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RESUMO 

COSTA, M.I.C. Caracterização cinética e molecular da (Na+, K+)-ATPase do tecido branquial 

de Callinectes danae submetido a estresse pelo cobalto. 95p. Dissertação de Mestrado – 

Faculdade de Filosofia Ciências e Letras de Ribeirão Preto, Universidade de São Paulo, 2022. 

 

A poluição por metais é uma preocupação para a saúde dos ambientes marinhos devido a 

ampla aplicabilidade, e o Callinectes danae é uma das espécies de caranguejos recomendadas 

como biomonitor ambiental, capaz de fornecer respostas biológicas em áreas contaminadas. O 

cobalto é um metal essencial em alguns processos celulares e, como não é regulado nos 

crustáceos decápodes, pode biomagnificar ou bioacumular na cadeia trófica. O tecido 

branquial é o primeiro órgão em contato com poluentes externos. Assim, a (Na+, K+)-ATPase 

branquial pode ser usada como sistema modelo na investigação dos efeitos tóxicos de íons 

metálicos. Esse trabalho faz parte da linha de pesquisa “(Na+, K+)-ATPase como marcador 

molecular da adaptação dos crustáceos a ambientes de diferentes salinidades” e tem como 

objetivo avaliar o efeito do íon cobalto na atividade K+-fosfatase da (Na+,K+)-ATPase do 

tecido branquial de C. danae usando o substrato sintético p-nitrofenil fosfato.  Estudos 

anteriores confirmam que esse substrato possui uma estrita correlação com o ATP, substrato 

fisiológico, na atividade da (Na+, K+)-ATPase. Além disso, a utilização desse substrato 

sintético resulta em procedimentos experimentais mais simples comparados ao substrato 

fisiológico. Os resultados obtidos nesse trabalho revelaram que o cobalto estimula a atividade 

K+-fosfatase da enzima em substituição ao magnésio. Entretanto, o cobalto inibe a atividade 

K+-fosfatase da enzima quando na presença de magnésio. Comparada com o magnésio (K0,5= 

2,98  0,59 mmol L-1) a afinidade da enzima pelo cobalto é cerca de 4 vezes maior (K0,5= 0,60 

 0,23 mmol L-1).  O magnésio consegue deslocar o cobalto ligado à enzima até 

concentrações menores que 2 mmol L-1. O cobalto não interfere na inibição da atividade K+-

fosfatase da enzima pelo sódio (IC50 16 mmol L-1), nem a inibição pela ouabaína (KI  2 

mmol L-1).     

 

Palavras-chave: (Na+, K+)-ATPase, Callinectes danae, Cobalto, Metais Pesados   
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1. INTRODUÇÃO  

  1.1.   (Na+, K+)-ATPase 

As ATPases do tipo P (Figura 1) constituem uma superfamília de bombas catiônicas e 

lipídicas (Palmgren, Nissen, 2011), envolvidas no transporte de íons através das membranas 

biológicas, incluindo Na+, K+, Ca2+, H+, Mg2+, Cu2+, Zn2+ (Geering, 2000; Clarke, 2009). 

Também são reconhecidas pela formação de um intermediário fosforilado, onde o grupo 

fosfato γ da molécula de ATP se liga, temporariamente, a um resíduo de aspartato (D376) 

encontrado na sequência conservada DKTGT(I/L) como parte de seu mecanismo de reacão 

(Gueering, 2000; Clarke, 2009; Bublitz et al., 2010; Palmgren, Nissen, 2011; Chourasia, 

Sastry, 2012). 

A primeira bomba descoberta foi a (Na+, K+)-ATPase (EC 3.6.1.37), também conhecida 

como adenosina trifosfatase estimulada por sódio e potássio, uma proteína integral de 

membrana da família PIIc (Clarke, 2009; Palmgren, Nissen, 2011). Nas células animais a 

(Na+, K+)- ATPase é responsável por manter ativamente gradientes  eletroquímicos de Na+ e 

K+ através da membrana biológica (Gueering, 2006; Clarke, 2009; Azarias et al., 2013; 

Cornelius, Tsunekawa, Toyoshima, 2018) necessários para uma variedade de funções 

fisiológicas (Cornelius, Tsunekawa, Toyoshima, 2018).  

Figura 1- Estrutura das ATPases do grupo II 

 

Fonte: Bublitz et al., 2010. 
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A enzima transporta simultaneamente três Na+ do meio intracelular para o meio 

extracelular e dois K+ em sentido oposto, em um processo acoplado à hidrólise do fosfato γ da 

molécula de ATP (Jorgensen, Pedersen, 2001; Shinoda et al., 2009; Bublitz et al., 2010; 

Palmgren, Nissen, 2011; Apell, 2017). Esse transporte iônico assimétrico gera uma força 

eletromotriz que é essencial para a viabilidade celular, sendo responsável por vários processos 

fisiológicos fundamentais, como regulação do volume celular, transmissão do impulso 

nervoso, manutenção da termogênese, regulação do pH, transporte ativo secundário e 

equilíbrio iônico (Jorgensen, Pedersen, 2001; Faller, 2008; Poulsen et al., 2010; Zheng et al., 

2011; Aperia, 2012; Clarke et al., 2013; Clausen, Hilbers, Poulsen, 2017; Zoroddua et al., 

2019) 

A (Na+, K+)-ATPase  nativa (Figura 2)  é um heterodímero ternário constituído por duas 

cadeias peptídicas: a subunidade α, responsável pela atividade catalítica, a subunidade β que é 

altamente glicosilada e, em algumas células, apresenta ainda o peptídeo da família das 

proteínas FXYD, a subunidade γ (Kaplan, 2002; Morth et al., 2007; Geering, 2008; Poulsen et 

al., 2010; Li, Langhans, 2015; Clausen, Hilbers, Poulsen, 2017). 

A subunidade α, com Mr 110 kDa (Figura 3) é a subunidade catalítica, responsável 

pelas atividades de transporte da enzima, apresentando os sítios de ligação do ATP, de 

fosforilação e resíduos de aminoácidos que são essenciais para a ligação dos íons sódio e 

potássio (Geering, 2000; 2008; Kaplan, 2002; Jorgensen, Hakansson, Karlish, 2003; 

Horisberger, 2004; Capendeguy, Horisberger, 2005; Li, Langhans, 2015). Esta subunidade 

apresenta, aproximadamente, 1000 resíduos de aminoácidos, arranjados em 10 segmentos 

transmembrana (M1 a M10) formando uma α-hélice cujas as extremidades N- e C-terminal 

estão voltadas para o meio intracelular formando alças intra- e extracelulares (Kaplan, 2002; 

Jorgensen, Hakansson, Karlish, 2003; Toustrup-Jensen, Vilsen, 2005). 

As alças citoplasmáticas da subunidade catalítica estão dispostas em três domínios 

principais: o domínio A (âncora ou atuador), o domínio P (fosforilação) e o domínio N, 

(nucleotídeo) (Horisberger, 2004; Toustrup-Jensen, Vilsen, 2005; Bublitz et al., 2010; 

Palmgren, Nissen, 2011).  O domínio âncora é composto pela alça citoplasmática entre os 

segmentos M2-M3 que contém o motivo TGES envolvido na desfosforilação da enzima e que 

atua como regulador exercendo um papel essencial na afinidade da (Na+, K+)- ATPase pelo 

ATP (Kaplan, 2002; Martin, 2005; Morth et al., 2009).  O domínio P e o domínio N estão 

posicionados na mesma alça citoplasmática entre os segmentos M4-M5. Neles estão 

localizados, respectivamente, os resíduos de aminoácidos importantes para a ligação do ATP 
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à enzima e o resíduo de aspartato que é fosforilado durante o ciclo reacional (Kaplan, 2002; 

Bublitz et al., 2010; Palmgren, Nilsen, 2011).  

 

Figura 2 - Estrutura molecular do complexo (Na+, K+) –ATPase αβγ 

 

As subunidades α e β estão representadas na forma de fita, em vermelho na extremidade C-

terminal e em azul na extremidade N-terminal. A subunidade FXYD está representada em 

roxo na parte posterior da figura. Três Na+ ligados na região intramembrana (I, II, III) e um na 

região citoplasmática são mostrados em círculos rosas. Fonte: Kanai et al.;2013. 
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Figura 3 - Topologia da subunidade  com 10 hélices transmembrana 

 

Fonte: Bublitz et al., 2010. 

 

A subunidade β atravessa a membrana plasmática apenas uma vez apresentando o 

domínio N-terminal voltado para o meio intracelular e um domínio C-terminal extracelular 

(Morth et al., 2007; 2011). Esta subunidade é constituída por aproximadamente 300 resíduos 

de aminoácidos e Mr 55 kDa e está associada com as hélices transmembranares 𝛼M7– 𝛼M10. 

Esta subunidade, com cerca de 80% da sua cadeia peptídica voltada para o espaço 

extracelular, apresenta três ligações dissulfeto e é altamente glicosilada conferindo 

estabilidade à (Na+, K+)-ATPase e tornando-a resistente a proteases (Martin, 2005; Morth et 

al., 2007; Li, Langhans, 2015). Além disso, a subunidade β modula a afinidade da enzima 

pelo Na+ e K+ (Blanco, Sánchez, Mercer, 1998) e funciona como uma molécula de adesão 

celular (Rajasekaran et al., 2001; Vagin et al., 2012). Na ausência da subunidade β, a 

subunidade α fica reclusa no retículo endoplasmático indicando que a subunidade β apresenta 

um papel de chaperona (Toustrup-Jensen, Vilsen, 2005). 
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Embora as subunidades  e β constituam a estrutura básica funcional da (Na+, K+)-

ATPase, em alguns organismos a bomba pode estar agregada a um proteolipídeo que se 

associa especificamente ao dímero . Esse peptídeo com cerca de 60 resíduos de 

aminoácidos com Mr ≈ 7 kDa pertencente à família das proteínas FXYD e, nos vertebrados, se 

associa à (Na+,K+)-ATPase de maneira tecido-específica (Cortes et al., 2011; Silva et al., 

2012; Pirkmajer, Chibalin, 2019).  

A família FXYD é um grupo de proteínas pequenas de membrana, sendo caracterizadas 

por um motivo FXYD, dois resíduos de glicina conservados e um resíduo de serina. Estas 

exibem um único segmento transmembranar, localizado adjacente aos segmentos M2-M6-M9 

da subunidade α, em que a parte N-terminal se encontra no meio extracelular e o C-terminal 

no citoplasma (Geering, 2008; Shinoda et al., 2009; Morth et al., 2011; Li, Langhans, 2015). 

A subunidade γ interage de maneira específica com a (Na+, K+)-ATPase, modificando as 

afinidades aparentes da enzima para Na+ , K+ e ATP (Dempski et al., 2008). Além disso, essa 

subunidade modula as propriedades cinéticas e a estabilidade da bomba (Geering, 2006; 2008; 

Li, Langhans, 2015; Pirkmajer, Chibalin, 2019). A interação desse peptídeo com a enzima 

aumenta sua versatilidade e constitui um importante mecanismo de regulação da homeostase 

em peixes e crustáceos (Yang et al., 2019). Esse peptídeo está presente em Callinectes danae 

como componente funcional da (Na+, K+)-ATPase desses invertebrados (Silva et al., 2012).  

Até o momento foram identificadas em vertebrados quatro diferentes isoformas da 

subunidade α (α1 – α4) e três isoformas da subunidade β (β1 – β3), todas codificadas por 

diferentes genes (Blanco, 2005; Jimenez et al., 2010; Azariaz et al., 2013). Cada uma dessas 

isoformas é expressa em um padrão específico nas células (Jimenez, 2010) possuindo 

diferentes afinidades e propriedades cinéticas (Clausen, Hilbers, Poulsen, 2017). Em 

humanos, existe um alto grau de identidade na sequência de aminoácidos entre as isoformas 

da subunidade α (≈85%) enquanto nas isoformas da subunidade β ocorre uma maior 

discrepância (≈37%) com diferentes sítios de glicosilações (Li, Langhans, 2015; Clausen, 

Hilbers, Poulsen, 2017). 

O mecanismo reacional da (Na+, K+)-ATPase é fundamentado em mudanças entre dois 

estados conformacionais principais o E1 e o E2  (Alberts, 1967; Geering, 2000; Kaplan, 2002; 

Clark, 2009). Durante a transição do estado conformacional E1 para o E2, no qual os sítios de 

ligação dos íons mudam de acessíveis ao meio citoplasmático para acessíveis ao meio 

extracelular da célula, a ligação do K+ acelera a desfosforilação da forma E2 (Morth et al., 

2009; Clausen, Hilbers, Poulsen, 2017). Na presença de Na+, a conformação E1 liga-se ao 

ATP com alta afinidade (Kanai et al., 2013; Nyblon et al., 2013). Em contrapartida, na 
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presença de K+ a conformação E2 se liga ao ATP com baixa afinidade (Morth et al., 2007; 

Shinoda et al., 2009). O sítio de ligação de ATP no domínio N, é separado do domínio P onde 

se localiza o sítio de fosforilação. Quando o ATP se liga à conformação E2, pelo qual possui 

baixa afinidade, rapidamente ocorre a transição para a conformação E1 da enzima, que 

apresenta alta afinidade pelo Na+ (Chourasia, Sastry, 2012).  

De acordo com o modelo de Albers-Post, o ciclo catalítico da (Na+, K+)-ATPase  

(Figura 4), se inicia pela ligação de uma molécula de ATP à forma E2 (2K) (etapa 1), na qual 

possui uma baixa afinidade aparente. Nesta conformação, os dois K+ estão ocluídos no 

interior da enzima (Kaplan, 2002). A ligação da molécula de ATP faz com que ocorra uma 

mudança conformacional na enzima que passa do estado E2ATP(2K) para E1ATP2K (etapa 2) 

no qual os K+ estão desocluídos, ocorrendo concomitantemente à reorientação dos sítios de 

ligação dos cátions do meio extracelular para o meio intracelular. Consequentemente, ocorre 

uma diminuição da afinidade por K+ que resulta em sua liberação no citoplasma (etapa 3). A 

liberação do K+ no citoplasma e a sua substituição por dois Na+ originam a forma E1ATP2Na, 

que é muito rápida e controlada por difusão (Apell, 2017). A ocupação do sítio de ligação por 

dois Na+ permite a ligação de um terceiro íon Na+ citoplasmático dando origem à forma 

E1ATP3Na (etapa 4), ocasionando um rearranjo dos segmentos da subunidade catalítica 

(Kaplan, 2002; Kanai et al., 2013). Este rearranjo se propaga para os domínios 

citoplasmáticos levando a disposição adequada do resíduo de aspartato que será fosforilado 

pelo ATP já ligado à enzima (Kaplan, 2002). Após a fosforilação da enzima, que resulta na 

liberação de ADP, ocorre uma transição para a conformação E1P(3Na) (etapa 5), na qual os 

três Na+ permanecem ocluídos. A enzima passa por uma rápida isomerização mudando para a 

forma E2P2Na e libera um íon Na+ para o meio extracelular (etapa 6) (Kaplan, 2002). Devido 

a essa mudança conformacional ocorre uma perda de afinidade da enzima pelo Na+ resultando 

na liberação dos outros dois Na+ para fora da célula (etapa 7). Finalmente, a ligação de dois 

K+ extracelulares (etapa 8) à forma E2P origina a forma E2P2K+ (Ogawa et al., 2015), 

catalisando a desfosforilação da enzima (etapa 9) que retorna à forma E2(2K) reiniciando 

assim o ciclo catalítico (Myers et al., 2011). 

Apesar da especificidade da (Na+, K+)-ATPase pelo o ATP, a enzima também hidrolisa 

substratos sintéticos como o p-nitrofenil fosfato (Furriel, McNamara, Leone, 2001; Masui et 

al., 2005). A utilização de substratos sintéticos, permite uma análise mais simples da 

atividade da enzima, entretanto, não ocorre o transporte de íons ou fosforilação da enzima 

(Furriel, McNamara, Leone, 2001). Embora o mecanismo de hidrólise do p-nitrofenil fosfato 

não esteja completamente elucidado, a forma E2 parece ser a principal envolvida neste 
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processo. Na ausência de Na+, os íons K+ podem ativar a reação nos sítios citoplasmáticos 

correspondentes aos locais de ligação do Na+ na enzima (Glynn, 1985; Masui et al., 2003). 

Tanto o ATP como o p-nitrofenil fosfato são hidrolizados no mesmo sítio da enzima (Furriel, 

McNamara, Leone, 2001) e, essa correlação estrita entre as atividades (Na+,K+)-ATPase e K+-

fosfatase valida o uso desse substrato orgânico em investigações comparativas da atividade 

enzimática (Masui et al., 2003). 

 

Figura 4 - Esquema de Albers-Post 

 
Ilustração do mecanismo descrito acima, o qual foi proposto por Albers-Post. Os íons 

ocluídos estão mostrados entre parênteses. Fonte: Modificado de Kaplan, 2002.  

 

 

A (Na+, K+)-ATPase  pode ser inibida especificamente pela ouabaína, um esteróide 

cardiotônico, que inibe a atividade e o transporte iônico da enzima  (Kaplan, 2002; Crambert 

et al., 2004; Nesher et al., 2007; Cornelius, Mahmmoud, 2009; Cornelius et al., 2011; Khalid 

et al., 2014). Essa afinidade da enzima por esse glicosídeo cardíaco tornou o sítio deste 

inibidor um dos primeiros alvos para o estudo de mutagênese sítio-dirigida (Faller, 2008). A 

ouabaína, encontrada em baixas concentrações nos organismos (Aperia et al., 2016), liga-se 

com alta especificidade à conformação E2P na região extracelular da subunidade catalítica 



10 
 

(Crambert et al., 2004; Nesher et al., 2007; Aperia, 2012) atuando fisiologicamente como 

moduladora da atividade enzimática. A conformação E2P da (Na+, K+)-ATPase  pode ser 

alcançada quando Mg2+ , K+ , ATP , e Pi estão presentes no meio reacional. A enzima 

fosforilada e o inibidor formam um complexo fosfoenzima-ouabaína, denominado E2P 

ouabaína (Figura 5) (Khalid et al., 2014). De acordo com a fosforilação da (Na+, K+)-ATPase, 

existem dois tipos de complexos de ouabaína, que se diferenciam nas características cinéticas 

e no modo de interação de seus sítios de ligação de cátions e ATP (Yatime et al., 2011). 

 

Figura 5 - Representação do complexo E2-P ouabaína 

 

A molécula de ouabaína está representada em verde e vermelho dentro do segmento 

transmembrana. Fonte: Modificado de Yatime et al. (2011). 
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O ortovanadato também inibide as P-ATPases na faixa nanomolar dada a sua estrutura 

tetraédrica ser altamente similar à do fosfato (Fedosova, Cornelius Klodos, 1998; Montes, 

Monti, Rossi, 2012). Esse inibidor se liga covalentemente ao resíduo de aspartato no sítio de 

fosforilação inibindo o ciclo catalítico, mantendo a enzima em um estado semelhante ao E2 

(Fedosova, Cornelius, Klodos, 1998; Montes, Monti, Rossi, 2012), originando um complexo 

enzima-ortovanadato em uma conformação aberta ou fechada (Montes, Monti, Rossi, 2012). 

A (Na+, K+)-ATPase é importante para diversos transportes ativos secundários e é alvo 

de mecanismos reguladores tecido-específicos (Therien, Blostein, 2000; Pirkmajer, Chibalin, 

2019). Essa regulação pode ser local (curto prazo) ou sistêmica (longo prazo), envolvendo 

uma série de fatores complexos (Pressley, Duran, Pierre, 2005; Mijatovic et al., 2007; 

Cornelius, Mahmmoud, 2009). A regulação local pode ser alcançada por meio de efeitos 

diretos no comportamento cinético da enzima através da fosforilação da proteína cinase A 

(PKA), proteína cinase B (PKB), proteína cinase C (PKC), ou da proteína cinase dependente 

de cGMP (PKG) que depende das concentrações intra- e extracelulares de ATP, Na+ e K+ e 

que pode ocorrer de minutos a horas (Blanco, 1998; Therien, Blostein, 2000; Cornelius, 

Mahmmoud, 2009). Já a regulação sistêmica, geralmente ocorre a nível molecular e envolve 

mudanças na transcrição gênica, degradação da proteína, estabilidade e tradução de mRNA 

(Therien, Blostein, 2000; Li, Langhans, 2015; Pirkmajer, Chibalin, 2019). Além disso, a 

enzima pode ser regulada por uma série de moléculas tais como como dopamina, espermina, 

espermidina, putrescina, insulina, aldosterona, entre outras (Phakdeekitcharoen et al., 2011; 

Oubaassine et al., 2012, Salyer et al., 2013). 

1.2.     A osmorregulação nos crustáceos 

Os crustáceos apareceram pela primeira vez no mar primitivo há 600 milhões de anos 

(Barnes, 1990) e, através de processos evolutivos, tornaram-se capazes de habitar ambientes 

terrestres e marinhos, ficando sujeitos a desafios homeostáticos (Thurman, McNamara, 2017). 

A transição desses invertebrados para habitats com alta e/ou baixa salinidade causou 

mudanças na regulação iônica e representa uma das colonizações evolutivas mais desafiadoras 

da história da vida na Terra (Lee et al., 2011). A manutenção desses invertebrados em tais 

habitats descende da evolução adaptativa na regulação osmótica e iônica (Silva et al., 2012). 

Mudanças na salinidade podem causar modificações na estrutura genética da população, na 

fisiologia e biologia geral de espécies individuais (McNamara et al., 2015). Uma transição 

bem sucedida para meios diluídos ou concentrados depende de mecanismos eficientes de 
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captação e secreção de íons (Péqueux, 1995; Freire et al., 2008; Henry et al., 2012; 

McNamara, Faria, 2012). 

Devido à ocupação em diversos ambientes esses invertebrados desenvolveram 

estratégias osmorregulatórias que são classificadas com relação à capacidade de sobrevivência 

em diferentes salinidades e quanto à regulação de seus fluidos corporais (Péquex, 1995). Com 

relação à salinidade, os crustáceos podem ser classificados como estenoalinos ou eurialinos 

(Randall, Burggren, French, 2000; Péquex, 1995). Os estenoalinos não são capazes de tolerar 

grandes variações na salinidade, em contraste com os eurialinos conseguem tolerar grandes 

variações na salinidade do meio externo (Péqueux, 1995). Com relação ao controle dos 

fluidos corporais, os crustáceos podem ser divididos em osmoconformadores e 

osmorreguladores. Nos osmoconformadores, a osmolalidade da hemolinfa é próxima à do 

meio externo, enquanto nos crustáceos osmorreguladores a osmolalidade da hemolinfa é 

distinta daquela do meio externo, podendo ser menor (hiporregulação) ou maior 

(hiperregulação). Os hiperreguladores podem ser classificados em fracos, que não conseguem 

sobreviver em água doce, e em fortes, capazes de manter a osmolalidade da hemolinfa até 

mesmo no ambiente dulcícola (Péqueux, 1995; Lucu et al., 2000). Em geral, a maioria dos 

crustáceos que vivem na água do mar são osmoconformadores e estenoalinos (Onken, 

McNamara, 2002; Lucu, Towle, 2003; Henry et al., 2012).    

O epitélio branquial é o órgão mais operante na osmorregulação dos crustáceos 

(Péqueux, 1995) e está envolvido nas trocas gasosas (Péqueux, 1995), na regulação do 

equilíbrio ácido-base (Henry, Wheatly, 1992) e na excreção de compostos nitrogenados 

(Péqueux, 1995; Weihrauch, Morris, Towle, 2004). Mecanismos coordenados no transporte 

de íons através das brânquias mantêm equilíbrios iônicos e osmóticos da hemolinfa, além de 

compensar as perdas difusivas de íons (Péqueux, 1995; Lucu, Towle, 2003).  Ademais, esse 

órgão é um dos principais locais de absorção de metais tóxicos uma vez que representa uma 

interface seletiva entre o ambiente externo e o interno, levando à distribuição nos órgãos 

internos do caranguejo (Martins et al., 2011; Kumar, Padhi, Satpathy, 2019). Portanto, o 

tecido branquial desempenha um papel importante na toxicologia desses invertebrados (Henry 

et al., 2012). 

As brânquias (Figura 6) encontradas em ambos os lados do cefalotórax dos caranguejos 

normalmente contêm tipos de células que refletem sua capacidade de transporte, variando 

amplamente em sua morfologia (Taylor, Taylor, 1992; Towle et al., 2001). Elas são revestidas 

por epitélios contendo células osmorregulatórias ou ionócitos, incluindo microvilosidades 

apicais, mitocôndrias e dobramentos basolaterais (Lignot et al., 1999). Existem dois tipos 
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funcionais de epitélio nas brânquias: o respiratório que é caracterizado por células finas (1–2 

μm de espessura) e o epitélio de transporte de íons que é caracterizado por células espessas 

que variam entre 10 e 20 μm de espessura (Taylor e Taylor, 1992; Freire et al., 2008; Henry et 

al., 2012). As características das células epiteliais incluem uma superfície de membrana muito 

elaborada particularmente na região basolateral voltada para o fluido corporal (Towle et al., 

2001). Esses dois tipos de células em geral possuem uma distribuição heterogênea entre as 

brânquias, com as células espessas transportadoras de íons mais concentradas nos três pares 

posteriores (Henry et al., 2012).  

 

Figura 6 - Brânquias de Callinectes danae 

 
Callinectes danae sem a carapaça, antes da retirada do tecido branquial. Foto: M.I.C. Costa.  

 

As brânquias posteriores de caranguejos osmorreguladores apresentaram maior 

atividade ATPase ≈75%, sendo específicas para o transporte iônico (Neufeld, Holliday, 

Pritchard, 1980; Holliday, 1985; Siebers et al., 1982; Wanson, Péqueux, Roer, 1984; Harris, 

Santos, 1993). Em parte, isso pode ser justificado devido à maior abundância de mRNA da 

subunidade α em seus extratos totais de RNA (Towle et al. 2001; Weihrauch, Morris, Towle, 

2004).  
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A capacidade osmorregulatória dos crustáceos depende principalmente do fluxo de Na+ 

e Cl- entre o meio externo e a hemolinfa (Péqueux, 1995; Kirschner, 2004). Acredita-se que a 

(Na+, K+)-ATPase, presente na membrana basolateral do epitélio branquial dos crustáceos, 

atua transportando ativamente íons sódio e potássio entre o meio extracelular e a hemolinfa, 

representando a principal força motriz para o estabelecimento de um gradiente eletroquímico, 

que energiza uma variedade de outros transportadores, tais como: trocador Na+,K+/2Cl- apical, 

canais de cloreto basolaterais, canais de K+ apicais e basolaterais, V(H+)-ATPase apical, 

trocador Cl-/HCO3
- apical (Kirschner, 2004; Freire et al., 2008; Sáez, Lozano, Zaldívar-

Riverón, 2009). 

A grande maioria dos crustáceos são amoniotélicos, isto é, excretam a amônia na forma 

de NH4
+ através das brânquias (Weihrauch et al., 1998; 1999) e o processo de excreção mais 

aceito envolve a (Na+, K+)-ATPase (Weihrauch, Morris, Towle, 2004; Freire et al., 2008). 

Independente de ocuparem o ambiente marinho ou de água doce, os principais compostos 

nitrogenados excretados pelos crustáceos estão na forma NH3 e NH4
+ (Weihrauch et al., 

1998).  

Existem vários estudos sobre o papel da (Na+, K+)-ATPase no transporte de NH4
+ 

(Masui et al., 2002; Lucu, Towle, 2003; Weihrauch, Morris, Towle, 2004) mostrando que o 

NH4
+ pode substituir o K+ durante o ciclo catalítico de hidrólise do ATP (Masui et al., 2002). 

Além disso, a estimulação sinérgica por K+ e NH4
+ durante a hidrólise do ATP pela (Na+, K+)-

ATPase, em uma variedade de crustáceos, sugere um papel fisiológico significativo na 

excreção de nitrogênio ativo pelo epitélio branquial (Masui et al., 2002; Gonçalves et al., 

2006; Garçon et al., 2007). A capacidade de um organismo excretar amônia contra o gradiente 

de concentração, provavelmente, está relacionada com a permeabilidade do epitélio branquial. 

Este fator está diretamente relacionado com a habilidade osmorregulatória do animal, quanto 

maior for a permeabilidade do epitélio branquial, mais eficiente o mecanismo de excreção 

(Weihrauch et al., 1999). 

1.4. O siri Callinectes danae 

Dentre as espécies bentônicas que vivem em ambientes estuarinos, os crustáceos são os 

mais utilizados nos estudos (Santos, Coelho, 2000). Os crustáceos formam um grupo de 

sucesso evolutivo, tanto pela quantidade de espécies existentes, como pela diversidade dos 

ambientes que eles ocupam (Fransozo, Negreiros-Fransozo, 1996). Estes invertebrados podem 
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apresentar uma série de adaptações que lhes permitem viver em diferentes habitats (Péqueux, 

1995).   

A fauna Portunidae das Américas é diversificada, com 15 espécies pertencentes ao 

gênero Callinectes, sendo três mais abundantes no Atlântico Ocidental: C. danae Smith, 1869, 

C. sapidus, Rathbun, 1986, e C. ornatus Ordway, 1863 (Melo, 1996). A distribuição desta 

família está relacionada a fatores físicos, químicos e climáticos onde a temperatura e a 

salinidade representam fatores mais importantes (Costa, 1995; Guerin, Stickle, 1997; Chacur, 

1998).   

Callinectes danae Smith, 1869 (Figura 7) é um portunídeo eurialino, distribuído no 

Atlântico Ocidental da Flórida ao sul do Brasil (Melo, 1996), podendo ser encontrado em 

estuários, ambientes de água salobra, com registros de até 75 m de profundidade (Costa, 

Negreiros-Fransozo 1998; Masui et al., 2002). Esta espécie representa um recurso pesqueiro 

em muitas regiões do Brasil, seja pela pesca artesanal ou associada à pesca de camarão 

(Barreto et al., 2006; Sforza et al., 2010). 

Figura 7 - Callinectes danae Smith, 1869 

 
Vista dorsal de um macho adulto. Foto: M.I.C. Costa. 

O siri-azul tem predileção por baixa salinidade e por sedimentos arenosos finos. Os 

Portunídeos, de modo geral, apresentam o hábito de se enterrarem no sedimento para proteção 
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contra predadores e para facilitar a captura de presas ágeis (Schöne, 1961). Apesar dos 

caranguejos serem considerados predadores vigorosos que consomem principalmente bivalves 

e gastrópodes, eles também consomem matéria orgânica em decomposição (Warner, 1977) 

podendo extrai-la do sedimento (Chacur et al., 2000), além disso, utilizam o sedimento como 

auxiliador na digestão (Mantelatto, Christofoletti, 2001). Na baía de Ubatuba, o C. danae é 

frequentemente encontrado na água do mar afetada pelo escoamento de água doce e está 

exposto a salinidades moderadas (25-33‰ S) ao longo de todo o ano (Mantelatto, Fransozo, 

1999). 

Estudos da morfologia das brânquias de C. danae (Figura 8) demonstraram a presença 

de oito pares de brânquias dispostas lateralmente, apresentando grande semelhança com as 

estruturas já descritas para espécies de crustáceos relacionadas (Onken, Riestenpatt, 1998; 

Masui et al., 2009). As brânquias são compostas basicamente por estruturas multilamelares, 

onde cada lamela forma um envelope cuticular com o seu exterior em contato com a água do 

ambiente e o seu interior preenchido pela hemolinfa, que circula através de uma câmara 

formada por células epiteliais uniestratificadas que, dependendo da espécie, apresenta um 

septo intralamelar completo ou parcial (Towle, Kays, 1986; Taylor, Taylor, 1992; Péqueux, 

1995; Onken, Riestenpatt, 1998). Nas membranas apicais, as células do tecido epitelial 

branquial apresentam um grande número invaginações, que aumentam a superfície de contato 

com o meio ambiente. Já a superfície basolateral dessas células, onde está localizada a (Na+, 

K+) -ATPase, é banhada pela hemolinfa e apresenta um grande número de invaginações 

associadas a mitocôndrias (Gilles, Péqueux, 1985; Towle, Kays, 1986; Taylor, Taylor, 1992; 

Péqueux, 1995; Onken, Riestenpatt, 1998). Estas invaginações da membrana associadas a 

mitocôndrias, denominadas "bombas mitocondriais", são características de epitélios 

transportadores de íons (Péqueux, 1995; Onken, Riestenpatt, 1998).  

O epitélio branquial de espécies Callinectes consiste em uma única camada de células 

que revestem a cutícula em ambos os lados das lâmelas branquiais, com células pilares 

formando conexões através do espaço da hemolinfa (Towle, Kays, 1986). As células epiteliais 

delgadas, que atuam nas trocas gasosas, predominam nas brânquias anteriores, enquanto as 

células espessas ou ionócitos, cuja superfície da membrana é altamente amplificada por 

invaginações basolaterais profundas, na qual ocorre o transporte de íons, predomina nas 

brânquias posteriores (Towle, Kays, 1986; Péqueux, 1995). 

Devido às mudanças na salinidade que o C. danae fica exposto ao longo de todo o ano, 

mecanismos eficientes de hiperosmorregulação são necessários para a sua sobrevivência 

(Mantelatto, Fransozo, 1999; Masui et al., 2009). Foi demonstrado que o C. danae possui 
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capacidade hiporregulatória moderada em meios diluídos e baixa capacidade hiporregulatória 

em meios concentrados, sendo essa capacidade osmorregulatória um processo fisiológico 

sustentado pela cinética da (Na+, K+)- ATPase e pela expressão do mRNA (Garçom et al., 

2021).  

 

Figura 8 - Representação esquemática da morfologia das brânquias dos caranguejos 

 

1. Cutícula; 2. Célula principal; 3. Célula pilastra; 4. Espaço da hemolinfa. 5. Septo 

intralamelar. A figura é baseada em estudos de microscopia em Uca sp. Fonte: Onken, 

Riestenpatt (1998). 

 

Callinectes danae é uma das várias espécies de caranguejos recomendadas como 

biomonitor ambiental, capaz de fornecer respostas biológicas em áreas contaminadas (Bordon 

et al. 2012, 2015). A sobrevivência desses invertebrados depende da qualidade ambiental do 

estuário, sendo assim, as concentrações de metais nos tecidos dos siris-azuis devem ser 

monitoradas, já que esta espécie é um recurso pesqueiro importante nas comunidades locais 

(Severino-Rodrigues et al. 2001). 

1.5. Efeito da poluição por metais pesados 
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Os ambientes estuarinos e costeiros são acumuladores de produtos tóxicos provenientes 

de fenômenos naturais e de atividades antrópicas (Henry et al., 2012). Como consequência, os 

organismos são frequentemente expostos a vários poluentes, incluindo uma grande variedade 

de íons metálicos, compostos orgânicos e nanopartículas (Sharma et al., 2014; Pathania et al., 

2016; Caparelli et al., 2019). Especificamente, os metais de transição se destacam como os 

poluentes mais abundantes encontrados em ambientes aquáticos, uma vez que muitos deles 

podem formar compostos com diferentes estados de valência, o que contribui para o potencial 

de toxicidade (Appenroth, 2010). Embora possam atuar como transportadores de elétrons ou 

formar complexos participando como cofatores em inúmeras reações enzimáticas (Duffus, 

2002), a contaminação por metais tornou-se motivo de grande preocupação devido à 

toxicidade inerente aos organismos vivos, potenciais efeitos ecológicos, persistência, não 

degradabilidade, bioacumulação e segurança alimentar pública (Suami et al., 2019). 

“Metais pesados” é definido como um termo coletivo que faz referência a qualquer 

elemento metálico com alta densidade (>5g/cm3), sendo considerado tóxico mesmo em baixas 

concentrações (Duffus, 2002). Entretanto, o termo não pode estar limitado apenas às 

propriedades físicas do elemento, mas também deve-se levar em consideração suas 

propriedades químicas (Duruibe, Ogwuegbu, Egwurugwu, 2007). As interações biológicas 

dos metais são baseadas na ampla gama de potenciais redox (Henry et al., 2012), eles podem 

ser bioacumulados pelos organismos marinhos e até biomagnificados através da cadeia 

alimentar, resultando em altas concentrações nos organismos predadores (Suami et al., 2019). 

Um dos maiores problemas enfrentados no momento é a compreensão e previsão das 

interações desses poluentes e, os estresses naturais que podem causar aos animais (Nimmo, 

Bahner, 1974).  

Alguns metais têm grande importância biológica e são fundamentais para manter várias 

funções importantes nos organismos vivos quando em concentrações fisiológicas necessárias, 

entretanto, podem se tornar um risco à saúde ao exceder determinado limite (Jaishankar et al., 

2014).  Para cada espécie, os metais essenciais possuem uma faixa de concentração 

considerada ótima para o funcionamento metabólico normal do organismo que geralmente é 

determinada pelas concentrações naturais biodisponíveis do metal no habitat e pela 

capacidade homeostática do animal (Van Assche, Van Tilborg, Waeterschoot, 1997). Apesar 

disso, essa capacidade homeostática é limitada, de tal modo que se a concentração externa de 

um metal essencial ser muito elevada ou muito baixa a regulação falhará, ocasionando em 

toxicidade ou deficiência, respectivamente (Janssen, Muyssen, 2001). 
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Alguns elementos metálicos não são regulados por crustáceos decápodes, e possuem 

alto potencial bioacumulativo e biomagnificativo (Rainbow, 1985; 1995). Em contraste, 

alguns íons, como os Cu2+ e Zn2+, estão sujeitos à regulação metabólica nos tecidos desses 

crustáceos (Rainbow, White, 1989; Rainbow, 2002). A absorção dos metais pelos 

invertebrados é considerada um processo passivo, não requerendo gasto de energia (Combs, 

George, 1978; Mason, Jenkins, Sullivan, 1988), e ocorre mediante o consumo de alimentos, 

pelo ar, sedimentos e água, podendo bioacumular com o tempo (Mason, Jenkins, Sullivan, 

1988). A concentração corporal (μg/g) de metal em invertebrados marinhos, que depende da 

estratégia de regulação e é única em cada espécie (Rainbow, 2002), é resultado da diferença 

líquida nas quantidades absolutas (μg) de metal absorvido e perdido pelo corpo, conforme 

este for diluído pelo tecido corporal presente. Qualquer alteração na absorção, perda de metal, 

ou no peso corporal, consequentemente, poderá alterar a concentração do metal no organismo 

(Rainbow, White, 1989; Rainbow, 2002).  

Propriedades físico-químicas como a salinidade, dureza, pH, temperatura, equilíbrio 

termodinâmico e a cinética de complexação, afetam a biodisponibilidade do metal 

(Tchounwou et al., 2012; Magalhães et al., 2015; Atli, 2019).  A biodisponibilidade é um 

conceito bastante abrangente e complexo de definir, podendo incluir a disponibilidade físico-

química no meio de exposição, a demanda real no habitat e o comportamento toxicológico no 

organismo (Reuther, 1999). Um significado mais restrito é descrito por Morton, Hayes, 

Semrau (2000), que associa a quantidade de metal que pode ser absorvida por 

microorganismos a uma resposta fisiológica observável. Contudo, a biodisponibilidade deve 

ser considerada como um processo dinâmico que consiste em uma dessorção direcionada 

fisicoquimicamente e um processo de absorção impulsionado fisiologicamente (Peijnenburg 

et al., 2002). 

Os íons metálicos são absorvidos pelas cutículas branquiais, transportados para a 

hemolinfa, chegando aos órgãos (Péqueux, 1995; Caparelli et al., 2019). Uma vez dentro da 

célula, além de inibir enzimas, podem alterar a função mitocondrial e retardar a mitose 

(Figerman et al., 1996). Acredita-se que esses poluentes inibem enzimas de membrana, como 

(Na+, K+)-ATPase (Figerman et al., 1996) através da ligação a grupos sulfidrila (Colovic et 

al., 2018). Em vertebrados, os metais pesados podem prejudicar o funcionamento do cérebro, 

pulmões, rins, fígado, composição do sangue, e sua exposição a longo prazo está relacionado 

à progressão gradual de processos degenerativos físicos, musculares e neurológicos, causando 

doenças como esclerose múltipla, doença de Parkinson, doença de Alzheimer e distrofia 

muscular (Jaishankar et al., 2014). Alguns estudos revelaram que a exposição ao cádmio, 
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mercúrio e chumbo provocam doenças neurodegenerativas e, através da utilização de espécies 

transgênicas de peixes obtiveram-se resultados promissores para a compreensão dos 

mecanismos envolvidos na toxicidade de tais metais (Green, Planchard, 2018). 

O cobalto está presente nas fuções vitais como componente da molécula de vitamina B12 

(Figura 9) (cobalamina), fundamental em diversos processos biológicos, principalmente na 

transferência de grupos metil para o DNA (Caçador et al., 2012; Nasri, Heydarnejad, 

Nematollahi, 2019; Zoroddua et al., 2019). Entre os problemas relacionados a deficiência de 

vitamina B12 estão a anemia perniciosa, patologias neurológicas e hematológicas (Yamada, 

2013; Zoroddua et al., 2019), isso ocorre devido a inativação das enzimas metionina sintase e 

metilmalonil-CoA mutase, que são dependentes desta vitamina (Zoroddua et al., 2019).  

As principais fontes antropogênicas de cobalto no meio ambiente são provenientes de 

processos de mineração, fundição, queima de combustíveis fósseis e uso de fertilizantes 

fosfatados (Rai, Ullah, Haider, 2015). A exposição excessiva ao cobalto resulta em um 

conjunto complexo de déficits de saúde clínica produzindo lesões genotóxicas (Kasten, 

Hartwig, Beyersmann, 1992; Kasprzak et al. 1994; Lison et al., 2001; Zou et al., 2001; 

Magaye et al., 2012; Garoui et al., 2013; Karthikeyan et al., 2019). Os malefícios causados 

por estes íons estão relacionados com sua capacidade de participar de reações do tipo Fenton 

(Valko et al., 2007), desencadeando a produção de radicais livres, e causando estresse 

oxidativo (Garoui et al., 2013; Karthikeyan et al., 2019). A produção do estresse oxidativo 

pode induzir quebras de fitas simples de DNA, formar ligações cruzadas DNA-proteína 

(Kasten, Hartwig, Beyersmann, 1992; Kasprzak et al. 1994; Magaye et al., 2012), modificar 

cadeias laterais de aminoácidos, oxidar frações sulfidrila (Garoui et al., 2013), bloquear 

canais de cálcio, bem como provocar danos através da modificação oxidativa de lipídios, de 

proteínas e de células neurais (Hassoun et al., 2001).   

Em humanos, este metal foi relacionado também ao comprometimento de gestação, já 

que o Co2+ consegue atravessar a placenta, causando muitos distúrbios em recém-nascidos 

(Kratchler, Rossipal, Irgolic, 1998). Além disso, acredita-se que o Co2+ em concentrações 

excedidas, tenha efeitos neurotóxicos, como indicado em um estudo feito com trabalhadores 

expostos ao metal, tanto na forma de pó quanto névoa, que relataram déficit de memória entre 

outros agravantes (Jordan, Whitman, Harbut, 1997; Garoui et al., 2013). 

Apesar de pequenas concentrações de cobalto serem uma necessidade para o 

funcionamento normal do cérebro, este metal pode causar depleção de neurotransmissores 

(Hasan, Ali, Anwar, 1980) e inibir a transmissão sináptica através do bloqueio pré-sináptico 

dos canais de cálcio (Gerber, Gahwiler, 1991; Czarnota, Whitman, Berman, 1998). A 
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neurotoxicidade está relacionada com o dano oxidativo que o metal pode causar, que afeta a 

estrutura e maturação do cérebro (Garoui et al., 2013). A inibição nas atividades da (Na+, K+)- 

ATPase e Mg2+-ATPase foi relatada após tratamento com Co2+, esta redução da Mg2+-ATPase 

pode causar diminuição na produção de ATP que por sua vez, altera a atividade da (Na+, K+)- 

ATPase, produzindo disfunção neuronal (Mohiyuddin et al., 2010).  

 

Figura 9 - Vitamina B12 

 
Estrutura da cobalamina. Fonte: Bannerjee, Ragsdale (2003). 

Os íons de cobalto atuam bloqueando o transporte ativo de Ca2+ nas brânquias em 

peixes de água doce e interferem nas vias metabólicas de algas de água doce (Niyogi, Wood, 

2003). As escassas informações sobre os riscos potenciais do Co2+ para o ambiente aquático, e 

informações insuficientes sobre o mecanismo de toxicidade tem prejudicado o conhecimento 

dos possíveis riscos ambientais que este íon pode causar, especialmente em organismos 

marinhos (Richards, 1988; Nasri, Heydarnejad, Nematollahi, 2019). 

Para monitorar a poluição por metais tem sido utilizadas determinadas espécies que são 

conhecidas como bioindicadores, já que os poluentes químicos ao entrar no organismo deixam 

marcas que refletem essa exposição (Rainbow, 2002; Bordon et al. 2012, 2015; Magalhães et 

al., 2015). O biomonitoramento pode oferecer informações sobre as concentrações das 

substâncias químicas naturais e antrópicas que entraram e permaneceram nos organismos, 

bem como os efeitos induzidos, refletindo o grau de contaminação no ambiente (Bordon et al., 
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2015). Além disso, o uso de bioindicadores pode fornecer uma resposta identificável à baixa 

concentração do metal em curto tempo de exposição, por exemplo, a inativação ou ativação 

de proteínas e a indução de estresse oxidativo com subsequente dano celular. Entre os 

principais grupos de organismos utilizados como bioindicadores estão: microrganismos 

(bactérias, microalgas, leveduras), zooplâncton, macroinvertebrados bentônicos (insetos, 

crustáceos, moluscos) e peixes, representando diferentes níveis tróficos e funções do 

ecossistema (Magalhães et al., 2015). 

O estresse osmótico causado por metais pesados está envolvido na interrupção do 

equilíbrio iônico em organismos aquáticos, incluindo peixes, crustáceos, mexilhões e 

anfípodes de água doce (Kim et al., 2016). Um obstáculo na avaliação dos efeitos destes 

poluentes é a capacidade de medir com precisão o estresse em peixes e outros animais 

aquáticos (Rainbow, 2002). Considera-se que o comprometimento da capacidade 

osmorregulatória está relacionado com a inibição da atividade da (Na+, K+)-ATPase e da 

anidrase carbônica no sistema de transporte de sal (Péqueux,1995; McGeer, Wood, 1998). 

Considerando-se que a bomba sódio desempenha um papel fundamental na osmorregulação 

através da membrana celular epitelial tem sido sugerido que a atividade da enzima pode ser 

usada como um biomarcador de estresse osmótico (Kim et al., 2016) uma vez que ela é 

vulnerável a esses poluentes (Canli, Stagg,1996; Capparelli, McNamara, Grosell, 2020).  

Os metais podem se combinar com enzimas de várias maneiras, principalmente, por 

ligação covalente a grupos sulfidrilas inibindo inúmeras reações e levando à interrupção de 

várias funções fisiológicas (Boitel, Truchot, 1989; Ali, Khan, Ilahi, 2019). Os íons metálicos 

possuem diferentes afinidades para o grupo sulfidrila e as constantes de estabilidade para a 

coordenação segue a série Irving-Williams (Cu2+ > Ni2+ = Zn2+ > Co2+ > Fe2+ > Mn2+) que está 

relaciona com a dureza do cátion. Quando a concentração livre dos metais aumenta essas 

reações de substituição se tornam significativas, podendo ocorrer inibição da atividade 

enzimática ou desestabilização de componentes estruturais de moléculas celulares (George, 

1988), assim, o Cu2+ poderá deslocar o Zn2+, Fe2+, etc. Consequentemente, a exposição aos 

cátions metálicos pode causar alterações conformacionais nas enzimas, na resposta a 

cofatores, temperatura, pH e na constante de Michaelis-Menten (Jackim, 1974). 

O modelo do ligante biótico (MLB), proposto na década de 70, tem o objetivo de avaliar 

quantitativamente como a química da água, incluindo a salinidade, afeta a especiação e a 

viabilidade biológica dos metais em sistemas aquáticos e, portanto, prevê a toxicidade de 

metais nos organismos e ambientes aquáticos (DiToro et al., 2001; Santore et al., 2001; 

Monserrat et al., 2007). Este modelo fundamenta-se no equilíbrio químico que considera dois 
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processos principais: a troca cinética na superfície celular das espécies com os metais livres e 

a internalização (Wang, 2013). O modelo considera que a toxicidade por metal ocorre como 

resultado da reação de íons metálicos com locais de ligação na interface organismo-água, 

representados como um complexo ligante biótico do metal (metal-LB). A concentração deste 

complexo de metal-LB determina a magnitude do efeito tóxico, independentemente das 

características físico-químicas do meio (De Schamphelaere, Janssen, 2002). O modelo MLB 

assume que o íon do metal livre é a principal espécie de metal que causa efeitos adversos, e 

leva em consideração que outros cátions competem com o íon para se ligarem aos locais LB, 

podendo afetar a toxicidade do metal (Ardestani, Van Straalen, Van Gestel, 2015).   

De acordo com o modelo MLB os metais podem ser divididos em monovalentes, 

divalentes e outros. Apesar do modelo do ligante biótico ter sido desenvolvido 

preferencialmente para os metais Ag+ e Cu+ ele também pode ser aplicado para avaliar a 

toxicidade fisiológica de outros metais (Paquin et al., 2002). O modelo prevê a toxicidade 

crônica para vários íons incluindo Al3+, Co2+, Cu2+, Ni2+, Pb2+ e Zn2+ (Adams et al., 2020). Os 

metais monovalentes, Ag+ e Cu+, interrompem a captação de Na+ e Cl- diretamente no sítio de 

transporte e inibem a (Na+, K+)-ATPase. Já os metais divalentes, Pb2+ e Hg2+, afetam o 

transportador de Ca2+ localizado na membrana apical, afetando o transporte de cálcio e, 

consequentemente, o seu metabolismo. O terceiro grupo é representado por metais que 

conseguem atravessar as brânquias, atuando em outros tecidos (Playle, Dixon, Burnison, 

1993; Paquim et al., 2002; Ardestani, Van Straalen, Van Gestel, 2015). Esses mecanismos de 

transporte através das membranas ou interações nos locais LB dos organismos podem estar 

relacionados ao raio iônico, carga nuclear efetiva, solubilidade e número de oxidação do 

elemento (Ardestani, Van Straalen, Van Gestel, 2015).  

 A Figura 10 mostra esquematicamente um modelo de sítios de captura de um ligante 

biótico em um organismo de água doce (Paquin et al., 2002; Niyogi, Wood, 2003). Não 

existem relatos de um modelo para organismos marinhos. Os metais essenciais presentes no 

meio externo entram na célula por meio de canais e transportadores existentes na membrana 

apical, e, através da hemolinfa, se difundem para outras células utilizando canais e 

transportadores existentes na membrana basolateral (Rainbow, 2002).  

Cerca de um terço da população mundial vive em zonas costeiras, causando intensa 

pressão sobre os ecossistemas (Araújo et al., 2020). Nas últimas décadas, inúmeros estudos 

têm sido desenvolvidos com o objetivo de desenvolver metodologias baseadas em 

biomarcadores para avaliar possíveis riscos ecológicos. Devido à complexidade dos padrões 

toxicocinéticos, o uso de biomarcadores e bioindicadores tem se mostrado como uma 
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alternativa mais simples e consistente para determinar as condições ambientais podendo ser 

utilizado como mecanismo de rastreamento de toxicidade e avaliação do impacto toxicológico 

de metais (Rainbown, 1995; Magalhães et al., 2015; Bordon et al., 2015; Araújo et al., 2020). 

Os biomarcadores fornecem respostas a nível subindividual, podendo variar de efeitos 

moleculares a alterações comportamentais (Araújo et al., 2020). Na Baía de Ubatuba 

deságuam quatro pequenos rios (Rio Indaiá, Rio Grande, Rio Lagoa e Rio Acaraú), que 

contribuem para o aumento de matéria orgânica, efluentes industriais e dejetos de pescas 

(Mantelatto, Fransozo, 1999). Sendo assim, há uma grande preocupação ecológica e com a 

saúde pública associada à contaminação por metais. 

Figura 10 - Modelo esquemático dos sítios de captura do ligante biótico na célula 

epitelial de um organismo habitante de água doce 

 
  Fonte: Paquim et al., 2002; Niyogi, Wood, 2003. 

Apesar dos esforços realizados, até o presente momento muito pouco se conhece acerca 

do efeito tóxico dos metais a nível molecular. Levando em consideração o grande número de 

estudos envolvendo íons metálicos, e diferentes condições de exposição dos organismos 

aquáticos, é necessário desenvolver protocolos que permitam a compreensão de como esses 

poluentes afetam os organismos em seus habitats a fim de prever mudanças que possam 

corrigir efeitos tóxicos nesses sistemas (Rainbow, 2002; Sathya et al., 2012; Magalhães et al., 

2015; Kim et al., 2016; Ali, Khan, Ilahi, 2019).  
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2. CONCLUSÃO 

O cobalto estimulou a atividade K+-fosfatase da enzima em substituição ao magnésio. 

Entretanto, na presença de magnésio, o metal inibiu a atividade K+-fosfatase da enzima. 

Comparada com o magnésio (K0,5= 2,98  0,59 mmol L-1) a afinidade da enzima pelo 

cobalto é 4,5 vezes maior (K0,5= 0,60  0,23 mmol L-1). Desta forma, o magnésio consegue 

deslocar o cobalto ligado à enzima até concentrações menores que 2 mmol L-1.  

Além disso, o cobalto não interferiu na inibição da atividade K+-fosfatase da enzima 

pelo sódio (IC50 16 mmol L-1), bem como não afetou a inibição da atividade K+-fosfatase 

pela ouabaína (KI  2 mmol L-1). 

Os resultados obtidos com Co2+ podem permitir estudos futuros com outras ATPases 

que requerem Mg2+. Informações sobre os efeitos do Co2+ nas funções fisiológicas, como 

osmorregulação, ainda é superficial e escasso. A maior parte das informações não permitem 

uma distinção clara entre efeitos sinérgicos do metal com os mecanismos envolvidos na 

regulação da osmolaridade sanguínea e celular 
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