 50 mM; MgCl2 10 mM; NADP 0,5 mM; 

G1,6P4 µM; PGM 1,2 U ∙ ml-1; G6PDH de Leuconostoc 1 U ∙ ml-1 e extrato bruto não 

centrifugado. Após a leitura do branco de reação, adicionou-se glicogênio 2 mg ∙ ml-1 

e a variação de absorbância foi medida por mais 3 minutos, resultando na Vmax da 

fração ativa de GP (GPa). Por fim, adicionou-se AMP 1 mM e a variação de 

absorbância foi medida por mais 3 minutos, resultando na Vmax total da enzima, ativa 

e inativa (GPtotal ou GP(a+b)). A partir destas medidas, calculou-se a 

%GPa: (GPa  ∙ 100) / GPtotal. 

A Vmax da GPa foi medida apenas no tecido hepático. No músculo esquelético, 

os valores estavam abaixo do limiar de sensibilidade do ensaio, possivelmente porque 

no músculo esquelético de anfíbios a GP é ativada pela contração do músculo 

(MOMMAERTS et al, 1975). Todos os ensaios enzimáticos foram realizados, no 

mínimo, em duplicata e a Vmax foi calculada com a equação: 

Vmax= [ ( ΔAbs• min-1 )  • diluição total ] / ( ε • d ) 

onde ΔAbs∙min-1 é a diferença entre a variação de absorbância por minuto após a 

adição de substrato e a variação de absorbância do branco; ε é o coeficiente de 

absorção molar para o NADH (6,22• 102 L• mol-1• mm-1) ou DTNB (13,6• 102 L • mol-

1• mm-1); e “d” é a distância percorrida pelo feixe de luz até a solução (10 mm). 

As atividades específicas foram expressas em µmol de substrato convertido a 

produto por minuto por grama de tecido úmido, equivalentes à U• g tecido úmido-1, 

onde uma unidade de atividade enzimática (U) é definida como a quantidade em µmol 
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de substrato que a enzima converte em produto pelo tempo de 1 minuto nas condições 

de ensaio. 

O coeficiente de temperatura (Q10) é uma medida da alteração da taxa de um 

determinado processo biológico ou químico (R) como consequência de um aumento 

de 10 ºC na temperatura (T), segundo a fórmula abaixo. No presente estudo, o Q10 

da atividade catalítica das enzimas PK, LDH e GPtotal no tríceps femoral e da PK, LDH 

e CS no ventrículo cardíaco foi calculado a partir da diferença de Vmax nos ensaios à 

23 e 30oC. 

𝑄10 =  (
𝑅2

𝑅1
)

10(𝑇2−𝑇1)

 

  

A razão entre a Vmax de enzimas foi calculada para fornecer um indicativo de 

reorganização do metabolismo energético dos tecidos, por exemplo, mudanças na 

relação entre o potencial aeróbio e anaeróbio ou na capacidade de uso de substratos 

nas vias metabólicas. A razão foi calculada pela equação: 

A : B = (Vmax da enzima A / Vmax da enzima B) 

2.6.  Análise estatística 

 As diferenças entre a massa corpórea inicial e final das rãs de cada grupo 

experimental foram analisadas com o “teste t” pareado. Adicionalmente, as diferenças 

na massa corpórea, na massa dos órgãos, na ingestão voluntária de alimento, no teor 

de glicose, glicogênio e lipídio e na Vmax das enzimas entre os grupos de rãs 

cronicamente expostos aos regimes térmicos T23, T30 e T25-30 foram analisadas por 

meio de análise de variância (ANOVA one-way), seguida pelo teste de comparações 

múltiplas de Tukey. Os dados expressos em porcentagem (massa relativa dos órgãos) 

foram submetidos a uma transformação arco-seno previamente aos testes. Nos casos 

em que os testes de normalidade e homocedasticidade indicaram desvios 

significativos, utilizou-se os testes não-paramétricos de Kruskal-Wallis e de Dunn.  

 A hipótese de alteração de sensibilidade térmica das enzimas no músculo 

esquelético e cardíaco foi analisada com base na interação do efeito da exposição aos 

regimes térmicos T23, T30 e T25-30 com o efeito das temperaturas de ensaio 23 e 

30°C nas medidas de Vmax, utilizando-se a análise de variância de dois fatores 

(ANOVA two-way). 
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As diferenças na ingestão voluntária de alimento das rãs causadas pela 

exposição aos diferentes regimes térmicos foram investigadas apenas entre os grupos 

T30 e T25-30, devido ao reduzido tempo de manutenção e alimentação do grupo T23. 

Adicionalmente, um grupo de rãs de um estudo paralelo realizado em dezembro de 

2019, mantidas à 24ºC (n= 24; T24; massa corpórea= 237,2 ± 27 g) com o mesmo 

protocolo de alimentação e manutenção por um período de 21 dias, foi incluído em 

comparações com T30 e T25-30 por meio do teste de Anova ‘one-way’ através da 

variável normalizada pela massa corpórea (ingestão voluntária total de alimentos (g) / 

massa corpórea (g)). 

 A análise estatística foi feita com base em Zar (1974) e os testes estatísticos e 

os gráficos foram feitos com o auxílio dos programas Excel (Microsoft Corp.), Rstudio 

e Prism 7 (GraphPad Software).
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3. RESULTADOS 

3.1. Efeitos dos regimes térmicos na massa corpórea e dos 
órgãos 

A massa corpórea das rãs não difere significativamente entre os grupos 

expostos aos regimes térmicos T23, T30 e T25-30 (Tabela 4). Além disso, o teste t 

pareado indica que não há diferença significativa entre a massa corpórea inicial e final 

das rãs expostas aos regimes T30 (P= 0,30) e T25-30 (P= 0,34), durante 20 dias. A 

razão da ingestão de alimentos por massa corpórea não difere significantemente entre 

os grupos T24, T30 e T25-30 (P= 0,7) (Fig. 10). Embora a quantidade de baratas seja 

uma pequena fração do total de alimento ofertado (~30 %), é notável que as rãs 

ingeriram perto de 100% das baratas versus 50% da ração, sugerindo que o uso de 

presas vivas contribuiu para o sucesso na alimentação das rãs.  

A massa relativa do ventrículo cardíaco, do fígado e dos corpos gordurosos não 

difere significativamente entre os grupos expostos aos diferentes regimes térmicos 

(Tabela 2; Fig. 11). Entretanto, a massa relativa do intestino médio e dos rins é menor 

nos grupos expostos a T30 e T25-30 em relação à T23. Especificamente, a massa do 

intestino médio é 50% menor no grupo T30 (P= 0,003) e 37% menor no grupo T25-30 

(P= 0,01) e a massa dos rins é 22% menor nos dois grupos (P  0,01).  

 

Figura 10 - Ingestão voluntária de alimento por massa corpórea em rãs L. catesbeianus 
submetidas a diferentes regimes térmicos. As colunas e as barras representam a média e o 
desvio padrão de grupos de animais expostos à 24 °C (T24, n=24, massa corpórea= 237,2 ± 
27) e expostos à 30 °C em regime constante (T30, n=9) ou cíclico (T25-30, n=9), durante 20 
dias. 
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Figura 11 - Massa relativa dos órgãos de rãs L. catesbeianus cronicamente expostas a 
diferentes regimes térmicos. As colunas e as barras representam a média e o desvio padrão 
de grupos de animais expostos à 23 °C (T23; n= 6), durante 7 dias, e expostos a 30 °C em 
regime constante (T30; n= 9) ou cíclico (T25-30; n= 9), durante 20 dias. Letras diferentes 
acima das barras indicam diferença significativa entre os grupos conforme o teste de Tukey 
(P< 0,05). 
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Tabela 2 - Massa corpórea (g) e massa relativa dos órgãos (%) de rãs L. catesbeianus 
cronicamente expostas a diferentes regimes térmicos. 

 Regime térmico   

 T23 T30 T25-30 F P 

Massa  
corpórea 

174 ± 24  
(6) 

175 ± 30  
(9) 

179 ± 20  
(9) 

F2,21 = 0,077 0,927 

Ventrículo  
cardíaco 

0,17 ± 0,01  
(6) 

0,15 ± 0,02  
(9) 

0,16 ± 0,01  
(9) 

F2,21 = 1,165 0,331 

Fígado 2,44 ± 0,33  
(6) 

1,99 ± 0,37  
(9) 

2,17 ± 0,54  
(9) 

F2,21 = 1,933 0,170 

Intestino  
médio 

1,73 ± 0,22 a 
(6) 

0,94 ± 0,15 b 
(9)  

1,08 ± 0,25 b 
(9) 

F2,21 = 31,80 <0,001 

Rins 0,37 ± 0,02 a 
(5) 

0,29 ± 0,04 b 
(9)  

0,29 ± 0,04 b 
(9)  

F2,20 = 9,300 0,001 

Corpos  
Gordurosos 

4,08 ± 0,61  
(6) 

4,79 ± 1,26  
(9) 

4,71 ± 1,17  
(9) 

F2,21 = 0,716 0,500 

Os valores são a média e o erro padrão, com o n amostral entre parênteses, de grupos de animais 
expostos à 23 oC (T23) e expostos a 30 oC em regime constante (T30) ou cíclico (T25-30). No grupo 
T23, a massa corpórea foi medida uma vez em 7 dias de exposição; nos grupos T30 e T25-30, a massa 
corpórea é a média de três medidas em 20 dias de exposição. O valor P na última coluna foi calculado 
na Anova e as letras sobrescritas diferentes indicam diferenças significativas entre os grupos conforme 
o teste de Tukey (P<0,05). 
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3.2. Efeitos dos regimes térmicos no teor de substratos 
metabólicos 

A concentração lipídica (mg • g tecido úmido-1) do fígado e dos músculos 

esqueléticos não varia significativamente entre os grupos experimentais (Tabela 3).  

Em contraste, as concentrações de glicogênio e glicose livre dos grupos T30 e 

T25-30 apresentam diferenças em relação ao grupo T23, porém os grupos T30 e T25-

30 não diferem entre si (Tabela 4; Fig. 12). Nos músculos tríceps femoral e 

gastrocnêmio, o teor de glicogênio é cerca de 50% menor nas rãs do grupo T25-30 

em relação ao grupo T23 (P = 0,04 e 0,01, respectivamente); no grupo T30, a diferença 

é de 18% para o tríceps femoral e de 33% para o gastrocnêmio, mas não alcançou 

significância estatística. Por outro lado, a concentração de glicose livre do 

gastrocnêmio é 140% maior nas rãs do grupo T25-30 em relação ao grupo T23 (P = 

0,003); no grupo T30, a diferença é de 80% para o tríceps femoral (P = 0,03). No 

fígado, o teor de glicogênio variou de modo oposto ao músculo, sendo 45% maior nas 

rãs do grupo T30 em relação ao T23 (P = 0,04) e 33% maior nas rãs do grupo T25-

30, mas neste último a diferença não alcançou significância estatística. Além disso, ao 

contrário do músculo esquelético a concentração de glicose livre do fígado não difere 

significativamente entre os grupos experimentais. 

 

Tabela 3 - Concentração de lipídios (mg• g tecido-1) nos músculos tríceps femoral e 
gastrocnêmio e no fígado de rãs L. catesbeianus cronicamente expostas a diferentes 
regimes térmicos. 

 Regime térmico   

 T23  T30  T25-30  F ou H P 

Tríceps femoral 5,9 ± 2,0  
(5) 

6,8 ± 1,7  
(8) 

6,1 ± 1,3  
(9) 

F2,19 = 0,609 0,56 

Gastrocnêmio 5,4 ± 0,7  
(5) 

6,5 ± 1,9  
(9) 

6,4 ± 1,1  
(8) 

F2,19 = 0,968 0,40 

Fígado 63,5 ± 31  
(6) 

38,2 ± 14  
(8) 

49,0 ± 14  
(9) 

H2 = 3,752 0,15 

Os valores representam a média e o desvio padrão, com o N amostral entre parênteses, de grupos de 
animais expostos à 23 oC (T23), durante 7 dias, e expostos a 30 oC em regime constante (T30) ou cíclico 
(T25-30), durante 20 dias. O valor df (graus de liberdade), F e P na última coluna foi obtido no teste de 
ANOVA nos músculos tríceps femoral e gastrocnêmio. O valor de df, H e P do teste de Kruskal Wallis 
foi aplicado apenas para o fígado. 
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Tabela 4 - Concentração de glicogênio e glicose livre (mg• g tecido-1) nos músculos 
tríceps femoral e gastrocnêmio e no fígado de rãs L. catesbeianus submetidas a 
diferentes regimes térmicos. 

 Regime térmico   

 T23  T30  T25-30  F ou H P 

Tríceps femoral 

 Glicogênio 5,65 ± 3,17 a 
(6) 

4,65 ± 1,27 ab 
(9) 

2,90 ±1,53 b 
(9) 

F2,19 = 3,772 0,040 

 Glicose livre 0,30 ± 0,07 a 
(6) 

0,56 ± 0,13 b 
(9) 

0,52 ± 0,27 ab 
(9) 

F2,19 = 4,089 0,029 

Gastrocnêmio 

 Glicogênio 5,57 ± 2,12 a 
(6) 

3,73 ± 1,38 ab 
(9) 

2,80 ± 2,21 b 
(9) 

H2 = 9,121 0,010 

 Glicose livre 0,26 ± 0,07 a 
(5) 

0,47 ± 0,18 ab 
(9) 

0,63 ± 0,20 b 
(9) 

F2,19 = 7,639 0,003 

Fígado 

 Glicogênio 74,6 ± 24 a 
(6) 

108,6 ± 22 b  
(9) 

99,2 ± 27 ab 

(9) 
F2,19 = 3,537 0,047 

 Glicose livre 1,27 ± 0,3 
(6) 

1,33 ± 0,3 
(9) 

1,12 ± 0,3 
(9) 

F2,19 = 1,161 0,332 

Os valores representam a média e o desvio padrão, com o N amostral entre parênteses, de grupos de 
animais expostos à 23 ºC (T23) e à 30 ºC em regime constante (T30) ou cíclico (T25-30), durante 20 
dias. O valor de df (graus de liberdade), H e P do teste de Kruskal Wallis foi aplicado apenas para a 
análise de concentração de glicogênio no gastrocnêmio. O valor df, F e P foram obtidos no teste de 
ANOVA para as demais análises. 
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Figura 12 - Concentração de glicogênio e glicose livre (mg g tecido-1) nos músculos tríceps 
femoral e gastrocnêmio e no fígado de rãs L. catesbeianus submetidas a diferentes regimes 
térmicos. As colunas e as barras representam a média e o desvio padrão de grupos de 
animais expostos à 23 oC (T23; n= 6), durante 7 dias, e expostos a 30 oC em regime 
constante (T30; n= 9) ou cíclico (T25-30; n= 9), durante 20 dias. Letras diferentes acima das 
barras indicam diferença significativa entre os grupos conforme o teste de Dunn ou Tukey 
(P<0,05). 
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3.3. Efeitos dos regimes térmicos na atividade enzimática 
máxima (Vmax) 

Os efeitos de diferentes regimes térmicos na atividade enzimática no músculo 

esquelético e cardíaco estão ilustrados nas Figuras 13 e 14. Primeiramente, nota-se 

que os valores de Vmax são maiores nos ensaios à 30 oC do que nos ensaios à 23 °C, 

evidenciando um efeito termodinâmico ou efeito Q10 preponderante sobre as taxas 

de reação de todas as enzimas analisadas. De um modo geral, os valores de Q10 

indicam que as taxas aumentam 1,5 a 2,5 vezes na faixa de temperatura analisada 

(23 à 30 °C) e a maior sensibilidade foi observada na LDH do músculo esquelético 

(Tabela 5). A Anova ‘two-way’ indicou que o efeito é independente do tipo de 

tratamento térmico das rãs e, portanto, não há um efeito de interação destes dois 

fatores (Tabela 6). 

 

Figura 13 - Atividade máxima (Vmax) de enzimas no músculo esquelético (tríceps femoral) 
de rãs L. catesbeianus submetidas a diferentes regimes térmicos. A Vmax foi medida à 23 °C 
e à 30 °C e as colunas e as barras representam a média e o desvio padrão de grupos de 
animais expostos à 23 °C (T23; n= 6), durante 7 dias, e expostos a 30 °C em regime constante 
(T30; n= 7) ou cíclico (T25-30; n= 7), durante 20 dias. Letras diferentes acima das barras 
indicam diferença significativa entre os grupos conforme o teste de Dunn ou Tukey (P<0,05). 
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Figura 14 - Atividade máxima (Vmax) de enzimas no ventrículo cardíaco de rãs 
L. catesbeianus submetidas a diferentes tratamentos térmicos. A Vmax foi medida à 23 °C e 
à 30 °C e as colunas e as barras representam a média e o desvio padrão de grupos de animais 
expostos à 23 °C (T23; n= 6), durante 7 dias, e expostos a 30 °C em regime constante (T30; 
n= 7) ou cíclico (T25-30; n= 7), durante 20 dias. Letras diferentes acima das barras indicam 
diferença significativa entre os grupos conforme o teste de Dunn ou Tukey (P<0,05). 

Tabela 5 - Efeito termodinâmico (Q10) nas taxas de reação de enzimas do músculo 
esquelético (tríceps femoral) e cardíaco de rãs L. catesbeianus submetidas a 
diferentes regimes térmicos. 

 Regime térmico 

 T23 T30 T25-30 

Tríceps femoral  

  PK 1,5 ± 0,3 (6) 1,6 ± 0,3 (6) 1,9 ± 0,4 (7) 

  LDH 2,3 ± 0,4 (6) 2,1 ± 0,1 (6) 2,5 ± 0,4 (6) 

  GPtotal 1,8 ± 0,3 (6) 1,7 ± 0,3 (7) 1,7 ± 0,2 (7) 

Ventrículo cardíaco 

  PK 1,7 ± 0,1 (6) 1,9 ± 0,2 (7) 1,7 ± 0,2 (7) 

  LDH 1,6 ± 0,4 (6) 1,6 ± 0,4 (7) 1,9 ± 0,4 (7) 

  CS 1,6 ± 0,2 (6) 1,6 ± 0,1 (7) 1,7 ± 0,2 (7) 

Os valores representam a média e o desvio padrão, com o N amostral entre parênteses, de grupos de 
animais expostos à 23 ºC (T23), durante 7 dias, e expostos a 30 oC em regime constante (T30) ou 
cíclico (T25-30), durante 20 dias 
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Adicionalmente, no músculo esquelético não há variação na atividade da fração 

total da GP em função do regime térmico, mas há diferenças significativas na atividade 

de enzimas glicolíticas. Especificamente, no tríceps femoral a Vmax da PK e da LDH 

é maior no grupo T30 em relação ao grupo T23 e a diferença é significativa nos 

ensaios à 30 °C para a PK (P = 0,05) e nos ensaios à 23 °C para a LDH (P= 0,03). 

Em contraste, no coração não foram detectadas diferenças na Vmax da PK e da LDH 

entre os grupos experimentais, porém, destaca-se a menor atividade da CS no grupo 

T30 em relação ao grupo T23, tanto nos ensaios à 23 °C (P= 0,04) quanto à 30 °C 

(P= 0,03). 

No fígado, os dados também revelam diferenças importantes na atividade 

enzimática medida à 23 °C (Fig. 15). Assim como nos músculos, a Vmax da fração 

total da GP não difere entre os grupos experimentais, porém, a atividade da fração 

ativa da GP é menor em temperaturas elevadas. Este efeito é significativo para o 

grupo T30 em relação ao grupo T23 (P= 0,04; Anexo 1) e há uma tendência similar 

no grupo T25-30, porém não alcançou significância estatística, possivelmente devido 

à variabilidade dos dados (P= 0,06). Outros efeitos neste tecido incluem a Vmax da 

PK menor no grupo T30 em relação ao T23 (p= 0,02) e a Vmax da CS menor nos 

grupos T30 e T25-30 em relação à T23 (P= 0,017 e 0,008, respectivamente). 

De um modo geral, a razão PK:LDH é alta no músculo esquelético e cardíaco, 

maior do que 1,0, e no fígado os valores são mais baixos, em torno de 0,5. Além disso, 

no tríceps femoral e no ventrículo cardíaco a razão PK:LDH não difere entre os 

regimes térmicos. Em contraste, no fígado a razão PK:LDH é menor nos grupos T30 

e T25-30 em relação ao grupo T23 (P= 0,001 e P= 0,02, respectivamente), em grande 

parte devido à menor Vmax da PK. Adicionalmente, no fígado a razão LDH:CS é maior 

em T30 e T25-30 em relação à T23 (P = 0,02 e P = 0,01, respectivamente), devido à 

menor atividade da CS. Destaca-se, ainda, a ausência de variação da razão HOAD:CS 

e PK:CS no fígado; portanto, apesar das diferenças na atividade absoluta da PK e da 

CS, a contribuição relativa de lipídios e carboidratos para a produção aeróbia de 

energia no tecido hepático é semelhante nos três regimes.
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Tabela 6 - Análise de variância (ANOVA ‘two way’) dos dados de atividade máxima 
(Vmax) de enzimas no músculo esquelético e cardíaco de rãs L. catesbeianus, em 
função do regime térmico (Fator 1) e da temperatura de ensaio das enzimas (Fator 2). 

 

Fonte de 
variação 

DF  SQ  QM  F P 

Tríceps femoral 

PK Fator 1 2 44008 22004 6,96 0,003 

 Fator 2 1 128,24 128,24 40,58 <0,001 

 Interação  2 6707 3354 1,06 0,358 

 Resíduo 32 101131 3160   

LDH Fator 1 2 9381 4691 4,12 0,026 

 Fator 2 1 178560 178560 156,9 <0,001 

 Interação 2 295,2 147,6 0,13 0,879 

 Resíduo 30 34149 1138   

GP Fator 1 2 0,67 0,33 0,55 0,58 

 Fator 2 1 3,92 3,92 6,50 0,015 

 Interação 2 0,08 0,04 0,07 0,933 

 Resíduo 34 20,48 0,60   

Ventrículo cardíaco      

PK Fator 1 2 780,6 390,3 1,58 0,22 

 Fator 2 1 21667 21667 87,83 <0,001 

 Interação 2 25,98 12,99 0,05 0,949 

 Resíduo 34 8388 246,7   

LDH Fator 1 2 1743 871,7 2,67 0,083 

 Fator 2 1 13211 13211 40,53 <0,001 

 Interação 2 724,5 362,3 1,11 0,341 

 Resíduo 34 11082 325,9   

CS Fator 1 2 66,63 33,31 7,04 0,003 

 Fator 2 1 340,2 340,2 71,86 <0,001 

 Interação 2 3,248 1,62 0,34 0,712 

 Resíduo 34 160,9 4,73   
DF - graus de liberdade; SQ - soma dos quadrados; QM - quadrado médio 
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Figura 15 - Atividade máxima (Vmax) de enzimas no fígado de rãs L. catesbeianus 
submetidas a diferentes regimes térmicos. A Vmax foi medida à 23 ºC e as colunas e as barras 
representam a média e o desvio padrão de grupos de animais expostos à 23 oC (T23; n= 6) e 
expostos a altas temperaturas em regime constante (T30; n= 7) ou cíclico (T25-30; n= 7), 
durante 20 dias. Letras diferentes acima das barras indicam diferença significativa entre os 
grupos conforme o teste de Dunn ou Tukey (P<0,05).
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Tabela 7 - Razão entre as atividades máximas de enzimas (Vmax) medidas à 23 ºC 
no músculo esquelético e cardíaco e no fígado de rãs L. catesbeianus expostas a 
diferentes regimes térmicos. 

 Regime térmico 

F P  T23 T30 T25-30 

Tríceps femoral 

 PK:LDH 1,50 ± 0,21 (6) 1,56 ± 0,20 (6) 1,50 ± 0,20 (6) F2,15 = 0,416 0,66 

Ventrículo cardíaco 

 PK:LDH 1,15 ± 0,16 (6) 1,18 ± 0,22 (7) 1,21 ± 0,11 (7) F2,17 =0,189 0,82 

 LDH:CS 5,27 ± 0,84 (6) 5,88 ± 1,32 (7) 5,75 ± 0,76 (7) F2,17 =0,688 0,53 

 PK:CS 6,04 ± 1,34 (6) 6,71 ± 0,48 (7) 6,52 ± 0,53 (6) F2,16 =1,038 0,38 

Fígado 

 PK:LDH 0,59 ± 0,12 (6) a 0,38 ± 0,06 (6) b 0,45 ± 0,05 (7) b F2,16 =10,56 <0,01 

 LDH:CS 23,5 ± 6,64 (5) a 35,9 ± 4,60 (7) b 37,2 ± 9,53 (7) b F2,16 =7,027 <0,01 

 PK:CS 13,48 ± 3,74 (6) 13,66 ± 2,04 (6) 17,16 ± 5,15 (6) F2,15 =1,739 0,21 

HOAD:CS 15,08 ± 4,19 (5) 18,19 ± 4,81 (7) 19,40 ± 2,55 (7) F2,16 =1,847 0,19 

Os valores representam a média e o desvio padrão. P refere-se aos testes de ANOVA entre os 
diferentes tratamentos térmicos. Letras em sobrescrito diferentes indicam grupos significantemente 
diferentes de acordo com os testes de Tukey (p<0,05). 
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4. DISCUSSÃO 

4.1. Temperatura elevada em regime constante versus cíclico  

Uma hipótese central do presente estudo é que os efeitos da exposição a 

temperaturas elevadas em regime cíclico (T25-30) são mais severos do que em 

regime constante (T30). Entretanto, os resultados indicam que os efeitos foram 

semelhantes nos grupos T30 e T25-30 e ambos apresentaram um mesmo conjunto 

de alterações em relação ao grupo T23: (1) atrofia do intestino médio e dos rins, 

sugerindo ajustes no metabolismo proteico destes órgãos, (2) ajustes no metabolismo 

de carboidratos do músculo esquelético e do fígado e (3) inibição do metabolismo 

aeróbio mitocondrial no coração e no fígado. Embora as diferenças estatísticas nem 

sempre coincidam nos dois regimes, é provável que o estresse causado por 

temperaturas máximas em torno de 30 °C no regime cíclico tenha ativado respostas 

regulatórias similares às observadas no regime constante. Esta interpretação é 

reforçada pelo fato de que a temperatura da água no ambiente onde as rãs foram 

cultivadas é mais amena, com média diária de 21,6 °C e média máxima de 23,2 °C no 

verão (Figura 1), e as flutuações diárias ocorrem lentamente, cerca de 2 °C a cada 12 

horas. Adicionalmente,  a corticosterona é considerada um importante biomarcador da 

resposta ao estresse em anfíbios (NARAYAN et al., 2019) e as concentrações 

plasmáticas deste hormônio são cerca de 10 a 13 vezes maiores nos grupos T30 e 

T25-30 em relação ao grupo mantido a 24 °C, sugerindo um grau similar de estresse 

térmico nos dois regimes (B. F. FERNANDES, dados não publicados). 

A semelhança entre os efeitos da alta temperatura nos grupos T30 e T25-30 

pode ser uma consequência da diferença na velocidade de aquecimento e 

resfriamento da água no sistema experimental. No regime cíclico, o aquecimento da 

água ocorreu relativamente rápido no período de 06 a 12 h, até atingir a temperatura 

máxima de 30 °C permanecendo estável até às 18 h e o resfriamento da água ocorreu 

mais lentamente ao longo do período de 18 a 06 h, quando uma nova fase de 

aquecimento iniciava (Figura 6; Tabela 1). Além disso, a temperatura mínima média 

da água no regime cíclico foi cerca de 2 °C maior do que a do grupo T23.  Desse 

modo, as rãs do grupo T25-30 foram diariamente expostas a temperaturas próximas 

de 30 °C por um período de cerca de 10 horas e próximas de 25 °C por um período 
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de apenas 5 horas, o que possivelmente contribuiu para a semelhança entre os efeitos 

da temperatura elevada nos dois regimes.  

Outra característica importante do sistema experimental é que a temperatura 

corporal interna das rãs expostas ao ar na plataforma provavelmente era cerca de 

2 °C menor do que a da água, conforme indicam as medidas com o modelo em ágar 

(Figura 8).  Curiosamente, as rãs do grupo T30 exibiram um tempo maior de emersão 

e exposição ao ar, cerca de 60% do ciclo diário, o dobro do tempo de um grupo que 

permaneceu à 24 °C (B. F. FERNANDES, dados não publicados). Este 

comportamento pode ser visto como uma resposta que atenuaria o estresse térmico, 

embora as concentrações plasmáticas de corticosterona tenham se mantido elevados 

neste grupo. Além disso, este comportamento pode ser uma resposta a outros efeitos 

causados pela contínua imersão em água à 30 °C no regime constante, como a menor 

disponibilidade de oxigênio para trocas gasosas cutâneas na água. O ambiente 

aquático aquecido apresenta menor solubilidade de oxigênio (BLAUSTEIN et al., 

2010) e, dada a importância da respiração cutânea  nos anfíbios, o consumo reduzido 

do oxigênio dissolvido na água poderia afetar negativamente a resposta metabólica 

do organismo ao aumento da temperatura ambiental (PÖRTNER; BOCK; MARK, 

2017). Entretanto, esta interpretação não é conclusiva uma vez que a contínua 

aeração da água pela circulação no sistema possivelmente atenuou o efeito de hipóxia 

aquática em altas temperaturas. Além disso, há evidências de que os anfíbios 

aumentam a contribuição da respiração pulmonar quando há redução da 

disponibilidade de oxigênio na água em temperaturas mais altas (MCWHINNIE; 

SCKRABULIS; RAFFEL, 2021).  

4.2. Alimentação, alterações da massa dos órgãos e do 
conteúdo de substratos em temperatura elevada 

A ingestão voluntária de alimento não se alterou nas rãs expostas aos 

diferentes regimes térmicos por 20 dias. Esse resultado contrariou a expectativa de 

aumento da ingestão alimentar nos grupos T30 e T25-30, esperado devido aos efeitos 

cinéticos da temperatura sobre as taxas de reações químicas nos organismos 

(ANGILLETTA, 2009). Quando a temperatura ambiental se aproxima do ótimo do 

animal, o aumento da demanda energética é em geral compensado por um aumento 

da quantidade de alimento ingerido; por outro lado, a elevação da temperatura até um 
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valor próximo do limite crítico pode causar diminuição da ingestão de alimento e 

redução do escopo aeróbico, com prejuízos ao desempenho geral do animal 

(VOLKOFF; RØNNESTAD, 2020). Sendo assim, a ausência de aumento da ingestão 

parece indicar que a temperatura nos grupos T30 e T25-30 se aproximou do limite 

crítico para as rãs estudadas. Adicionalmente, outros fatores podem ter favorecido a 

alimentação durante o período analisado, por exemplo, o espaço reduzido nos baldes 

facilita a visualização e o acesso ao alimento. Esta hipótese é reforçada pelas altas 

taxas de ingestão de barata nos três regimes térmicos, cerca de 90% do total de vezes 

em que as baratas foram ofertadas. Os ranídeos utilizam a estratégia do tipo ‘senta e 

espera’ para captura de alimento e o movimento das baratas provavelmente atuou 

como estímulo, além da maior facilidade de captura no espaço reduzido dos baldes 

(BURY; WHELAN, 1984; HADFIELD; CLAYTON; BARNETT, 2006). Além destes 

fatores, a possibilidade de alternar entre diferentes microambientes no interior dos 

baldes e a ausência de competidores e de predadores naturais também podem ter 

contribuído para manutenção da alimentação nas rãs em temperatura elevada.  

A massa corpórea das rãs não se alterou nos três regimes térmicos. Entretanto, 

a massa relativa do intestino médio é menor nos grupos T30 e T25-30. É provável que 

a atrofia do intestino tenha contribuído para a ausência de aumento da ingestão de 

alimento, discutida acima, devido à menor capacidade do órgão de processar o 

alimento ingerido.  Este efeito, portanto, é um indicativo de que a exposição à 30 °C 

por períodos maiores de tempo, seja em regime constante ou cíclico, poderia causar 

prejuízos ao estado nutricional das rãs. Evidências de redução da massa intestinal 

durante exposição crônica a temperaturas elevadas também foram encontradas na rã 

Lithobates pipiens (CURTIS; BIDART, 2021) e em girinos da rã chilena Caudiverbera 

caudiverbera (CASTAÑEDA et al., 2006). A flexibilidade do intestino dos vertebrados 

tem sido sugerida como um dos ajustes fisiológicos mais importantes frente às 

mudanças nas condições ambientais internas e externas (PIERSMA; LINDSTRÖM, 

1997). Em outros contextos de investigação, como o jejum sazonal e a restrição 

alimentar, as evidências indicam que a atrofia intestinal resulta de mecanismos como 

apoptose e redução da proliferação celular, com perda de células na extremidade 

apical das vilosidades, assim como inibição das taxas de síntese proteica no tecido 

(BURRIN et al., 1991; DUNEL-ERB et al., 2001; GAO et al., 2009; HABOLD et al., 

2004; KARASOV et al., 2004; KONARZEWSKI; STARCK, 2000; STARCK, 2003; XU 

et al., 2018; ZALDÚA; NAYA, 2014). Na rã Cyclorana alboguttata, por exemplo, o jejum 



59 | Discussão 
 
 

na estivação causou redução da altura e da densidade das microvilosidades 

intestinais, possivelmente devido à inibição da taxa de proliferação ou de migração 

celular, ou ainda pela rápida redução do conteúdo lipídico dos enterócitos (CRAMP; 

FRANKLIN, 2005; CRAMP; FRANKLIN; MEYER, 2005). Um mecanismo similar de 

transferência de gotículas lipídicas dos enterócitos para os hepatócitos do fígado, 

acompanhada de redução do fluxo sanguíneo na mucosa intestinal, foi proposto para 

explicar a atrofia intestinal nos répteis que se comportam como predadores 

esporádicos (STARCK, 2003; STARCK; BEESE, 2001, 2002; STARCK; CRUZ-NETO; 

ABE, 2007). Nestes répteis destaca-se a velocidade com que ocorre o aumento da 

massa intestinal após o jejum, cerca de 50-100% em 2-3 dias, proporcionado por um 

mecanismo de incorporação de lipídios em vesículas e hipertrofia dos enterócitos. Na 

rã touro, a atrofia intestinal ocorreu em resposta à elevação da temperatura, sem 

interrupção da alimentação, e os mecanismos responsáveis não são conhecidos. 

Porém, este efeito pode estar associado a um aumento da concentração plasmática 

de corticosterona nas rãs (B. F. FERNANDES, dados não publicados), o qual 

possivelmente teria o potencial de inibir a síntese e estimular o catabolismo proteico 

na mucosa intestinal (BURRIN et al., 1991; ZALDÚA; NAYA, 2014). O intestino 

apresenta uma elevada taxa metabólica específica (STOREY, 2004) e a diminuição 

da massa intestinal teria o potencial de contribuir para uma redução do gasto 

energético. Além disso, a atrofia aumentaria a disponibilidade de aminoácidos no 

sangue, os quais poderiam ser usados como precursores na síntese de proteínas e 

carboidratos em outros tecidos do animal (KRAUS-FRIEDMAN, 1988). 

A massa relativa dos rins também é menor nas rãs expostas aos regimes T30 

e T25-30. Os efeitos térmicos na função renal dos vertebrados foram intensamente 

estudados em associação ao papel deste órgão na conservação de água (EVANS, 

2008). Mais recentemente, o conceito de termo-hidro-regulação foi proposto para 

expressar a ideia de que o desempenho dos vertebrados terrestres frente ao 

aquecimento global pode ser alterado ou prejudicado pela desidratação (ROZEN-

RECHELS et al., 2019). Entretanto, no presente estudo as condições eram favoráveis 

à manutenção do balanço hídrico, uma vez que a umidade relativa do ar no interior 

dos baldes provavelmente era elevada e havia uma lâmina de água  sobre a 

plataforma que permitia a absorção de água através da pele nos períodos de emersão 

(TOLEDO; JARED, 1993; UCHIYAMA; KONNO, 2006). A plasticidade dos rins em 

anfíbios também é evidenciada no jejum durante a estivação.  Por exemplo, na rã 
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Cyclorana platycephala observou-se uma redução de 44% da massa renal ao longo 

de sete meses de estivação, quando as células renais teriam diminuído de tamanho 

porém a sua funcionalidade seria mantida, permitindo a conservação de água na 

estação seca (KAYES; CRAMP; FRANKLIN, 2009). Um estudo comparando anfíbios 

estivantes e não-estivantes verificou uma maior plasticidade dos rins associada à ação 

dinâmica específica na retomada da alimentação, quando ocorre um aumento da 

massa do órgão nas espécies mais resistentes ao jejum (SECOR, 2005). Em geral, 

as evidências sugerem que não há um padrão único de regulação da massa renal em 

resposta ao jejum em anfíbios e répteis (MERKLE; HANKE, 1988; NAYA et al., 2010; 

NAYA; VELOSO; BOZINOVIC, 2008; TRACY; DIAMOND, 2005). Na rã touro, o 

mecanismo ativado pela temperatura alta que teria levado à redução da massa renal 

é desconhecido, contudo, é possível que envolva um efeito modulador dos processos 

de síntese e degradação proteica também no tecido renal.  

Em contraste com o intestino e os rins, a ausência de diferenças da massa 

relativa do ventrículo cardíaco das rãs sugere que um provável efeito do estresse 

térmico sobre as taxas de síntese e degradação de proteínas foi seletivo e não ocorreu 

no coração.  Diversos estudos com comparações intra e interespecíficas indicam que 

a massa do ventrículo cardíaco é um dos fatores relacionados com a capacidade 

aeróbica e a tolerância térmica (ANTTILA et al., 2013; BENNETT; HUEY; JOHN-

ALDER, 1984; HILLMAN, 1976; PÖRTNER; BOCK; MARK, 2017). Por exemplo, no 

salmão do Atlântico Salmo salar, os indivíduos que possuem maior massa ventricular 

também apresentam maior tolerância a temperaturas elevadas, devido à capacidade 

do coração de gerar um volume sistólico maior e de atender ao aumento de demanda 

dos tecidos (ANTTILA et al., 2013). No entanto, a aclimatação térmica associada a 

mudanças metabólicas sazonais nem sempre é acompanhada  de alteração  da 

massa ventricular e o desempenho cardíaco por vezes é mantido durante períodos de 

menor atividade (NAYA; VELOSO; BOZINOVIC, 2008; SECOR, 2005; TRACY; 

DIAMOND, 2005). Na rã touro, a ausência de diferenças da massa ventricular seria 

uma evidência de que a capacidade funcional do coração encontra-se preservada, 

mas não aumentada, em condições de temperatura elevada. 

A massa relativa do fígado e dos corpos gordurosos das rãs também não difere 

nos regimes térmicos. O fígado é um importante órgão de armazenamento de proteína 

solúvel e substratos e é um centro de conversão de substratos de alta energia, de 

modo que a sua massa pode se alterar com as mudanças no conteúdo de substratos 
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(WITHERS; HILLMAN, 2001). Peixes antárticos apresentaram cerca de 40% de 

redução da massa hepática após exposição a temperaturas elevadas por 60 dias, 

sugerindo que a quantidade de alimento ingerido não foi suficiente para atender ao 

aumento da demanda metabólica (WINDISCH et al., 2014). Nas carpas, a massa do 

fígado aumentou em torno de 15% juntamente com o acúmulo de glicogênio na fase 

que antecede a hipóxia de inverno (VORNANEN; STECYK; NILSSON, 2009). No 

presente estudo, o acúmulo de glicogênio no fígado das rãs do grupo T30 não causou 

uma alteração detectável da massa do órgão, possivelmente porque o teor lipídico é 

ligeiramente menor neste grupo e contrabalançou parcialmente o aumento do teor de 

glicogênio (Tabelas 3 e 4). Os corpos gordurosos constituem a principal reserva 

lipídica dos anfíbios, além de pequenos depósitos na carcaça e em tecidos do corpo, 

especialmente músculos, fígado e órgãos reprodutivos, os quais são utilizados para 

atender às variações de demanda energética (BYRNE; WHITE, 1975; FITZPATRICK, 

1976). Flutuações sazonais da massa dos corpos gordurosos refletem as alterações 

do seu conteúdo lipídico em épocas de reprodução, dormência, jejum prolongado e 

metamorfose, porém, em muitos casos os corpos gordurosos parecem ser 

preferencialmente reservados para a reprodução (BRADFORD, 1983; BRENNER, 

1969; FITZPATRICK, 1976; MIZELL, 1965; SMITH, 1954, 1950). Na rã touro, o teor 

lipídico do músculo esquelético e do fígado também não se alterou com a exposição 

a temperaturas elevadas, sugerindo que os estoques lipídicos em geral não foram 

mobilizados durante o estresse térmico. Este resultado, em conjunto com o acúmulo 

de glicogênio no fígado, indica que a quantidade de alimento ingerido e de nutrientes 

absorvidos foi adequada ao metabolismo das rãs. 

4.3. Reorganização do metabolismo de carboidratos em 
temperatura elevada 

Os resultados indicam que a exposição a temperaturas elevadas desencadeou 

ajustes importantes no metabolismo de carboidratos das rãs. No músculo esquelético 

observou-se uma maior atividade das enzimas PK e LDH e uma menor concentração 

de glicogênio e maior de glicose livre, sugerindo ativação da glicogenólise e aumento 

do uso de glicose como fonte de energia no tecido. Em anfíbios e répteis, a ativação 

da glicogenólise e da glicólise resulta em maior liberação de energia para a contração 

muscular na atividade de alta intensidade e curta duração (BENNETT, 1978, 1982; 
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CUMMINGS, 1979; FOURNIER; GUDERLEY, 1993; GLEESON, 1982, 1991; 

GLEESON; DALESSIO, 1989; MOBERLY, 1968; NAVAS; GOMES; CARVALHO, 

2008; PETERSEN; GLEESON, 2007; TAIGEN; EMERSON; POUGH, 1982). Na rã-

touro, observações comportamentais indicam que a exposição à temperatura elevada 

não foi acompanhada de aumento da atividade locomotora no interior dos baldes (B. 

F. FERNANDES, dados não publicados). Assim, é possível que o aumento de 

temperatura tenha elevado o custo de manutenção do tecido muscular no repouso, 

sem alterar o padrão de inatividade característico das rãs. Um aumento da atividade 

de enzimas glicolíticas no músculo em resposta ao estresse térmico também foi 

observado em outros ectotermos (FEDER, 1983) e, de modo geral, os animais utilizam 

primeiramente o glicogênio muscular como fonte de energia e posteriormente o 

glicogênio hepático (LERMEN et al., 2004).  

O aumento do catabolismo de glicogênio no músculo das rãs em exposição à 

temperatura elevada não está associado a um aumento da GPtotal, indicando que o 

ajuste ocorreu por meio de um aumento da forma ativa de moléculas pré-existentes 

da enzima. Entretanto, a GPa apresentou valores baixos e erráticos, possivelmente 

porque as rãs se encontravam em repouso (MOMMAERTS; VEGH; HOMSHER, 

1975). A regulação da GP envolve diferentes estímulos e, no músculo esquelético, a 

epinefrina e a contração muscular desempenham um importante papel na ativação da 

enzima, desencadeando uma elevação da concentração de Ca2+ citoplasmático e de 

AMP que resultam no aumento da GPa (AGIUS, 2015). O músculo esquelético de 

anuros se caracteriza por contrações rápidas e uma elevada capacidade anaeróbia 

(GERAGHTY; KAUFER, 2015; PUTNAM; BENNETT, 1983), entretanto, a razão 

PK:LDH em torno de 1,5 no músculo da rã touro em todos os regimes térmicos indica 

um potencial maior de formação de piruvato em relação ao potencial de redução de 

piruvato à lactato. Esta característica, embora incomum na maioria dos tipos 

musculares esqueléticos de anfíbios, foi observada em outros anuros (CARVALHO, 

2004; MENDIOLA; MOLINA; DE COSTA, 1991). Porém, não há dados conclusivos a 

respeito do possível papel da atenuação do fluxo glicolítico no sentido da produção de 

lactato. 

Em contraste, no fígado das rãs expostas a temperaturas altas observou-se 

uma menor atividade da GPa e da PK juntamente com acúmulo de glicogênio, sem 

alteração do teor de glicose livre, sugerindo inibição da degradação de glicogênio e 

do uso de glicose como fonte de energia para o tecido. Os padrões distintos de 
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resposta no músculo e no fígado refletem os diferentes papéis desempenhados por 

estes órgãos, além de diferenças na regulação das etapas envolvidas no metabolismo 

de carboidratos. A inibição da glicogenólise no fígado está associada a menor 

atividade GPa e ausência de alteração da GPtotal, reforçando a ideia de que a 

regulação da glicogenólise na rã-touro ocorre por interconversão das formas ativa e 

inativa de moléculas pré-existentes da enzima (AGIUS, 2015). As evidências de 

aumento da proteólise no intestino e nos rins, juntamente com o aumento da 

glicogenólise no músculo esquelético, sugerem um aumento da disponibilidade de 

aminoácidos e lactato na corrente sanguínea, que teriam sido usados como 

precursores na gliconeogênese hepática. Os altos níveis de corticosterona também 

podem ter atuado na ativação desta via  (HANKE; NEUMANN, 1972; LANGE; HANKE, 

1988) e a glicose resultante provavelmente foi usada na síntese de glicogênio. A 

menor atividade da PK sugere inibição da glicólise hepática e pode ser consequência 

do acúmulo de alanina no tecido, gerado pela degradação das proteínas. A alanina 

sofre transaminação originando piruvato, que é transformado em oxalacetato e este 

em fosfoenolpiruvato, que segue para a via gliconeogênica e consequente formação 

de glicose. Assim, a inibição da PK inibe a reconversão de fosfoenolpiruvato em 

piruvato (MARZZOCO; TORRES, 2020). Em peixes e anfíbios, postula-se que o 

aumento do estoque de glicogênio hepático confere uma maior resistência à hipóxia 

e também uma maior resistência ao calor, uma vez que os carboidratos podem ser 

metabolizados em condições de hipoxemia induzida pelo calor (HANKE; NEUMANN, 

1972; MOON; JOHNSTON, 1980; SCAPIN; DI GIUSEPPE, 1994; WINDISCH et al., 

2011, 2014; YANG; CAO; FU, 2015). Na truta, a exposição à temperatura alta em 

regime cíclico durante 24 h resultou em diminuição do glicogênio hepático, porém o 

estoque foi restabelecido após 3 dias de exposição (CALLAGHAN et al., 2016). Estes 

autores propuseram que, com o prolongamento do tempo de exposição e a repetição 

dos ciclos, os ajustes metabólicos na truta tenderiam a um acúmulo de substratos no 

fígado em preparação para condições térmicas mais severas e mais duradouras. O 

acúmulo de glicogênio no fígado da rã-touro após 20 dias de exposição a altas 

temperaturas reforça esta interpretação. 

No ventrículo cardíaco, as atividades PK e LDH são similares entre os regimes 

térmicos, sugerindo que o tecido manteve a capacidade de utilização de glicose e 

lactato em condições de temperaturas elevadas. A atividade da LDH é menor no 

coração da rã touro em comparação a outros ectotermos e endotermos estudados, 
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indicando um potencial relativamente menor de reconversão de lactato da corrente 

sanguínea em piruvato e de utilização de lactato na produção aeróbia de energia 

(DRIEDZIC; GESSER, 1994; GLEESON, 1991, 1996). Adicionalmente, a razão 

PK:LDH do tecido é relativamente alta e similar nos regimes térmicos (média= 1,2), 

indicando um potencial maior de formação de piruvato a partir de glicose do que de 

oxidação do lactato sanguíneo. Valores maiores do que 1,0 para a razão PK:LDH no 

coração são relativamente incomuns e enfatizam uma preferência do tecido por 

carboidrato na produção aeróbia de energia, possivelmente devido ao maior 

rendimento de energia por mol de O2 com carboidrato. Alguns exemplos incluem 

mamíferos de altitudes elevadas e peixes amazônicos, ambos altamente tolerantes à 

hipóxia (CHIPPARI-GOMES et al., 2005; HOCHACHKA, 1992; HOCHACHKA et al., 

1983) e o beija-flor, cujo tecido cardíaco apresenta uma excepcional capacidade 

aeróbia (SUAREZ; BROWN; HOCHACHKA, 1986). 

Não há evidências de alteração da sensibilidade térmica (Q10) das enzimas 

GPtotal, PK e LDH nos tecidos, na faixa de temperatura analisada. Portanto, as 

diferenças de atividade enzimática entre os regimes térmicos provavelmente refletem 

expressão gênica diferencial e mudanças na concentração da enzima. É possível que 

o tempo de exposição e a temperatura máxima nos regimes térmicos aos quais as rãs 

foram expostas não tenham sido suficientes para induzir modificações na estrutura 

tridimensional das enzimas (STOREY, 2004).  

4.4. Redução da capacidade aeróbia em temperatura elevada 

Os resultados mostram uma menor atividade CS no ventrículo cardíaco no 

grupo T30, indicando uma diminuição do potencial de fosforilação oxidativa no tecido 

da rã touro expostas a temperaturas elevadas. O mesmo efeito foi observado no 

coração do peixe Perca fluviatilis, exposto a temperaturas superiores a 30oC 

(EKSTRÖM et al., 2017). Os efeitos térmicos no coração são determinantes 

importantes da tolerância térmica dos animais, devido ao importante papel que este 

órgão desempenha em fornecer oxigênio e nutrientes aos tecidos (FARRELL, 2002; 

FARRELL et al., 2009; KEEN; GAMPERL, 2012; WANG; OVERGAARD, 2007). O 

coração é o tecido que apresenta a mais alta capacidade aeróbia nos vertebrados 

(MOYES; HOOD, 2003) e, em muitos ectotermos, a respiração mitocondrial cardíaca 

diminui quando a temperatura ambiental se aproxima do limite crítico superior, 
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comprometendo o desempenho do órgão e a sobrevivência do animal (HILTON; 

CLEMENTS; HICKEY, 2010; IFTIKAR; HICKEY, 2013; PÖRTNER; BOCK; MARK, 

2017). Essa menor atividade mitocondrial em altas temperaturas é atribuída a diversos 

fatores, como a redução da eficiência de fosforilação oxidativa devido ao aumento do 

vazamento de prótons na membrana mitocondrial, a incapacidade de aumentar a 

atividade dos complexos respiratórios e a formação de espécies reativas de oxigênio 

e subprodutos do metabolismo anaeróbio (CHUNG; SCHULTE, 2015; FREDERICH; 

PÖRTNER, 2000; HILTON; CLEMENTS; HICKEY, 2010; IFTIKAR; HICKEY, 2013; 

MICHAELSEN; FAGO; BUNDGAASRD, 2021; SOMMER; KLEIN; PÖRTNER, 1997; 

STROBEL et al., 2013). Assim, a menor atividade CS no coração das rãs do grupo 

T30 indica um possível gargalo para as etapas posteriores do processo de oxidação 

de substratos no ciclo de Krebs em temperaturas mais altas. Em contraste, diferenças 

interindividuais de capacidade aeróbica máxima na rã Rana catesbeiana (= Lithobates 

catesbeianus) estão relacionadas com a massa ventricular e a concentração de 

hemoglobina (WALSBERG; LEA; HILLMAN, 1986). Essas características individuais 

possivelmente interagem com os efeitos térmicos e modulam o seu impacto na função 

cardíaca das rãs. 

Apesar da menor atividade CS cardíaca no regime T30, a razão entre as 

enzimas PK:CS e LDH:CS é igualmente elevada em T23, T30 e T25-30 (média dos 

regimes= 6,4 e 5,6, respectivamente). Este resultado indica que o tecido cardíaco das 

rãs em exposta a temperaturas altas conserva um elevado potencial de utilização de 

piruvato e lactato na oxidação mitocondrial. Uma razão LDH:CS elevada no tecido 

cardíaco também foi observada em Rana pipiens (aproximadamente 11,5), mas não 

constitui um padrão entre os anuros conforme indicam os valores mais baixos 

(aproximadamente 2,7 no verão) reportados para Hypsiboas prasinus (DRIEDZIC et 

al., 1987; KISS et al., 2009). Possivelmente esta diferença se relaciona ao hábito de 

vida de cada espécie. 

 A atividade CS no fígado é menor nas rãs expostas a temperaturas elevadas, 

tanto no regime constante quanto no cíclico, indicando uma inibição da capacidade 

oxidativa do tecido. Uma redução da atividade CS no fígado também foi observada na 

truta (Oncorhynchus mykiss) exposta a temperaturas elevadas e abaixo do limite 

crítico, em regime cíclico, durante três dias (CALLAGHAN et al., 2016). A redução da 

capacidade aeróbia do fígado pode influenciar diretamente a taxa de síntese de 

proteínas no órgão.  O custo energético da síntese proteica corresponde a 12% do 
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consumo de O2 nos hepatócitos de sapos (FUERY; WITHERS; GUPPY, 1998) e 36% 

nos hepatócitos de tartarugas  (LAND; BUCK; HOCHACHKA, 1993). Um exemplo que 

interconecta essas evidências é a observação de que a taxa de síntese proteica 

diminui no fígado de peixes sapo expostos a temperaturas elevadas 

(HASCHEMEYER; MATHEWS, 1982). Além deste efeito, o estresse térmico causou 

alterações morfológicas deletérias nos hepatócitos do peixe Megalobrama 

amblycephala e da rã Quasipa spinosa, como perda de matriz e de cristas 

mitocondriais e danos nas membranas externas e internas da organela, as quais 

resultam em  maior produção de ROS, estresse oxidativo e disfunção mitocondrial 

(LIU et al., 2016, 2018). 

 A razão LDH:CS é alta no fígado e aumenta com a inibição da CS em 

temperaturas elevadas, indicando uma redução do metabolismo aeróbio e a 

manutenção de um alto potencial de conversão de lactato a piruvato. Esta 

característica dá suporte à ideia de um importante papel do tecido na gliconeogênese 

a partir de lactato sanguíneo, favorecendo o acúmulo de glicogênio no fígado das rãs 

expostas a temperaturas elevadas. A alta razão HOAD:CS nos hepatócitos sugere 

que a atividade HOAD produz acetil-CoA em excesso com respeito à capacidade de 

oxidação deste composto nas mitocôndrias e que, portanto, o fígado pode ser um 

importante sítio cetogênico nas rãs (NELSON; COX, 2013). 
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5. CONCLUSÕES 

O presente estudo revelou efeitos semelhantes da exposição de rãs touro a 

temperatura elevadas nos regimes constante e cíclico. Este resultado possivelmente 

se deve ao estresse causado por temperaturas máximas em torno de 30 °C nos dois 

regimes, o qual teria ativado respostas regulatórias persistentes no regime cíclico e 

similares às observadas no regime constante, e também às altas taxas de 

aquecimento e baixas de resfriamento da água no sistema experimental. Assim, o 

sistema de circulação de água se mostrou adequado ao estudo proposto e ajustes 

metodológicos poderão contribuir para expandir a investigação de eventuais 

diferenças entre os dois regimes. Dentre os efeitos observados destaca-se a 

manutenção da ingestão de alimento nas rãs em condições de temperaturas altas, 

juntamente com evidências de atrofia do intestino médio e dos rins.  A redução da 

massa dos órgãos em condições que não envolveram jejum sugere a importância de 

ajustes seletivos do metabolismo proteico e do custo energético de manutenção 

destes órgãos.  A ausência de alteração da massa dos corpos gordurosos e do teor 

lipídico do músculo esquelético e do fígado, por sua vez, indica que a compensação 

metabólica à elevação da temperatura não envolveu mobilização dos estoques 

lipídicos nas rãs e teria sido feita, em grande parte, às custas da alimentação. No 

músculo esquelético, porém, o menor teor de glicogênio e a maior atividade de 

enzimas glicolíticas evidenciam um aumento do uso de glicose como fonte de energia, 

possivelmente associado a um aumento do custo de manutenção do tecido no 

repouso.  

Em contraste, o acúmulo de glicogênio no fígado das rãs expostas a altas 

temperaturas por 20 dias, junto às evidências de inibição da glicogenólise e da 

glicólise no tecido, sugerem um importante papel dos carboidratos na tolerância a altas 

temperaturas e uma potencial redução da capacidade aeróbia nas rãs. A menor 

atividade CS no ventrículo cardíaco e no fígado das rãs em altas temperaturas dá 

suporte a essa ideia uma vez que constitui um forte indício de diminuição do potencial 

de fosforilação oxidativa nestes tecidos, com prejuízos para importantes funções e 

processos tais como o fornecimento de oxigênio e nutrientes aos tecidos e o 

metabolismo lipídico e proteico. Por fim, o comportamento de algumas enzimas 

analisadas nas temperaturas de 23 e 30 °C sugere que as diferenças de atividade 
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entre os regimes térmicos não envolvem alteração de sensibilidade térmica (Q10) e 

possivelmente refletem expressão gênica diferencial das enzimas. 
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ANEXO 

Anexo 1 - Velocidade enzimática máxima (µmol·g tecido-1) das enzimas PK, LDH, 
GPtotal e fração ativa de (%GPa), CS e HOAD de músculo esquelético (tríceps 
femoral), músculo cardíaco (ventrículo cardíaco) e fígado de L. catesbeianus 
submetida a diferentes tratamentos térmicos em ensaio de 23 ºC e 30 ºC para os 
músculos ou apenas à 23 ºC para o fígado.  
                

  Regime térmico 

F ou H P   T23 T30 T25-30 

Músculo esquelético (tríceps femoral) 

PK 23 ºC 252 ± 46 
(6) 

317 ± 48 
(6) 

280 ± 35 
(7) 

F2,16 = 3,449 0,057 

 30 ºC 335 ± 63 a 
(6) 

436 ± 68 b 
(6) 

428 ± 69 ab 
(7) 

F2,16 = 4,239 0,033 

 Q10 1,5 ± 0,3 
(6) 

1,6 ± 0,3 
(6) 

1,9 ± 0,4 
(7) 

F2,16 = 1,854 0,189 

LDH 23 ºC 169 ± 26 a 
(6) 

204 ± 25 b 
(6) 

173 ± 14 ab 
(6) 

F2,15 = 4,697 0,026 

 30 ºC 303 ± 54 
(6) 

344 ± 39 
(6) 

321 ± 29 
(6) 

F2,15 = 1,419 0,273 

 Q10 2,3 ± 0,4 
(6) 

2,11 ± 0,1 
(6) 

2,5 ± 0,4 
(6) 

F2,15 = 1,851 0,192 

GPtotal 23 ºC 3,6 ± 0,6 
(6) 

4,1 ± 1,1 
(7) 

3,9 ± 0,6 
(7) 

F2,17 = 0,474 0,630 

 30 ºC 4,4 ± 0,7 
(6) 

4,6 ± 0,8 
(7) 

4,5 ± 0,7 
(7) 

F2,17 = 0,126 0,882 

 Q10 1,8 ± 0,3 
(6) 

1,7 ± 0,3 
(7) 

1,7 ± 0,2 
(7) 

F2,17 = 0,362 0,701 

Ventrículo cardíaco 

PK 23 ºC 97,3 ± 18,3 
(6) 

90,2 ± 7,8 
(7) 

102,3 ± 10,6 
(7) 

F2,17 = 1,599 0,231 

 30 ºC 142,4 ± 28,2 
(6) 

139,1 ± 12,4 
(7) 

148,2 ± 11,3 
(7) 

F2,17 = 0,443 0,649 

 Q10 1,72 ± 0,12 
(6) 

1,87 ± 0,20 
(7) 

1,72 ± 0,23 
(7) 

F2,17 = 1,330 0,293 

LDH 23 ºC 86,6 ± 15,8 
(6) 

78,7 ± 15,7 
(7) 

84,9 ± 6,6 
(7) 

F2,17 = 0,547 0,588 

 30 ºC 117,9 ± 21 
(6) 

107,6 ± 24,5 
(7) 

133,0 ± 19,5 
(7) 

F2,17 = 2,391 0,122 

 Q10 1,6 ± 0,37 
(6) 

1,6 ± 0,42 
(7) 

1,9 ± 0,40 
(7) 

F2,17 = 1,390 0,276 

CS 23 ºC 16,3 ± 1,6 a 
(6) 

13,5 ± 1,0 b 
(7) 

15,0 ± 2,6 ab 
(7) 

H2 = 6,821 0,026 

 30 ºC 22,0 ± 1,4 a 
(6) 

18,7 ± 1,0 b 
(7) 

22,0 ± 3,7 ab 
(7) 

H2 = 7,555 0,016 

 Q10 1,56 ± 0,21 
(6) 

1,61 ± 0,14 
(7) 

1,69 ± 0,16 
(7) 

F2,17 = 0,934 0,402 

(continua) 
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Anexo 1 - Velocidade enzimática máxima (µmol·g tecido-1) das enzimas PK, LDH, 
GPtotal e fração ativa de (%GPa), CS e HOAD de músculo esquelético (tríceps 
femoral), músculo cardíaco (ventrículo cardíaco) e fígado de L. catesbeianus 
submetida a diferentes tratamentos térmicos em ensaio de 23 ºC e 30 ºC para os 
músculos ou apenas à 23 ºC para o fígado. 

              (conclusão) 

  Regime térmico 

F ou H P   T23 T30 T25-30 

Fígado 

PK 23 ºC 23,2 ± 3,7 a 
(6) 

16,4 ± 3,8 b 
(6) 

18,7 ± 3,5 ab 
(7) 

F2,16 = 5,310 0,017 

LDH 23 ºC 40,1 ± 5,3 
(6) 

43,5 ± 5,0 
(7) 

41,6 ± 8,4 
(7) 

F2,17 = 0,459 0,640 

CS 23 ºC 1,8 ± 0,5 
(5) a 

1,2 ± 0,2 
(7) b 

1,14 ± 0,2 
(6) b 

F2,16 = 7,247 0,004 

HOAD 23 ºC 26,3 ± 6,7 
(6) 

21,6 ± 2,9 
(7) 

24,1 ± 6,4 
(7) 

H2 = 1,735 0,437 

GPtotal 23 ºC 1,6 ± 0,4 
(6) 

1,4 ± 0,3 
(7) 

1,4 ± 0,2 
(7) 

F2,17 = 0,646 0,537 

%GPa 23 ºC 73 ± 8 a 
(6) 

61 ± 5 b 
(7) 

62 ± 10 ab 
(7) 

F2,17 = 4,265 0,031 

Os valores representam a média e o desvio padrão. P refere-se aos testes de ANOVA ou Kruskal-Wallis 
entre os diferentes tratamentos térmicos. a e b representam grupos significantemente diferentes 
(P<0,05).  

 


