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RESUMO 

 
A temperatura é um dos fatores abióticos que mais têm influência na fisiologia de organismos 

ectotérmicos aquáticos. A determinação da temperatura crítica máxima (CTMáx) e a avaliação 

do metabolismo são ferramentas importantes na compreensão dos limites fisiológicos dos 

peixes e de suas respostas frente ao estresse térmico. Em nosso estudo avaliamos os limites de 

Tolerância Térmica Crítica Máxima (CTMáx) e respostas do metabolismo (consumo de 

oxigênio, excreção de nitrogênio, fluxo iônico líquido de cloreto e sódio) em indivíduos da 

espécie Phalloceros caudimaculatus. Os animais, com peso médio de 0,670 ± 0,119 g, ficaram 

durante 7 dias nas temperaturas de aclimatação (20-25-30°C). Avaliamos a CTMáx na 

salinidade 6‰ (38,567±0,207, 39,833±0,111 e 41,756±0,194) e a CTMáx na salinidade 11‰ 

(39,138±0,172, 39,983±0,06 e 41,057±0,121), em cada um dos regimes térmicos selecionados, 

respectivamente. Houve variação significativa entre as temperaturas de aclimatação no CTMáx 

(P<0,05). Não houve um aumento nas taxas de consumo de oxigénio em função do aumento 

nas temperaturas de aclimatação (20-25-30°C), e as taxas médias foram de (263,497±43,338, 

217,892±61,594, 287,803±28,248), respectivamente. O valor do coeficiente de temperatura 

(Q10) calculado entre as temperaturas de 20-30oC foi (Q10) = 1,24. Na excreção de amônia foi 

observada diferenças estatísticas entre 25-30°C e 20-30 °C (P<0,05). Não foi observada 

diferenças estatísticas significativas na excreção de amônia entre 20-25°C (P = 0,259). O fluxo 

líquido de cloreto (JClnet) não apresentou diferenças significativas entre as diferenças 

temperaturas de aclimatação (P = 0,261). Por outro lado, o fluxo líquido de sódio (JNanet), foi 

significativamente aumento em 25°C (-48,607±10,05), em comparação com os demais regimes 

térmicos testados. No entanto, não foram observadas diferenças estatísticas significativas no 

fluxo líquido de sódio entre as temperaturas de 20-30°C (P = 0,261). Nossos resultados indicam 

que o aumento da temperatura de aclimatação resulta no aumento do limite máximo de 

tolerância térmica (como indicado pela CTMáx) e redução da capacidade de aclimatação 

térmica de Phalloceros caudimaculatus, promovendo pequenos distúrbios na excreção de 

produtos nitrogenados e balanço de Na+ nos animais. 

 

Palavras chaves: temperatura, tolerância, aclimatação, salinidade, estresse. 
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ABSTRACT 

 

Temperature is one of the abiotic factors that most influence the physiology of aquatic 

ectothermic organisms. The determination of the maximum critical temperature (CTMax) and 

the assessment of routine metabolism are important tools to understanding the physiological 

limits of fish and their responses to heat stress. In our study, we evaluated the limits of Maximun 

Critical Thermal Tolerance (CTMax) and metabolic responses (oxygen consumption, nitrogen 

excretion and net ion fluxes of chloride and sodium) in individuals of the species Phalloceros 

caudimaculatus., weighing. The animals weighting in average 0.670 ± 0.119 g were kept for 7 

days in three thermal regimes (20-25-30°C). We evaluated the CTMax at salinity 6‰ 

(38.567±0.207, 39.833±0.111 and 41.756±0.194) and the CTMax at salinity 11‰ 

(39.138±0.172, 39.983±0.06 and 41.057±0.121), at each thermal regime selected, respectively. 

There was a significant variation in CTMax between the three temperatures acclimation 

(P<0.05). No statistically significant differences were observed in routine oxygen consumption 

with the increment in temperature. The value of the temperature coefficient (Q10) calculated 

between 20-30oC was (Q10) = 1.24. Regarding to the ammonia excretion, there is statistical 

differences between temperature acclimation of 25-30°C and 20-30°C (P<0.05). No statistically 

significant differences were observed in ammonia excretion between 20-25°C (P = 0.259). The 

net chloride flux (JClnet) was not statistically different between the acclimation temperatures 

tested (P = 0.261). On the other hand, sodium net fluxes sodium (JNanet) was significantly 

increased at 25°C (-48.607±10.05) compared to 20 and 30oC. However, no differences were 

seen in JNanet between the acclimation temperatures of 20-30°C (P = 0.261). The results 

indicate that increases in temperature acclimation promote the increase of maximun thermal 

limits (as seen as by CTMax) and reduce the thermal acclimation capacity of Phalloceros 

caudimaculatus, also resulting in smaller disturbances in both the excretion of nitrogenous 

waste products and Na+ balance in animals. 

 

Key words: temperature, tolerance, acclimatization, salinity, stress. 
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1.INTRODUÇÃO  

Existem hoje uma série de estudos sobre os limites superiores e inferiores de tolerância 

térmica em diferentes espécies de peixes, onde condições ambientais distintas atuam como fator 

determinante na determinação da vulnerabilidade das espécies às alterações no clima. Isso é 

válido também para a grande maioria dos microrganismos que habitam o mesmo ambiente 

aquático e fazem parte da cadeia alimentar (Zavala-Camin, 1996). Os organismos ectotérmicos 

aquáticos não apresentam a capacidade de regular fisiologicamente sua temperatura corporal, 

sendo essa controlada diretamente pela temperatura do meio ambiente externo (Schulte, 2015). 

A preferência térmica de diferentes espécies de organismos ectotérmicos pode ser influenciada 

pela idade, alimento disponível, época do ano, estresse, tamanho e história de vida dos animais 

(Angilletta Jr. & Sears, 2004; Barton & Iwana, 1991; Beitinger et al., 2000; Breau et al.,2011; 

Chung & Méndez, 1993; Heally & Schulte, 2012; Pérez et al.,2003; Pörtner, 2010; Reyes et al., 

2011; Sloman et al., 2006). Além disso, as taxa de longevidade, taxa de excreção de compostos 

do metabolismo intermediário e o metabolismo basal, bem como parâmetros populacionais, 

como mortalidade, taxa de recrutamento, tamanho da população e sua distribuição pelos 

ambientes aquáticos, dependem de forma direta da temperatura da água ( Brey, 1995; Kröncke 

et al., 1998; Perry et al., 2005; Pörtner et al., 2008; Shaw e Bercaw, 1962; Southward et al., 

1995).  

A temperatura é um dos mais importantes fatores abióticos que afetam sobrevivência e 

crescimento de organismos aquáticos (Lutterschmidt e Hutchison, 1997), e muitos teleósteos 

desenvolveram os seus próprios mecanismos adaptativos, tanto fisiológico quanto 

comportamentais, como estratégia para enfrentar às flutuações naturais na temperatura da água 

(Prosser e Heath 1991). A tolerância à temperatura nos peixes difere entre as diferentes espécies, 

temperatura de aclimatação, bem como a duração da aclimatação (Das et al.. 2004; Diaz et al., 

2007; Manush et al., 2004) e salinidade (Jian et al., 2003; Kumlu et al., 2010).  

Estudos vêm demonstrando que organismos aquáticos costeiros podem ter menor 

capacidade de aclimatação ao aumento de temperatura, quando comparados a outros organismos 

que vivem em regiões continentais, o que pode ser crucial para sua sobrevivência nesses 

ecossistemas (Vinagre et al., 2016). Em águas rasas das áreas litorâneas os organismos 

ectotérmicos enfrentam alterações térmicas rápidas e intensas devido a baixa profundidade do 
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ambiente (Lalli e Parson 1997). Essas alterações diferenciadas na intensidade e na velocidade de 

variação na temperatura da água ocorre devido à densidade e aquecimento da massa de água, 

influência direta da radiação solar, cobertura vegetal e sazonalidade do local (Lalli e Parson, 

1997, Wetzel, 2001, Webb et al., 2008).  

O aquecimento da superfície da terra vem sendo acelerado pelos impactos 

antropogênicos que tem contribuído para o aquecimento da superfície da terra, que podem ter 

consequências drásticas sobre os processos fisiológicos dos organismos ectotérmicos, alterando, 

por exemplo, o crescimento, a reprodução e sua distribuição pelos ambientes aquáticos (Pörtner, 

2002b). Dessa forma, considerando cenários de alterações climáticas globais, o aumento da 

temperatura pode tornar os animais aquáticos vulneráveis ao estresse térmico. Assim, a 

vulnerabilidade ao aquecimento térmico entre as espécies em escala geográfica é uma questão 

importante na projeção dos possíveis impactos do aquecimento nos ecossistemas aquáticos. O 

aumento do aquecimento da superfície terrestre amplifica a exposição de pequenas ilhas, zonas 

costeiras baixas e deltas aos riscos relacionados à elevação do nível do mar para muitos sistemas 

humanos e ecológicos, incluindo secas, elevação do nível do mar, aumento da intrusão de água 

salgada, inundações e danos as regiões costeiras. (IPCC, 2018a, 2018b) Estudos realizados pelo 

IPCC (Painel Intergovernamental de Mudanças Climáticas) sobre o efeito do aquecimento em 

regiões tropicais e temperadas, relatam que a temperatura da água tenderá a aumentar de 1 a 8ºC 

nos próximos 200 anos (IPCC, 2007, 2013). Um grande problema de estresse hídrico e de 

facilidade de aquecimento ocorre em toda a região tropical, mas é menor nas áreas continentais 

da América do Sul, que ainda possui a maior cobertura florestal (Greenpeace, 2006). Assim, 

informações dos efeitos diretos da temperatura sobre o metabolismo das espécies ectotérmicas, 

e suas relações com os limites de tolerância térmica, são fundamentais para a compreensão de 

mudanças provocadas pelo aquecimento global. Embora as regiões tropicais possam aquecer a 

uma taxa lenta do que as latitudes temperadas, os alguns organismos ectotérmicos tropicais 

tendem a ser vulneráveis ao aumento da temperatura média da água (Vinagre et al., 2016). 

A capacidade de um organismo para lidar com diferentes temperaturas é escrita por uma 

curva de desempenho térmico em forma de sino inclinada à esquerda, que aumenta junto com a 

temperatura a partir de um mínimo térmico crítico (CTMín), até uma temperatura ótima, e então 

cai rapidamente para atingir o máximo térmico crítico (CTMáx) (Pörtner et al., 2010; Schulte, 

2015). A utilização da determinação da temperatura crítica máxima (CTMáx), e de informações 

sobre a tolerância e plástica térmica, proporcionam importantes informações sobre a ecologia e 
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distribuição dos peixes, sendo muito utilizada para identificar estratégias de sobrevivência às 

temperaturas críticas (Bennett e Beitinger,1997), prever a propagação de espécies exóticas 

(Bennett et al.,1997), quantificar as espécies ameaçadas (Walsh et al.,1998) e determinar as 

condições ótima para piscicultura (Das et al.,2004).  

Com os estudos dos limites térmicos as pesquisas fornecem informações fisiológicas 

fundamentais para mostrar os efeitos das mudanças climáticas globais em uma determinada 

região. Projeção de vulnerabilidade foram feitas para água doce (Comte & Olden, 2017a, 2017b), 

marinha (Comte & Olden, 2017a; Pinsky et al., 2019) e terrestre (Deutsch et al.,2008) e mostram 

que peixes que vivem em áreas próximas as trópicos correm um risco maior ao aquecimento 

climático, mesmo que o aquecimento seja maior em altas latitudes (Deutsch et al.,2008). Por 

exemplo, Sunday et al. (2011) demostraram que a tolerância térmica superior diminui de forma 

rápida em direção aos polos, mas a amplitude da tolerância térmica, ou seja, a diferença entre os 

limites térmicos superior e inferior, aumenta em direção às altas latitudes. Portanto, a tolerância 

superior parece ser compensada pelas variações latitudinais na temperatura experimentadas pelas 

espécies em suas faixas. Como resultado, a margem de segurança térmica (TSM; a diferença 

entre o limite térmico e a temperatura máxima do habitat) tende a ser mais baixa para espécies 

que vivem em regiões quentes próximas aos trópicos (Comte & Olden, 2017a; Dahlke et ai., 

2020; Giomi et al., 2014). Todos esses dados sugerem que as espécies que vivem em habitats 

térmicos com altas temperaturas e estáveis apresentam tolerância térmica fisiológica limitada, e 

uma curva de desempenho térmica estreita.  

Segundo dados de tolerância térmica, o risco de extinção atual é muito alto em áreas 

tropicais em comparação com áreas temperadas, e as espécies tropicais da América do Sul 

parecem ser as mais ameaçadas pelas mudanças no clima (Urban, 2015). No entanto, a chance 

de sobreviver e diminuir as consequências das mudanças no clima irá depender de dois fatores 

os limites superiores de tolerância das populações, e da sua plasticidade fenotípica por meio da 

capacidade de aclimatação (Bozinovic et al.,2011; Seebacher et al.,2015). A capacidade de 

aclimatação é uma resposta fundamental relacionada a plasticidade fenotípica para compensar os 

desafios ambientais, que pode ser utilizada para predizer se as espécies vão conseguir modificar 

suas respostas fisiológicas e diminuir os riscos de extinção (Gunderson & Stillman, 2015). No 

entanto, a tolerância térmica superior e a plasticidade também podem evoluir em paralelo, 

refletindo uma troca evolutiva entre essas duas características devido a pressões seletivas 

(Bozinovic et al., 2011; Stillman, 2003). Assim, espécies de peixes tropicais com altos limites 
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térmicos podem estar em maior risco de aquecimento, não apenas porque já estão vivendo perto 

de seus limites de tolerância térmica, mas porque exibem plasticidade fenotípica reduzida (Sgrò 

et al.,2016). 

A técnica de temperatura letal incipiente (ILT; Fry et al., 1942), em que grupos de peixes 

são expostos em uma série de temperaturas altas e baixas, é utilizada para determinar 

temperaturas letais a 50% da população (Fry, 1967 para uma descrição completa). Polígonos 

derivados de dados ILT são bastante onerosos, exigindo grande número de peixes e equipamento. 

Desde o início da década de 1950 a ILT não têm sido mais amplamente utilizadas, tendo sido 

substituída pela metodologia que determina a temperatura crítica máxima (CTMáx) para 

determinar a tolerância térmica dos organismos (Lutterschmidt e Hutchinson,1997; Beitinger et 

al., 2000). Os testes de capacidade térmica crítica requerem, relativamente, poucos animais, 

equipamentos de pouca complexidade e a avaliação da tolerância térmica não é letal (Fry,1967; 

Beitinger et al.,2000). Ela é um parâmetro empregado em estudos macrofisiológicos e visa 

compreender melhor, e comparar as variações de parâmetros fisiológicos dos organismos ao 

longo de gradientes geográficos onde existem marcadas alterações na temperatura do ambiente 

aquático (Cowles & Bogert 1944, Lutterschmidt e Hutchison 1997, Carveth et al., 2006, Rezende 

et al., 2014, Vinagre et al., 2015).  

A capacidade de suportar grandes variações térmicas entre as espécies de peixes tem 

uma forte influência filogenética, o que pode indicar um problema sério à evolução das espécies 

tropicais. Ou seja, além de viver mais perto aos seus limites térmicos, as espécies tropicais podem 

ter muito mais sensibilidade e menor adaptabilidade a mudança no clima. Os processos 

fisiológicos auxiliam na determinação dos limites de tolerância a fatores abióticos como a 

temperatura, e contribuem para o entendimento dos impactos gerados por alterações na 

temperatura do ambiente (Pörtner, 2002, Tomanek, 2008, Tomanek, 2010). Porém, há um limite 

térmico a partir do qual as reações bioquímicas, como o funcionamento de enzimas e ativação de 

proteínas, diminuem drasticamente, onde os efeitos da temperatura podem ser letais para o 

organismo (Pörtner 2002, Willmer et al., 2005, Somero 2011, (Madeira et al., 2012).  

Nesse contexto, a extensão do impacto do aumento da temperatura é variável e depende 

da janela de tolerância térmica das espécies. As mudanças climáticas devem favorecer 

organismos com amplas faixas térmicas (euritérmicos) e que, consequentemente, são capazes de 

tolerar maiores variações na temperatura (Stillman e Somero 2000; Calosi et al., 2008; 
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Tewksbury et al., 2008; Schulte, 2015). Ela é descrita como uma faixa favorável de temperatura 

ou amplitude de desempenho para cada espécie. Inclui uma zona ótima e uma zona sub ótima, 

em que acima ou abaixo dessa faixa o desempenho é afetado negativamente e a sobrevivência da 

espécie é comprometida, a menos que seja por um curto período. Além disso, os ectotérmicos 

são capazes apenas de realizar regulação térmica comportamental (Neill e Magnuson, 1974; Neill 

et al., 1972; Rozin e Mayer, 1961), que pode implicar na seleção de novos ambientes com base 

nas características termais do habitat.  

Os peixes captam o oxigênio dissolvido na água por meio de trocas gasosas ocorridas 

no epitélio branquial, onde há intensa aproximação entre o sangue e a água (Wedemeyer, 1996). 

O aumento da temperatura em ambientes aquáticos reduz a concentração de oxigênio dissolvido 

disponível, o que pode acarretar situações de hipóxia. Nessas condições, ocorre perda de 

desempenho do indivíduo ocasionado primariamente pelo estresse bioquímico. O metabolismo é 

reduzido e a demanda metabólica por oxigênio se mantém em níveis basais por meio da redução 

da atividade aeróbica, levando a um maior recaimento sobre o metabolismo anaeróbico (Pörtner 

et al., 2004; Pörtner & Lanning, 2009; Schulte, 2015).  

Assim, a capacidade dos peixes em manter seu desempenho ótimo em um ambiente 

termicamente mais quente e estressante estaria associado com a habilidade em manter a produção 

de energia para suprir as demandas metabólicas. Nesse contexto, a teoria da tolerância térmica 

limitada pela capacidade de oxigênio (Oxygen and Capacity-Limited Thermal Tolerance, 

OCLTT) indica que em altas temperaturas, ou próximos das temperaturas críticas da espécie, a 

taxa metabólica basal de um organismo é aumentada e seu escopo aeróbico é reduzido (Revisto 

por Schulte, 2015). O metabolismo basal também depende da temperatura de aclimatação, do 

tempo de aclimatação dos indivíduos e das espécies (Das et al.,2004). As taxas metabólicas são 

medidas indiretamente através das taxas de consumo de oxigénio (Brett, 1964, 1979; Kutty, 1968, 

1981). As temperaturas ideais para os peixes podem ser estimadas indiretamente com base na 

relação entre o consumo de oxigénio e a aclimatação e temperatura (Kita et al., 1996). Além 

disso, a capacidade de aclimatação térmica do metabolismo, ou coeficiente de temperatura (Q10), 

é um parâmetro calculado a partir da taxa metabólica dos animais em diferentes regimes térmico 

e é utilizado nos estudos de tolerância térmica para avaliação da sensibilidade das espécies em 

função do aumento da temperatura. Espécies em fase de crescimento são capazes de se aclimatar 

e deslocar a janela térmica por meio de mudanças nas densidades mitocondriais e outras 

adaptações nas capacidades funcionais de seus sistemas fisiológicos (Pörtner, 2001, 2002, 2006). 
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As espécies podem assim apresentar diferentes respostas a esse agente estressores, o que tem 

levado muitos trabalhos a investigar os efeitos da exposição de peixes a este metabólito (Val & 

Almeida-Val, 2000). 

Outro fator que pode influenciar no metabolismo e tolerância térmica das espécies de 

peixes é a salinidade, uma vez que, ela é considerada um dos fatores ambientais com grande 

importância na biologia das espécies, assim como a temperatura (Kir & Sunar, 2018; Kir et al., 

2019). Os níveis de salinidade ideais podem variar de acordo com a espécie e estágio de vida, e 

precisam ser levados em conta em cada caso particular. As concentrações de sais na água 

interferem no gasto de energia o metabolismo de peixes eurialinos, relacionado ao controle da 

quantidade de água e sais no organismo, processo conhecido como osmorregulação (Boeuf; 

Payan, 2001; Chabot; Guénette, 2013). 

A salinidade é composta pela concentração de íons dissolvidos na água (Tucker, 1998). 

Muitas espécies de teleósteos que habitam as regiões costeiras são reconhecidamente eurialinas, 

e podem facilmente ajustar o funcionamento de seus sistemas fisiológicos às condições de 

salinidade dos ambientes marinho, estuarino e de água doce. Essas adaptações fisiológicas, 

particularmente de sua capacidade osmo e ionoregulatória, ocorrem em dois momentos distintos 

e são dependentes do tempo em que o animal permanece em cada ambiente. A primeira fase é 

conhecida como “período adaptativo” onde a osmolaridade dos fluidos corpóreos do animal 

(e.g. plasma) é alterada em função da salinidade do meio; ou seja, quando o animal se move 

para um ambiente mais diluído (e.g. estuários e água doce) a osmolaridade do plasma é reduzida 

devido à perda de sais por difusão e ganho de água por osmose. Por outro lado, quando o animal 

se move para o ambiente marinho ocorre o inverso, aumento da osmolaridade plasmática em 

decorrência do ganho de sais e perda de água. Na segunda fase, chamada de “período 

regulatório”, a osmolaridade e concentração de sais dissolvidos no plasma tendem a ser 

ativamente reguladas para que estas sejam mantidas dentro dos limites fisiológicos da 

homeostase (Prodocimo & Freire, 2006). Durante a exposição a variações naturais na salinidade 

do ambiente, as espécies eurialinas exibem profundas alterações no padrão morfofuncional de 

seus epitélios transportadores, tais como as brânquias e rins, particularmente durante a 

movimentação entre condições totalmente marinhas até ambientes salobros ou de água doce, ou 

vice-versa (Bystriansky & Schulte, 2011; Evans et al., 2005) 

Portanto, a aclimatação à mudança de salinidade requer uma reorganização estrutural e 

metabólica para satisfazer o aumento da demanda energética associada à exposição ao novo 
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ambiente. Assim, a salinidade da água interfere no gasto de energia provocando alterações no 

consumo de oxigênio e no seu metabolismo, isso acontece em peixes de água doce e também de 

peixes marinhos, relacionado ao controle da quantidade de água e sais do seu corpo (Boeuf; 

Payan, 2001; Chabot; Guénette, 2013). Além disso, o aumento da temperatura da água pode 

desestabilizar as junções paracelulares nas brânquias dos peixes aumentando a sua 

permeabilidade a íons, que pode resultar em severos desequilíbrios iônicos e plasmáticos 

(Baldisserotto & Val, 2002).  

 Phalloceros caudimaculatus - etimologia: Phalloceros, do grego phallos, que 

significa ‘pênis’, e kéras que significa ‘chifre’. caudimaculatus, do latim caudi, que significa 

‘cauda’, e maculatus, que significa ‘manchado’ – são peixes popularmente conhecidos como 

Barrigudinho ou “Guarú”, um termo em tupi-guarani que tem por significado “peixe que come 

de tudo”. São peixes actinopterígeos pertencentes à ordem Cyprinodontiformes, da família 

Poeciliidae, (Mega & Bemvenuti, 2006). Vivem geralmente micro-hábitats marginais (Meffe & 

Snelson, 1989) e tendem a suportar marcadas alterações na salinidade e temperatura da água. Os 

Phalloceros caudimaculatus estão presentes nas latitudes tropicais e subtropicais do novo 

mundo, concentrando-se nas Américas Central e do Sul, ocorrendo em ambientes de água doce 

e salobra (Nelson, 1984). Esta espécie ocorre na região neotropical da Argentina, Uruguai, 

Paraguai e no Sul e Sudeste do Brasil, sendo encontrado até o Espírito Santo e Bahia (Wolff et 

al., 2007). Maltchik et al., (2010) associaram essa espécie a áreas úmidas áreas com baixo fluxo 

de água, com maior diversidade de habitat e matéria orgânica e menor concentração de fósforo. 

A espécie vive em uma faixa de temperatura média de 20° a 28°C em outras regiões, em 

específico na região tropical; 20°C – 24°C (Fishbase), em seu ambiente natural. De acordo com 

Akanksha et al., (2010), é um organismo de testes adequado de acordo com suas características, 

pois seu grupo é ecologicamente representativo, ovovivíparo com ciclo reprodutivo curto, de 

fácil disponibilidade, cosmopolita e uma espécie nativa do Brasil (Wolff et al., 2007). Portanto, 

as informações obtidas com esse estudo tem como proposito contribuir e ser utilizada como 

referências para novos trabalhos sobre a ecofisiologia térmica da espécie Phalloceros 

caudimaculatus, bem como uma possível base para explicar a futuras distribuições, e/ou 

mudanças no padrão de distribuição das espécies nas regiões costeiras relacionadas a alterações 

no regime térmico em regiões estuarinas Neotropicais. Este estudo também tem a intenção de 

ajudar a conservação da espécie frente às mudanças no clima. 
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2. OBJETIVOS  

 

2.1. Objetivos Gerais  

Avaliar a influência da aclimatação a diferentes temperaturas sobre a tolerância térmica, 

e respostas do metabolismo energético, excreção de compostos nitrogenados e ionoregulação da 

espécie Phalloceros caudimaculatus, contribuindo para caracterizar e quantificar a 

suscetibilidade de espécies de peixes estuarinos neotropicais frente às alterações climáticas 

globais. 

2.2.      Objetivos Específicos  

•  Determinar a temperatura crítica máxima (CTMáx) de exemplares da espécie 

Phalloceros caudimaculatus aclimatados a três diferentes temperaturas (20°C, 25°C 

e 30°C) e em duas salinidades 6 e 11‰;  

 

• Determinar a taxa de excreção da amônia nos exemplares da espécie Phalloceros 

caudimaculatus aclimatados a três diferentes temperaturas (20°C, 25°C e 30°C) em 

salinidade 6‰; 

 

• Avaliar as respostas do metabolismo de rotina (consumo de oxigênio), em indivíduos 

da espécie Phalloceros caudimaculatus aclimatados a três diferentes temperaturas 

(20°C, 25°C e 30°C) em salinidade 6‰; 

 

• Verificar a influência da aclimatação em três diferentes temperaturas (20°C, 25°C e 

30°C) o do fluxo iônico líquido de cloreto (Cl-) e sódio (Na+) na espécie Phalloceros 

caudimaculatus na salinidade 6‰.  
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3. MATERIAL E MÉTODOS  

3.1 Animais Experimentais e caracterização do ponto de coleta  

Os exemplares de Phalloceros caudimaculatus (0,670 ± 0,119 g - Média±EP) 

(Fig.1) foram coletados na zona Litoral, especificamente em poças de maré, de 40 cm a 1,5 

m de profundidade, com o auxílio de rede de arrasto de praia tipo picaré, com 5 m de largura 

e 1 m de altura, malha de 2,5 mm nas asas e 2,5 mm no saco da rede. A rede foi utilizada 

em profundidades menores que 1,5 m, em diferentes habitats (Vieira et al., 2006), e puçá 

de malha de 2,5 mm. A coleta foi realizada em Ilha Comprida -litoral Sul – SP 

(25°00'00.6"S 47°86'52.1"W) (Fig. 2.1, 2.2, 2.3, 2.4 e 2.5). Os peixes obtidos na coleta 

foram transportados em sacos de plástico contendo 3 partes de água salobra do próprio local 

de coleta e 2 partes de carga de oxigênio puro, sendo então acondicionados em caixas 

plásticas para o transporte até o Laboratório de Ecofisiologia e Toxicologia Aquática 

(LECTA), do Instituto de Biociências do Câmpus do Litoral Paulista (UNESP_IB/CLP) em 

São Vicente, São Paulo (cerca de 253 km, aproximadamente de 4 a 5 horas).  

No local de coleta foram feitas também medidas de parâmetros físicos e químicos da 

água, por meio do Medidor Multiparâmetro (pH/Cond/OD/Temp) – AK88 e com o auxílio 

do Medidor de salinidade (Instant ocean Hydrometer) (temperatura 26,15oC, pH 7,61 e 

salinidade 10-11‰), enquanto amostras de água foram retiradas e armazenadas em frascos 

de âmbar e Falcons 50 ml, e mantidas a -2°C, para posterior determinação da concentração 

dos principais íons dissolvidos. (Anexo I). Todos os procedimentos experimentais e de coleta 

foram previamente submetidos para a apreciação da Comissão de Ética no Uso de Animais 

(CEUA) do IB/CLP (Protocolo 06/2019).  

 

 

Figura 1. Exemplar de Phalloceros caudimaculatus (Hensel, 1868).  

Foto: Roberta Callicó Fortunato 
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Figura 2.1. – Mapa da área de coleta dos exemplares de P. caudimaculatus em Ilha Comprida (SP) 
identificando o local onde fica a balsa do município de Cananeia. SP-Brasil. 

 

 

  

Figura 2.2. – Mapa da área de coleta dos exemplares de P. caudimaculatus em Ilha Comprida (SP).  
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Figura 2.3. – Mapa da área de coleta dos exemplares de P. caudimaculatus em Ilha Comprida (SP) vista 
aproximada do ponto de coleta. 

 

Figura 2.4. – Mapa da área de coleta dos exemplares de P. caudimaculatus em Praia de Fora, Ilha Comprida – 
litoral Sul – SP –Brasil (25°00'00.6"S 47°86'52.1"W). Cerca de 4 h 3 min, (253 km) via BR-101 e BR-116 de 
distância do Instituto de Biociências – Câmpus do Litoral Paulista – Unesp – São Vicente. (A) A face sudeste, 
voltada para praia, é formada por área plana. (B) A face leste e oeste, faixa de areia e vegetação. (C) Amostragens 
de P. caudimaculatus em poças de maré. (D) A face nordeste, o continente, com moradias.  
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Figura 2.5. – Ponto coleta dos exemplares de P. caudimaculatus em Praia de Fora, Ilha Comprida. (A) 

Acondicionamento dos animais em sacos com oxigênio para o transporte ao Câmpus do Litoral Paulista (B) 

Atividade de coleta com rede, cercando os peixes no capim onde esses animais ficam refugiados e protegidos. 

(C) Equipamento Multiparâmetro (pH/Cond./OD/Temp.) - AK88 (D) Verificação dos parâmetros pH, 

oxigênio dissolvido, condutividade do ambiente nas poças de maré. Fonte: Manual do equipamento. 

https://www.akso.com.br/produto/ph-do-solo/multiparametro_ph_cond_od_temp_ak88-238 (E) Verificação 

da salinidade com Medidor de (Instant ocean Hydrometer). 

3.2 Aclimatação  

No laboratório, os animais foram transferidos para tanques de polipropileno de 

aproximadamente 180 L por 1 a 3 dias com água do próprio local, para diminuir o estresse 

da coleta (Ruane et al., 2001). Posteriormente, foram mantidos em aquários de 23 L e 40 L 

contendo quinze a vinte peixes selecionados aleatoriamente (N=15-20 em cada tratamento) 

com filtração biológica (filtros Fe 50 Aquatech / 6,7 L/min), com água do mar obtida no 

local da coleta e posteriormente, substituída gradualmente por água do mar reconstituída 

com sal marinho (Sal Blue Treasure Reef 20 Kg), sendo a água trocada diariamente (30% 

a 50%) para assegurar a boa qualidade nos aquários. 

Os parâmetros da água, previamente ao período de aclimatação, foram mantidos 

de acordo com os do ambiente natural (Anexo I), mantendo-se: salinidade de 6‰ e 11‰; 

temperatura variando 24°C a 26°C e pH 7,0 e 7,61, com sistema de recirculação de água, 

aeração e recirculação constante, fotoperíodo 12:12 (luz:escuro), em um período de 10 dias 
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para o início da aclimatação aos três diferentes regimes térmicos selecionado para o estudo, 

a saber: 20oC, 25oC e 30°C. Durante esse período de aclimatação, os peixes foram 

alimentados diariamente com ração comercial extrusada e peletizada para  superfície 

(proteína bruta) (mín.) 350g/kg (Nutricon). A retirada dos restos de ração e fezes dos peixes 

foi feita diariamente por meio de sifonamento. Após a alimentação, cerca de 30% a 50% do 

volume de água foi diariamente renovado para reduzir a quantidade de amônia tóxica nos 

aquários. A reposição de água sempre foi feita com água previamente aquecida com a 

mesma temperatura de cada aquário (com variação máxima de 1,5°C). Posteriormente, foi 

feito o aumento ou a diminuição da temperatura dos aquários seguindo a taxa de 1oC por 

dia (1,0oC ± 0,3). Os animais foram então selecionados por tamanho e aclimatados por uma 

semana em três regimes térmicos diferentes (20, 25 e 30°C) (Anexo V), monitorados pelo 

termostato digital Tic-17rgti (Full Gauge) e Stc-3008 Termostato e Controlador de 

temperatura duplo, ligados a termostatos eletrônicos serie AT 150 Watts (Atman) para cada 

aquário, ajustado como os parâmetros do termostato digital (TM-946, Type k / J, Pt 100 

ohm, Lutron®) e termômetro de mercúrio (marca Incoterm, de precisão 0,1°C). O pH foi 

mantido entre 7- 7,6 (Anexo II) e monitorado utilizando um pHmetro de bancada (ATC. 

PH0-14). As temperaturas selecionadas para o estudo representam a temperatura encontrada 

no ambiente natural no inverno (e.g. 20-21 °C), temperatura baseada no aumento esperado 

para 2100 em águas superficiais (i.e. 24-25 °C) (IPCC, 2013, 2018), e a temperatura 

representando um cenário climático extremo (i.e. 29-30 °C). A temperatura da sala foi 

controlada e mantida a 22°C e a temperatura da água dos aquários foi monitorada a cada 6h 

sendo mantida a temperatura com o auxílio do termostato digital. O pH e as temperaturas 

foram verificadas todos os dias com diferentes equipamentos para garantir valores precisos 

nesse período de aclimatação, aos animais foi garantida mínima perturbação. 

3.3. Determinação dos limites de tolerância térmica máxima (CTMáx) 

Na primeira série experimental foi realizada a determinação do efeito da temperatura 

de aclimatação sobre a temperatura crítica máxima (CTMáx) em indivíduos de P. 

caudimaculatus aclimatados em duas salinidades distintas (6 e 11‰), seguindo a 

metodologia descrita por Beitinger e colaboradores (2000). A CTMáx é definida como a 

média aritmética dos pontos térmicos nos quais foi atingido o end point (Beitinger et al., 

2000). Para tanto, o end-point selecionado foi a perda do equilíbrio natatório (loss of 

equilibrium – LOE), que foi assumido como a perda dos movimentos locomotores e quando 
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o animal permanece em posição horizontal. Os critérios para a determinação do ponto final 

foi o mesmo seguido por diferentes autores (Mora e Ospina, 2001; Madeira et al., 2012; 

Vinagre et al., 2015, 2018) (Fig. 3). Os peixes foram então expostos a um aumento constante 

de 0,3°C/min (Beitinger et al., 2000; Das et al., (2004, 2005); Dalvi, et al., 2009). Todos 

peixes foram resgatados e recuperados após o experimento, colocados em temperatura 

ambiente a partir da temperatura final do experimento. A técnica foi utilizada em inúmeros 

trabalhos (Hutchinson, 1976), e está bem estabelecida como uma ferramenta poderosa para 

estudar a fisiologia do estresse térmico em peixes (Beitinger & McCauley, 1990). 

Anteriormente ao início do experimento, os exemplares de Phalloceros 

caudimaculatus foram mantidos por 24 h nos aquários sem alimentação, ou qualquer 

perturbação, e após esse período, foram transferidos para os erlenmeyer onde foram mantidos 

por (30 min) com aeração e recirculação constante para reduzir o estresse de manipulação. 

Respeitando a biomassa de 0,5 gramas por litro, os animais então foram transferidos para 

erlenmeyer de 1 L ou 2 L, também com areação e recirculação continua. Os estoques de água 

a ser utilizada no experimento foi preparada uma hora antes dos experimentos, com os 

seguintes parâmetros: água do mar reconstituída (Sal Blue Treasure Reef) nas salinidades de 

6 e 11‰ e pré aquecida para cada temperatura desejada (20, 25 e 30°C) e pH 7,0 , água do 

mar reconstituída  com a salinidade (11‰). (ANEXO – II). Para o início do teste os exemplares 

de P. caudimaculatus foram adicionados ao erlenmeyer (1 L ou 2 L) acondicionado no 

interior do aparelho de Banho Ultratermostatico Microp. com circ. - Q214M (Quimis), 

programado para o aumento gradual de 0,3°C/min. (Fig. 4). A temperatura foi monitorada e 

controlada com termostato digital Tic-17rgti (Full Gauge) com sua sonda colocada no interior 

do Erlenmeyer (Fig. 5). No experimento com salinidade 11‰ o número amostral de animais 

foi de N=8, N=9 e N=8 nas temperaturas de 20, 25 e 30°C, respectivamente, enquanto no 

ensaio com salinidade 6‰ foi utilizado um N = 9 para todas as temperaturas de aclimatação. 

A temperatura em que cada animal atingiu o end-point (perda do equilíbrio) foi 

medida, e então a média aritimética e o desvio padrão da temperatura crítica máxima 

(CTMáx) foi calculada para cada regime térmico testado. A capacidade de aclimatação 

térmica da espécie em cada temperatura de aclimatação foi calculada pela diferença entre a 

temperatura de aclimatação 20, 25 e 30°C e o valor de CTMáx determinado para indivíduo. 

Todos os animais que atingiram o end-point foram pesados em balança semi analítica digital 

(Mettler Toledo, AL204), anestesiados e eutanasiados em uma solução (0,2%) de tricaína 
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metanosulfonato (MS-222) e, posteriormente, depositados na coleção do LECTA. 

 

Figura 3. – Diagrama demonstrando os passos do ensaio para a determinação da temperatura crítica (CTMáx). 

 

Figura 4. (A) Equipamento de banho Ultratermostático Microp. com circ. - Q214M (Quimis) . (B)Verificação de 
temperatura e pH, (PHMETRO de bancada com ATC. PH0-14). (C) Controlador de temperatura Stc-3008 
Termostato e Controlador de temperatura duplo, ligados a termostatos eletrônicos 50 Watts e equipamentos de 
areação e recirculação (Compressor De Ar Maxxi Power Pro-9000). (D) Peixes P. caudimaculatus colocado para 
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reduzir período de estresse (30 min). (E) e (F) P. caudimaculatos em situação de estresse térmico na (CTMáx) 
próximo a perda do equilíbrio natatório end point (loss of equilibrium – LOE) (Beitinger et al., 2000). 

 

Figura 5. (A) Banho ultratermostático microp. com circ. - Q214M (Quimis) (B) termostato TIC-17RGTi - Full 

Gauge Controls (Full Gauge)o (C) Phallocerros caudimaculatus (D) Compressor De Ar Maxxi Power Pro-

9000 3w A 6w 220v Spid Fish. 

3.4.Determinação do consumo de oxigênio e respostas ionoregulatórias 

A determinação simultânea da taxa de consumo de oxigênio (VO2), taxa de excreção de 

amônia (JAmm) e fluxos líquidos de Na+ e Cl- (JNa
net e JCl

net) dos exemplares de P. caudimaculatus 

ocorreu após o período de aclimatação dos peixes em cada um dos três regimes térmicos 

selecionados (20, 25 e 30oC) (N=10 por tratamento) (Figs 6 e 7). Para esses ensaios os animais 

(N=10) foram mantidos em água do mar reconstituída em salinidade 6‰. Para tanto, os 

indivíduos aclimatados por 7 dias foram acondicionados individualmente em câmaras de plástico 

com capacidade de 200ml, e mantidos por 2h dentro de cada câmara com aeração constante e 

sem qualquer perturbação, sendo realizada trocas de água de 50% a cada 1h. Os 10 animais foram 

colocados em uma bandeja plástica e mantidos em banho maria para o controle da temperatura 

ao longo do teste. A temperatura foi controlada com o aparelho termostato (Full Gauge) e 

aquecedor (Atman) e monitorados nas respectivas temperaturas de aclimatação para o controle e 

a manutenção da temperatura em todas câmaras e em todo período do experimento. Todos os 

quatro lados da caixa eram de cor escura e as câmaras recobertas com plástico preto para 

minimizar os distúrbios visuais dos animais.  

Após o período de 2h foi realizada a medida inicial da concentração de oxigênio na água 

de cada câmara com um oxímetro digital (Dissolved Oxygen Meter; YSI 5100), de sensibilidade, 

± 0.1% (4 digito), caracterizando o início da verificação do consumo de O2. (Figura 6 e 7). Após 
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esses procedimentos, foram retiradas amostras de água (15 ml) para a posterior determinação dos 

níveis de Na+ e Cl-, e a coleta de 2 ml de água (epeendorf) para a determinação da concentração 

de amônia. O material coletado foi mantido sem contato com iluminação e congelado a -20°C. 

Após a retirada das amostras as câmaras foram imediatamente vedadas com rolhas de laboratório 

para vedar balão de Erlenmeyer (1,5 cm de espessura) envolvidas com Parafilm® para garantir 

o total isolamento, mantida sem oxigenação por 2h. 

Depois do período de 2 horas sem oxigênio, os frascos foram reabertos e uma nova 

medida da concentração de O2 na água foi realizada, e nova amostras de água foram retiradas. 

(Ao final dos ensaios todos os animais foram pesados com a balança semi analítica digital 

(Mettler Toledo, AL204) e conservados em refrigeração a -20°C. Os animais foram então 

depositados na coleção do LECTA. Os estoques foram preparados uma hora antes de sua 

utilização, com água do mar reconstituída com salinidade (6‰), areação constante, (pH 7,0) e 

temperatura específica para cada temperatura de aclimatação (20, 25 e 30°C).  

 

Figura 6. Experimento de Consumo de Oxigênio, (A) termostatos TIC-17RGTi - Full Gauge Controls (Full Gauge)o 

() (B) Compressor De Ar Maxxi Power Pro-9000 3w A 6w 220v Spid Fish (C) Oximetro (A) bandeja com recipiente 

de 200ml (D) realizando a verificação do oxigênio. 
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Figura 7.– (A) P. caudimaculatus período para reduzir estresse (120 min). (B) Equipamento para verificar pH e 
temperatura no início e fim do experimento. (C) P. caudimaculatus após os experimentos. (D) P. caudimaculatus 
no fim do experimento após 8h, verificação do peso. (E) Animal no final do experimento. (F) Equipamentos: câmara 
de plástico com (200ml), areação e recirculação feita com cateter de polietileno, período de trocas parciais de água 
para o início do experimento. (G) Experimento 20°C com refrigeração. (F) Experimento 25°C (F) Experimento 30°C 
estoque e controladores de temperatura para garantir precisão. 

3.5. Técnicas Analíticas e Cálculos  

A concentração total de sódio (Na+) das amostras de água dos experimentos foi 

determinada por meio de fotometria de chama (Analyzer 910), enquanto a concentração de 

Cl- foi determinada por meio do ensaio colorimétrico descrito por Zall e colaboradores 

(1956). A concentração de Cl- foi obtida por meio de ensaio colorimétrico utilizando os 

reagentes tiocianato de mercúrio (Hg (SCN)2), nitrato férrico Fe(NO3)3.9H2O a 20,2% e 

água deionizada para formular solução de uso a 1:1:13 respectivamente. As amostras de água 

foram diluídas a 1:1000 em água deionizada e inseridos 150 µL de amostra diluída somado 

a 150 µL de solução de uso dispostas em triplicata nas microplacas para leitura em 

espectofotômetro a 480nm, e posterior comparação à curva padrão obtida através da diluição 

de padrões de NaCl. A concentração de amônia nas amostras de água coletadas foi 

determinada pelo método do indofenol, conforme descrito por Verdouw e colaboradores 

(1978). A concentração de amônia na água foi determinada através do uso de 30 µL das 

soluções de salicilato de sódio a 40% (dissolução de 4g de C7H5NaO3 em 10ml de água 
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deionizada), nitroprussiato de sódio (dissolução de 0,02g de Na2[Fe(CN)5NO] · 2H2O em 

100ml de água deionizada) e hipoclorito a 6% (2:1 em citrato de sódio) somado a 120 µL de 

amostra por poço, dispostas em triplicata nas microplacas. A leitura foi realizada em 

espectofotômetro a 650nm e comparada à curva padrão de NH4Cl. 

A partir dos dados das concentrações de oxigênio, amônia, Na+ e Cl- na água foram 

calculados a taxa de consumo de oxigênio (VO2), a taxa de excreção de amônia (JAmm_N), e 

os fluxo líquido de Cl- (JCl
Net)

 e o fluxo de sódio (JNa
Net) dos animais em cada condição 

experimental, utilizando as variações na concentração dos analitos dissolvido na água 

(mgO2/L ou μmol/L) ao longo do intervalo de exposição, relativizadas pelo peso dos animais 

(g), o volume das câmaras (L) e o tempo do intervalo de exposição (h). Para tanto, foi 

utilizada a seguinte equação descrita por Wood (1992): 

MO2= [(X1-X2) *V] / (P*T)  

Onde, X1 e X2 são os valores iniciais e finais dos analitos (i.e  oxigênio, amônia, Na+ 

e Cl-), em cada intervalo experimental, V e o volume (L) da câmara, P o peso (g) do animal 

e T o tempo (h) do intervalo de exposição. A partir dos valores calculados de consumo de 

oxigênio foi calculado o coeficiente de temperatura (Q10) que representa o grau de 

dependência do metabolismo em função do aumento em 10oC na temperatura da água. O 

cálculo foi feito a partir da equação abaixo em relação as taxas de consumo de oxigênio 

obtidas dos animais aclimatados em 20oC e 30oC: 

Q10 = (MO2final /MO2 inicial) 10(T2-T1) 

 

3.6. Análise Estatística  

Todos os dados foram expressos como Média±Erro Padrão da Média. Diferenças 

entre a temperatura crítica máxima (CTMáx) e a capacidade de aclimatação térmica nas duas 

salinidades (6‰ e 11‰) e três temperaturas de aclimatação testadas, foram avaliadas por 

meio de uma análise de variância de dois fatores (ANOVA two-way). Já as respostas nas 

taxas de consumo de oxigênio (VO2), taxas de excreção de amônia (JAmm_N), fluxos líquidos 

de Cl- (JCl
Net)

 e o fluxos líquidos de Na+ (JNa
Net) dos exemplares de P. caudimaculatus 

aclimatados a cada uma das três temperaturas na salinidade de 6‰ foram determinadas por 

meio de uma Análise de Variância de um fator (ANOVA one-way), sendo o regime térmico 
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de aclimatação (20°C x 25°C x 30°C) considerado fator na ANOVA. As diferenças entre as 

médias foram determinadas por meio de teste a posteriori de Tukey. Diferenças estatísticas 

significativas foram aceitas no nível de P<0,05. As análises estatísticas foram realizadas 

através do software Sigma Stat (v.3.5), R 4.0.3.4 e Jamovi 2.2.5, e os gráficos foram 

construídos com o software Sigma Plot (v.12.0). A normalidade a homogeneidade de 

variância foi verificada antes do teste. Na CTMáx, as temperaturas foram comparadas entre 

entre si usando teste de ANOVA unidirecional, e diferenças entre grupos são testadas por 

Tukey post hoc.  

4. RESULTADOS  

Os peixes Phalloceros caudimaculatus, conhecidos popularmente como guarú ou 

barrigudinho, foram aclimatados nas temperaturas de 20, 25 e 30 °C, sendo observado um 

aumento positivo do limite máximo de tolerância térmica (CTMáx) em função do aumento 

da temperatura de aclimatação. Os valores variaram entre 38,56 °C a 41,62°C, sendo 

observado diferença estatística significativa na CTMáx entre todas as temperaturas de 

aclimatação, nas duas salinidades testadas. Os valores médios da CTMáx em salinidade 

6‰. foram de 38,567±0,231, 39,833±0,117, 41,752±0,155 (MEDIA±S.E.M.) nas 

temperaturas de 20oC, 25oC e 30oC, respectivamente. Já em salinidade 11‰ os valores de 

CTMáx foram de 39,138±0,172 (20oC), 39,983±0,060 (25oC) e 41,057±0,121(30oC). Foi 

observado que na menor temperatura (20oC) a CTMáx de P. caudimaculatus foi 

significativamente maior nos animais aclimatados a 11‰, em comparação com os peixes 

mantidos a 6‰. Por outro, valores estatisticamente maiores de CTMáx foram observados 

nos animais aclimatados a 6‰, em relação a 11‰, no regime de aclimatação a 30oC (Fig. 

8).  

De forma contrária à CTMax, o aumento da temperatura de aclimatação reduziu 

significativamente os valores de CAT nas duas salinidades testadas (Fig. 9). Em salinidade 

6‰, os valores de CAT foram reduzidos de 18,567±0,231 para 11,756±0,155 quando os 

animais foram aclimatados à 20oC e 30oC, enquanto os valores de CAT variaram de 

19,137±0,172 a 11,057±0,121 quando os animais foram aclimatados a 11‰ nas 

temperaturas de 20 e 30oC (Fig. 9). Não foram observadas diferenças na CAT dos 

exemplares de P. caudimaculatus entre as salinidades de 6 e 11‰, em nenhuma das 

temperaturas de aclimatação testadas.  
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Fig.8. Efeito da temperatura de aclimatação sobre a temperatura crítica máxima (CTMáx) de Phalloceros 

caudimaculatus mantidos em salinidade 6 (barras pretas) e 11 ‰ (barras cinzas). (média ± SEM). Letras maiúsculas 

diferentes representam diferenças na CTMáx entre as temperaturas de aclimatação nos peixes mantidos a 6 ‰, 

enquanto letras minúsculas diferentes representam diferenças na CTMáx entre as temperaturas de aclimatação dos 

animais mantidos a 11 ‰. Asteriscos (*) representam diferenças na CTMáx entre as duas salinidades testadas, em 

uma mesma temperatura de aclimatação.  
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Fig.9. Efeito da temperatura de aclimatação sobre a capacidade de aclimatação térmica (CAT) (Acclimation response 

ratio_ARR) de Phalloceros caudimaculatus mantidos em salinidade 6 (barras pretas) e 11 ‰ (barras cinzas). (média 

± SEM). Letras maiúsculas diferentes representam diferenças na CAT entre as temperaturas de aclimatação nos 

peixes mantidos a 6 ‰, enquanto letras minúsculas diferentes representam diferenças na CAT entre as temperaturas 

de aclimatação dos animais mantidos a 11 ‰. Asteriscos (*) representam diferenças na CAT entre as duas 

salinidades testadas, em uma mesma temperatura de aclimatação.  

As taxas de consumo de oxigênio dos exemplares de P caudimaculatus nas temperaturas 

de aclimatação de 20°C, 25°C e 30°C foram de 263,497±43,338, 217,892±61,594 e 

287,803±28,248 mgO2/kg/h, respectivamente. No entanto, não foram observadas diferenças 

estatísticas significativas na taxa de consumo de oxigênio entre os exemplares de P. 

caudimaculatus entre as três temperaturas de aclimatação (P=0,565). (Fig. 10). De forma similar, 

o valor de Q10 calculado entre as temperaturas de aclimatação de 20oC e 30oC foi de 1,24, 

indicando uma baixa responsividade do metabolismo aeróbico da espécie ao aumento de 10oC 

na temperatura da água. (Fig.10). 
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Fig.10. Efeito da temperatura de aclimatação sobre a taxa de consumo de oxigênio (VO2 mg O2/kg/h) de Phalloceros 

caudimaculatus mantidos em salinidade 6 ‰. (média ± SEM). O valor do coeficiente de temperatura (Q10) calculado 

entre as temperaturas de 20oC-30oC está notado acima na figura.  

 

O aumento da temperatura de aclimatação influenciou positivamente na taxa de 

excreção de amônia dos peixes, sendo observado um aumento significativo entre 20 e 30°C 

(p<0,001), e entre 25 e 30°C (p<0,05) na JAmm, mas não entre os exemplares de P. 

caudimaculatus aclimatados a 20°C e 25°C (Fig. 11).  

O fluxo líquido de (JNa
net) sódio nos exemplares de P. caudimaculatus teve uma perda 

liquida de sódio para meio externo. Entretanto, nas aclimatações térmicas foram observadas 

diferenças significativas entre as temperaturas de aclimatação, onde as maiores perdas líquidas 

de Na+ foram observadas nos animais aclimatados em 25oC, em comparação com os peixes 

mantidos em 20 oC e 30oC (Fig. 12A); (Anexo III). No entanto, não foram observadas 

diferenças estatísticas significativas no (JNa
net) entre as temperaturas de 20-30°C (P = 0,261). 

Os valores médios nas três temperaturas de aclimatação 20-25-30°C, foram (-5,593±8,768, -

48,607±10,05, -15,326±6,798), respectivamente. (MEDIA ±S.E.M.) (Fig. 12A). Por outro 
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lado, não foram observadas diferenças estatísticas significativas no fluxo líquido de cloreto 

entre os animais aclimatados as três temperaturas (P = 0,261). Os valores médios nas três 

temperaturas de aclimatação 20-25-30°C, foram: (-7,843±3,384, -5,323±3,451, -

13,445±3,619), respectivamente. (Fig. 12B) 

 

 

 

Fig.11. Efeito da temperatura de aclimatação sobre a taxa de excreção de amônia (JAmm) de Phalloceros 

caudimaculatus mantidos em salinidade 6 ‰. (média ± SEM). Letras diferentes representam diferenças no JAmm 

entre as temperaturas de aclimatação.  
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Fig.12. Efeito da temperatura de aclimatação sobre os fluxos líquidos de sódio (JNa
net) (A) e de cloreto (JCl

net) (B) de 

Phalloceros caudimaculatus mantidos em salinidade 6 ‰. (média ± SEM). Letras diferentes representam diferenças 

no fluxo líquido dos íons entre as temperaturas de aclimatação.  
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5. DISCUSSÃO  

5.1. Efeitos da temperatura e salinidade na tolerância térmica de Phalloceros caudimaculatus 

A temperatura é uma "força motriz ecológica" nos ecossistemas aquáticos que influencia 

todos os níveis de organização biológica (Guderley, 2004). A temperatura pode influenciar as 

reações metabólicas e bioquímicas e, por consequência, contribuir com uma parcela significativa 

sobre as respostas fisiológicas de um organismo. Portanto, a investigação sobre a influência da 

temperatura ambiental sobre a tolerância térmica – especialmente sobre a temperatura crítica 

máxima (CTMax) – e suas implicações sobre a saúde dos peixes, tornou-se uma importante área 

de investigação ao longo dos anos. Altas temperaturas alteram as funções de órgãos vitais como 

fígado e rim, além de promover desequilíbrio na homeostase interna dos peixes (Sharmin et al., 

2015; Hossain et al., 2016). Há uma grande quantidade de trabalhos demostrando que a tolerância 

térmica dos peixes depende, em grande parte, da sua história evolutiva, aclimatação térmica ou 

exposição térmica por longos períodos (Chatterjee et al., 2004; Das et al., 2005; Debnath et al., 

2006; Manush et al., 2004).  

Existe uma variedade de fatores como, a quantidade de nutrientes na alimentação, saúde 

dos animais e seu tamanho, (Baker e Heidinger 1996), condições dos peixes nos testes (Irvin et 

al., 1957), presença de produtos químicos (componentes tóxicos) (Beitinger et al., 2000) e 

respostas específicas em cada espécie  (Das et al., 2004), que influenciam diretamente nos limites 

superiores e inferiores de tolerância térmica. Além disso, o clima nas estações do ano, altera o 

regime térmico nos habitats e a exposição de forma diferenciada a variados agentes estressores. 

Estas exposições, que podem ocorrer de forma rápida e aguda, ou longa e contínua, são 

ocorrências constantes e inevitáveis no dia a dia de alguns habitats que apresentam profundas 

oscilações em suas características físico-químicas, como praias e poças de maré. Vários autores 

evidenciam que as temperaturas mais elevadas da água, por um longo intervalo de tempo, podem 

aumentar a CTMáx de uma espécie (Madeira et al., 2012; Campos, 2019). 

Os peixes geralmente estão adaptados a certas faixas de temperatura sob as quais vivem 

de forma “confortável”. Quando ocorre o aumento ou diminuição da temperatura além desses 

níveis, os peixes sofrem com o estresse térmico. Esse tipo de flutuação na temperatura pode criar 

um desequilíbrio substancial nas atividades fisiológicas normais dos peixes (Beitinger et al., 

2000). O valor do CTMáx é afetado por uma série de variáveis como, a diferença na taxa de 
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mudança de temperatura durante os estudos de tolerância térmica, o tamanho e o fator de condição 

animal (Baker e Heidinger, 1996), e a presença de compostos letais (Beitinger et al., 2000).  

O principal mecanismo de perda do equilíbrio natatório end point (LOE) durante o 

CTMáx não é claro, mas sabe-se que as temperaturas extremas podem desnaturar proteínas, 

prejudicar a função enzimática, aumentar a permeabilidade de membranas e causar uma falha do 

sistema nervoso central (Friedlander et al., 1976). As taxas de aquecimento de 0,3 °C/min 

utilizadas são frequentemente reportadas em outros trabalhos de tolerância térmica 

(Lutterschmidt e Hutchison, 1997). Na CTMáx, a taxa de aquecimento utilizada é semelhante a 

de outros trabalhos sobre tolerância térmica (Bennett e Beitinger, 1997; Healy e Schulte, 2012; 

Heath et al., 1993; Lowe e Heath, 1969; Wood et al., 2016). Reportamos uma variação da 

temperatura nos animais de 37,4°C a 42,3°C no CTMáx. (Fig. 8). O aumento em 10°C na 

temperatura da água resultou no aumento de apenas 3,07°C na CTMáx de P. caudimaculatus.  

Em outras espécies de poecilídeos foi que os valores de tolerância térmica máxima 

registradas para Limia melanonotata variaram de 39,8°C a 43°C, e estão entre os maiores valores 

de CTMáx registrados para um peixe poecilídeos (Haney et al., 2003). No entanto, outros animais 

como G. affinis aclimatado a 35°C apresentou CTMáx de 43,5°C (Otto, 1973), e várias espécies 

de peixes da família Cyprinodontidae apresentaram maior média de CTMáx (Beitinger et al. 

2000). Segundo Miranda et al. (2002), em um cenário de aquecimento climático, o acréscimo de 

2°C na temperatura atual pode ser alcançadas durante as novas mudanças térmicas globais, dadas 

as ondas de calor mais longas, com maior frequência e intensidade de calor que vemos em novos 

relatórios e informações previstas pelos modelos de alterações climáticas (IPCC, 2013, 2018). 

Provavelmente, a temperatura média local na área de coleta (Ilha Comprida-SP) também irá 

aumentar. Com isso, os peixes possivelmente presos em poças de maré poderão experimentar 

condições térmicas estressantes, e próximas aos seus limites térmicos máximos, que podem 

resultar na morte dos animais, como foi observado para outras espécies de peixes tropicais nas 

Ilhas Marshall (Hiatt e Strasburg, 1960).  

A capacidade de se aclimatar rapidamente a temperaturas elevadas (Chung, 1981;  Heath 

et al., 1993) e tolerar exposição aguda a temperaturas extremas são características adaptativas nos 

habitats da espécie eurialina Cyprinodon variegatus variegatus, onde as oscilações da 

temperatura podem ocorrer durante o dia, podendo a temperatura máxima exceder 35 °C. O 

mesmo pode ocorrer com os P. caudimaculatus na região de Ilha Comprida, o que indica a 

necessidade de se adaptarem para sobreviver nessas condições.  
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Outros estudos sobre as taxas de aquecimento climático feitos pelo IPCC (2014, 2018) 

estimam que ocorrerá um acréscimo na temperatura entre 1 e 7°C nos próximos 100 anos. Os 

valores na CTMáx de P. caudimaculatus indicam que eles estão próximos a sua temperatura 

limite, particularmente quando aclimatados a maior temperatura testada (30oC). Assim, os peixes 

vivendo em regiões com altas temperaturas, principalmente no verão intenso (30-35°C), 

possivelmente serão afetados com mudanças drásticas no clima. Vários estudos vêm 

demonstrando que a tolerância ao aquecimento da água é maior em organismos ectotérmicos de 

regiões temperadas, do que nas tropicais (Vinagre et al., 2016, Campos et al., 2017). Os animais 

aquáticos que vivem mais distantes de seus limites térmicos são as espécies entre marés de 

regiões temperadas, apresentando um aumento médio na sua CTMáx de 11,3ºC (Vinagre et al., 

2016). Além disso, Vinagre et al. (2016) confirmaram esta tendência de que a CTMáx 

intraespecífica é maior em comparação com espécies tropicais, independentemente do seu 

habitat, uma vez que os peixes de áreas tropicais vivem muito próximos de seus limites térmicos 

máximos.  

Portanto, a capacidade de aclimatação térmica nas espécies tropicais tende a ser baixa 

em função ao aumento da temperatura. Em P.caudimaculatus, a capacidade de aclimatação 

térmica (CAT) foi marcadamente reduzida com o aumento da temperatura de aclimatação. Os 

valores de CAT foram reduzidos em cerca de 6,8oC na salinidade 6‰ (de cerca 19°C para 12°C) 

com o aumento da temperatura de aclimatação de 20oC e 30°C, enquanto em salinidade 11‰ 

essa redução na CAT foi de cerca de 8°C (Fig. 9). Esses dados indicam que a capacidade de 

aclimatação da P. caudimaculatus a regime térmicos aumentados seria menor em condições de 

salinidades reduzidas no ambiente, principalmente em poças de maré rasas onde os raios solares 

podem aquecer até mesmo o fundo dos corpos d’água. 

Em peixes de região temperada/subtropical da zona entre marés foi observado que a 

CTMáx foi em média 9,95°C acima da temperatura média da água (24 °C). No presente estudo, 

esse valor foi de cerca de 11oC, nas duas salinidades, considerando a temperatura máxima 

ambiental de 30oC. Nos habitats de zona entre marés os animais apresentem valores de CTMáx 

mais elevados, vivendo ainda mais próximos dos seus limites térmicos. Tal fato se dá porque as 

temperaturas máximas do habitat podem atingir ou excederem a sua CTMáx. Assim,  espécies 

que vivem abaixo do nível da maré estão em menor perigo (Somero, 2010). Portanto, a 

capacidade de aclimatação em altas temperaturas é reduzida, tornando as espécies mais 

vulneráveis.  



  

44 
 

De acordo com Madeira e colaboradores (2012), os organismos que vivem em zona 

entre marés podem ser expostos à seleção mais forte. Sabendo disso, podemos prever que as 

populações de P. caudimaculatus, por viverem em regiões próximas à praia, onde o aumento na 

temperatura provavelmente irá empurrá-los para além desses limites. Logo, esse fato é 

ambientalmente preocupante, pois as espécies que não apresentarem estratégias 

termorregulatórias, precisarão se deslocar e se refugiar em locais mais frios (Madeira et al., 

2012). Dessa forma, os animais tendem a sofrer com o grande estresse térmico, podendo assim 

comprometer as suas populações. Quando mantidos em regimes térmicos mais elevados, os 

peixes apresentam um maior custo energético para a manutenção de seus processos 

homeostáticos, o que pode ocasionar uma série de problemas em seu organismo, comprometendo 

desse modo, sua sobrevivência. (Madeira et al., 2012)  

A temperatura pode provocar alterações que podem favorecer as adaptações evolutivas, 

revelando quais espécies têm maior capacidade adaptativa para sobreviver às alterações no clima 

(Pӧrtner, 2010; Somero, 2010). Logo, espécies de ambientes altamente variáveis tendem a 

apresentar plasticidade de aclimatação limitada (Somero, 2010; Tomanek, 2010), assim como as 

espécies euritérmicas aclimatadas a maiores temperaturas quando comparada com espécies 

congênere estenotérmicas (Tomanek, 2005; Tomanek e Somero, 1999, 2002). A capacidade dos 

peixes em sobreviver em habitats com temperaturas elevadas e reduzida concentração de 

oxigênio na água, estaria associada mudanças em seu sistema metabólico para atender à sua 

demanda energética. Além disso, peixes que vivem em ambientes com altas temperaturas 

apresentam geralmente, peso e tamanho reduzido, devido ao alto custo metabólico necessários 

para viver nesses habitats. Nesses ambientes o gasto para sua manutenção obriga o animal reduzir 

sua energia disponível, principalmente para seu crescimento e a reprodução (Clarke & Johnston, 

1999; Gillooly et al., 2001; Gillooly et al., 2002). 

Os peixes que habitam locais mais internos da região estuarina, podem sofrer com outras 

variações, não só de temperatura, mas também com outros fatores abióticos, tais quais: 

salinidade, oxigênio dissolvido e pH, que podem influenciar em sua maior tolerância à 

aclimatação térmica (Meffe et al., 1995, Morgan et al., 2020). (Fig. 2.4.) A espécie P. 

caudimaculatus vive geralmente em ambientes instáveis, com várias alterações diárias e sazonais 

de temperatura, além de ocupar diversos locais como águas salobra, águas com pouco oxigênio, 

alta quantidade de minerais e alguns elementos químicos dissolvidos na água em maior 

quantidade, assim relatados por Maltchik et al. (2010), que associaram essa espécie a áreas 
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úmidas com muita diversidade de habitat e regiões ricas em matéria orgânica como os 

manguezais. Muito embora os indivíduos de P. caudimaculatus aclimatados a 6‰ apresentaram 

maior CTMax, e CAT similar, aos peixes mantidos a 11‰, a menor variação vista na CAT 

(6,8oC) entre as temperaturas de aclimatação evidencia uma maior sensibilidade da espécie à 

aumentos da temperatura em menores salinidades.  

5.2. Efeitos do aumento da temperatura sobre o metabolismo de rotina e excreção de amônia de 

Phalloceros caudimaculatus  

No presente estudo não foi observada uma relação direta de aumento nas taxas de 

consumo de oxigênio de P. caudimaculatus com o aumento da temperatura de aclimatação. Por 

outro lado, o aumento no consumo de oxigênio em função do aumento da temperatura de 

aclimatação já foi observado em diferentes espécies, tais como Labeo rohita e Cyprinus carpio 

(em aclimatação 25, 30 e 35°C faixa de consumo 60-120 mg O2
-1kg-1h) (Chatterjee et al. 2004), 

Horabagrus brachysoma (em aclimatação 15, 20, 26, 31, 33 e 36°C faixa de consumo 60-240 

mg O2
-1kg-1h) (Dalvi et al. 2009) e Anabas testudineus (em aclimatação 25,30 e 35°C faixa de 

consumo 120-200 mg O2
-1kg-1h) (Sarma et al. 2010). 

A taxa média de consumo de oxigênio dos exemplares de P. caudimaculatus foi de 

(0,263±0,0433) na temperatura de aclimatação de 20°C e salinidade 6‰. Com relação à 

aclimatação de 25°C, ocorreu uma discreta redução 0,218±0,0616. Na temperatura de 

aclimatação 30°C, ocorreu um discreto aumento do valor médio das taxas (0,288±0,0282), sendo 

uma diferença de 0,07 mgO2
-1/kg-1/h. Essa redução pode estar relacionada com a temperatura 

ótima que os animais estão acostumados a viver, entre 20-25°C, nas quais as exigências 

metabólicas são menores e o seu suprimento de oxigênio atende suas necessidades metabólicas. 

Embora as taxas de consumo de oxigênio apresentem uma tenência de aumento em função do 

aumento de temperatura, esses valores não difereriram estatisticamente entre si. (Fig. 10). 

Em geral, a elevação da temperatura da água promove o aumento das exigências 

metabólicas e do gasto energético nas espécies e, consequentemente, um aumento nas taxas de 

consumo de oxigênio. Altas temperaturas e pouco oxigênio são fatores que influenciam a 

distribuição de peixes (Campos, 2019). Assim, as espécies com capacidade para sobreviver a 

temperaturas mais elevadas e menos oxigênio dissolvido na água, conseguem explorar habitats 

extremos (Almeida-Val et al., 1995; Anjos et al., 2008). No entanto, em situações de estresse 

térmico ou em ambientes hipóxicos/anóxicos, ocorre uma queda progressiva no consumo de 
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oxigênio que está muitas vezes associada a um maior recaimento sobre o metabolismo anaeróbico 

para suprir as demandas metabólicas teciduais (Almeida-Val et al., 2000; Hochachka e Somero, 

2002).  

Segundo Cech e Brauner (2011) o aumento da temperatura e a consequente diminuição 

da solubilidade de oxigênio na água causa estresse aos peixes. A capacidade de fornecimento de 

oxigênio em relação a sua demanda metabólica é diretamente relacionada ao tamanho de sua 

janela térmica (Pörtner e Farrell, 2008). O eescopo aeróbico, a teoria da capacidade de Tolerância 

Térmica Limitada pelo Oxigênio (OCLTT) são controlados pela incapacidade do organismo de 

fornecer oxigênio suficientemente aos tecidos em função do estresse térmico (Pörtner & Farrell, 

2008; Pörtner e Knust, 2007). De acordo com essa teoria, o aumento da temperatura acima da 

temperatura de aclimatação, promove um sucessivo e rápido aumento do consumo de oxigênio. 

Como efeito líquido, ocorre a redução na quantidade na pressão parcial de oxigênio no sangue 

quando se está próximo da temperatura crítica (Fry e Hart, 1948; Pörtner et al., 2017). Diante 

disso, os peixes exploram múltiplas estratégias para otimizar o transporte de oxigênio no sangue. 

Outra estratégia para solucionar o transporte do oxigênio seria reduzir os gastos energéticos 

(Haney et al., 2003). De acordo com este autor, a diminuição do metabolismo reduz os gastos 

energéticos nas salinidades elevadas; essa resposta aumenta o tempo de tolerância às condições 

adversas. Mudanças morfológicas na brânquia poderiam comprometer o sistema 

osmorespiratório nos peixes, dificultando ainda mais as trocas de gás oxigênio devido a redução 

da área de superfície com o aumento da espessura do epitélio (Randall et al., 1972). 

As respostas metabólicas dependem da temperatura, período de aclimatação, e das 

espécies a serem estudadas (Dent e Lutterschmidt, 2003; Díaz et al., 2007). Dent & Lutterschmidt 

(2003), sugeriram que os peixes de água doce demonstram plasticidade fisiológica quando são 

capazes de recuperar ou se aproximar de seu ponto de ajuste metabólico (ou seja, alterações 

quantitativas ou qualitativas na expressão enzimática e reações bioquímicas), em que os 

ambientes são termicamente instáveis. Essa relação prevê que peixes com maior plasticidade nas 

taxas metabólicas terão um coeficiente de temperatura (Q10) menor. No presente estudo, P. 

caudimaculatus apresentou um coeficiente baixo de Q10 (1,24) após um aumento de 10oC na 

água, sugerindo que o metabolismo da espécie é pouco responsivo ao aumento da temperatura 

da água dentro da faixa de temperatura estudada. Isso mostra uma sensibilidade térmica da 

espécie menor do que a relatada para outras espécies euritérmicas, como a barramundi tropical 

(Lates calcarifer com um Q10 de ~2,5) (Norin et al., 2014), bem como goby redondo temperado 
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(Neogobius melanostomus, Q10 = 2,6) (Christensen et al., 2021), ou lúcioperch (Sander 

lucioperca, Q10 = 2,0) (Frisk et al., 2012). Na espécie H. brachysoma o menor valor de Q10 foi 

observado entre 31 e 33°C (1,53), indicando menor efeito do aumento da temperatura sobre o 

metabolismo (Dalvi et al., 2009). Assim, a espécie teria uma melhor capacidade de aumentar seu 

metabolismo aeróbico entre essas temperaturas. Brett (1971) e Kellog e Gift (1983) apontaram 

que a temperatura preferencial de uma espécie coincide com a temperatura ideal para vários 

processos fisiológicos, particularmente para o crescimento (Tsuchida,1995). Kita et al. (1996) 

relatam que a temperatura final preferencial de uma espécie corresponde à temperatura na qual o 

aumento da concentração de oxigênio e taxa de consumo com a temperatura é reduzida 

gradualmente. Assim, menores valores de Q10 indicariam que que mais energia estaria disponível 

para desenvolvimento dos peixes (Díaz et al., 2007). 

Na maioria dos teleósteos que se alimentam regularmente, crescem continuamente, nadam 

ativamente e vivem em ambientes sob condições normais, a principal excreta nitrogrenada é a 

amônia, e se seus mecanismos de excreção para o meio aquático ocorrem através das brânquias 

(Wood, 2001). Em peixes teleósteos, o aumento da produção de energia pelo metabolismo 

aeróbico em função do aumento da temperatura da água, promove um maior recaimento sobre a 

oxidação de proteínas, resultando em maior excreção de amônia para o meio externo (Bucking, 

2017). Nos exemplares de P. caudimaculatus, as taxas de excreção de amônia aumentaram 

significativamente em função do aumento da temperatura, particularmente em 30oC, onde as taxas 

de excreção de amônia foram em torno de 1,8 e 3,3 vezes mais elevadas do que nos peixes 

aclimatados a 25oC e 20oC, respectivamente. Assim, os dados sugerem uma maior oxidação de 

proteínas para a manutenção da taxa metabólica dos peixes nas maiores temperaturas. (Fig. 11). 

No ambiente aquático, o nitrogênio pode ser encontrado sob diferentes formas, dentre 

outras, a de nitrito, nitrato, amônia, óxido nitroso e amoníaco. As variações de temperaturas diárias 

e sazonais, mais a disponibilidade de alimento são, provavelmente, o fator mais importante sobre 

o nitrogênio no metabolismo de peixes no seu ambiente natural. No entanto, na natureza, é 

provável que a alimentação e a temperatura sejam dependentes em vez de variáveis independentes. 

(Wood, 2001). Em peixes oriundos de habitats de água doce, em geral, quando mantidos em meio 

hiperosmótico, tendem a apresentar maiores taxas de excreção de amônia (e.g. truta arco-íris e 

guppy) em comparação aos animais mantidos em água doce. No entanto, para a espécie Fundulus 

heteroclitus a aclimatação a água doce aumenta a taxa de excreção de amônia (Bucking, 2017). 

Nos peixes, a amônia é excretada preferencialmente pelas brânquias na forma gasosa NH3, 
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utilizando a simples difusão do NH3 por intermédio do transportador glicoproteico Rhesus (Rh), a 

favor do gradiente de pressão do NH3 entre o sangue e o ambiente externo (Bucking, 2017). No 

entanto, diversos estudos têm evidenciado que a excreção da forma iônica da amônia (NH4
+) pode 

ser acoplada a absorção de Na+, principalmente nos peixes de água doce, utilizando diferentes 

mecanismos de transporte (Wright e Wood, 2012; Bucking 2017). Além disso, o controle da 

homeostase osmótica celular, envolve a regulação das concentrações de variados osmólitos 

orgânicos intracelulares, tais como aminoácidos, para manutenção da pressão osmótica, já os íons 

inorgânicos em grandes concentrações ocasionam efeitos deletérios nas células (Edwards e 

Marshall, 2012).  

A produção endógena de amônia nos animais ocorre através do catabolismo de 

aminoácidos, por meio de dois mecanismos principais: (a) através da desaminação de 

aminoácidos, como o glutamato, pela ação de enzimas específicas, como a glutaminase e a 

glutamato desidrogenase (GDH), ou (b) através da transaminação oxidativa de L-aminoácidos 

(como a alanina e o aspartato), produzindo glutamato e α cetoácidos, (Ip e Chew, 2010; Bucking, 

2017). Através da transaminação de L-aminoácidos em glutamato, e sua posterior desaminação 

via glutamato desidrogenase (GDH), amônia e D-cetoácidos são gerados como produtos, sendo 

os últimos utilizados como substrato no ciclo de Krebs (Ballantyne, 2001; Bucking, 2017).  

No entanto, vários fatores, como a temperatura e consumo de oxigênio são conhecidos 

por alterar a taxa de oxidação de aminoácidos, consequentemente, a produção e os níveis de 

amônia, onde o conteúdo de proteínas da dieta e a frequência de alimentação influenciam 

diretamente o catabolismo de aminoácidos (Ballantyne, 2001; Bucking, 2017). Confirmando a 

alta dependência do metabolismo dos peixes pela oxidação de proteínas (Ballantyne, 1997; 

Wood, 2001). O maior recaimento sobre a oxidação de aminoácidos resulta no aumento da 

produção endógena de amônia e, consequentemente, da taxa de excreção de amônia. Em 

conjunto, essas respostas metabólicas são consideradas um mecanismo adaptativo que 

disponibiliza reservas energéticas durante a exposição aguda a agentes externos causadores de 

estresse. No caso de P. caudimaculatus, vemos que a aclimatação por 7 dias também resultou em 

maiores taxas de excreção de amônia na maior temperatura testada (30oC), sugerindo uma maior 

utilização das reservas enérgicas dos animais em virtude do estresse térmico provocado pelo 

maior regime térmico do ambiente.  
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5.3. Efeitos do aumento da temperatura sobre respostas ionorregulatórias de Phalloceros 

caudimaculatus 

Os sais (cátions e ânions) dissolvidos no plasma são essenciais para as funções 

metabólicas em qualquer vertebrado, principalmente Na+ e Cl-, sendo absorvidos pelos peixes 

por meio de mecanismo especializados nas brânquias (peixes de água doce) e no trato 

gastrointestinal (peixes marinhos) e por meio da alimentação, sendo transportados para o sangue 

e excretados para o meio externo por células especializadas (ionócitos) localizadas no epitélio 

das brânquias, rins e da pele (Edwards e Marshall, 2012).  

Ao longo do processo evolutivo, os peixes desenvolveram três diferentes estratégias 

para manter sua homeostase iônica e osmótica em função das condições encontradas no meio 

externo. A osmoconformação, onde a osmolaridade do fluido extracelular dos animais é mantida 

em nível similar ao ambiente externo (e.g. água do mar e/ou estuários), a hipoosmoregulação, 

onde os peixes regulam a composição de osmólitos no plasma para manter a sua composição 

abaixo da concentração do meio externo (e.g. água do mar e/ou estuários), e a 

hiperosmoregulação, onde os animais mantém seus fluidos internos mais concentrados que o 

meio externo mais diluído (e.g. água doce) (Edwards e Marshall, 2013). Assim, quando as 

espécies eurialinas  se movem para o ambiente marinho ocorre o aumento da osmolaridade 

plasmática em decorrência do ganho de sais e perda de água, resultando em níveis mais elevados 

de Na+ e Cl- no plasma, associado ao aumento da atividade das enzima Na+/K+-ATPase (NKA) e 

do co-transportador Na+/K+/2Cl- (NKCC) nas brânquias (Hoar, 1988; McCormick et al., 2009). 

Na segunda fase, chamada de “período regulatório”, a osmolaridade e concentração de sais 

dissolvidos no plasma tendem a ser ativamente reguladas para que estas sejam mantidas dentro 

dos limites fisiológicos da homeostase (Prodocimo e Freire, 2006). 

As brânquias são vitais nos peixes elas exercem inúmeras funções, visto que, além de 

serem o principal local onde acontece as trocas gasosas, também estão relacionadas nos processos 

de osmorregulação, equilíbrio ácido-básico, excreção de compostos nitrogenados e a 

ionorregulação. Ao longo da evolução, as brânquias foram sofrendo adaptações morfo-

funcionais, sendo necessárias para que os peixes obtivessem sucesso no povoamento de vários 

ambientes. Através da literatura as primeiras investigações sobre os mecanismos de transporte 

de íons em peixes ocorreram na década de 30, e já se sabia que o principal sítio de regulação 

iônica eram as brânquias (Evans et al., 1982). Mecanismos morfofuncionais de ajuste à salinidade 
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ambiental como migração de célula e alterações na superfície de contato com o meio também 

foram descritas (Fanta et al., 1995). Tendo em vista as necessidades dos animais aquáticos 

exporem ao ambiente grandes áreas de um tecido bem delicado, como as brânquias, estas são 

utilizadas como indicadores biológicos da qualidade de água (Machado, 1999). 

Os peixes apresentam a capacidade de conservar a concentração osmótica de seu fluido 

corporal relativamente constante na maioria das situações, diferente da concentração do meio 

externo. O aumento da temperatura da água, combinado com baixos níveis de oxigênio e altas 

concentrações de amônia promove mudanças no equilíbrio iônico e ocasiona uma maior troca de 

íons entre o peixe e o meio ambiente. A regulação iônica acontece por vários fatores, um deles é 

a temperatura, ela promove alterações nas concentrações dos íons, principalmente no Na+ e Cl. 

Assim, o aumento da temperatura resulta na desestabilização das junções paracelulares (“Gap 

junctions”), tornando o epitélio branquial dos peixes permeável a passagem de íons. Assim, em 

ambientes com temperaturas elevadas as perdas iônicas dos íons sódio, cloreto, potássio e cálcio 

são estimuladas e ocorrem por difusão paracelular na superfície branquial (Schimdt e Nielsen 

1999; Baldissserotto e Val, 2002).  

Além disso, oscilações em parâmetros ambientais, tais como a temperatura e salinidade, 

podem promover alterações em mecanismos de transporte transcelular de íons nas brânquias de 

peixes teleósteos resultando em severos distúrbios osmo-ionoregulatórios. No ambiente marinho 

e em água salobra, a secreção de cloreto pelas brânquias dos peixes envolve a participação do 

cotransportador NKCC, a presença do canal na membrana apical e também a membrana 

basolateral dos ionócitos. Em peixes marinhos, a ação da enzima NKA pode criar um potencial 

elétrico intracelular negativo, ao retirar íons Na+ do citoplasma das células. Tal carga negativa 

intra-celular seria responsável pela saída de Cl- para o meio externo, e o excesso de Na+ seria 

eliminado via rota paracelular, entre as células de cloreto. Segundo Goss et al. (1992), a 

localização dos transportadores iônicos nas brânquias de peixes de água doce, e a quantidade de 

ionócitos nestes animais, é bastante reduzida se comparada aos peixes de habitat marinho. Em 

situações estressantes como à variação de salinidade ou aumento abrupto de temperatura os 

mecanismos e processos fisiológicos relacionados a função branquial resultam na menor 

atividade da enzima Na+/K+-ATPase (NKA) e do cotransportador Na+/K+/2Cl- (NKCC), 

concomitante ao aumento da atividade da H+-ATPase (VATPase). Assim como, reduções 

significativas nos níveis plasmáticos de Na+ e Cl-, tal qual visto para diferentes espécies de peixes 

como Oncorhynchus nerka (Shrimpton et al., 2005), Anguilla anguilla (Wilson et al., 2007) e 
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Salmo trutta (Tipsmark et al., 2002). Entre algumas espécies o custo energético para 

osmorregulação apresentam uma grande variação. Cerca de 20 a 68% da taxa metabólica, 

analisada por meio da taxa de consumo de oxigênio, é gasta no processo de manutenção da 

homeostase iônica e osmótica (Boeuf e Payan, 2001). Assim, alterações na salinidade e na 

temperatura do meio tendem a ter um grande efeito sobre o catabolismo de aminoácidos livres 

no meio intracelular de peixes, fazendo assim sua oxidação para a produção de ATP para suprir 

a demanda energética para favorecer a manutenção da homeostase iônica e osmótica dos animais 

(Branchard e Grosell, 2006; Frick e Wright, 2002). 

Além disso, peixes submetidos a situações estressantes, tal como o aumento da 

temperatura da água, apresentam respostas endócrinas que incluem a hipersecreção de 

catecolaminas e corticoesteróides (como o cortisol), parâmetros considerados indicadores de 

resposta primária ao estresse, e que muitas vezes são acompanhados de distúrbios no equilíbrio 

ácido-base dos animais (Engelhardt et al., 1981; Alkindi et al., 1996; Sthephens et al., 1997). 

Esses mediadores químicos, por sua vez, disparam respostas fisiológicas e bioquímicas que 

resultam em efeitos considerados como respostas secundárias, que incluem hiperglicemia, 

consumo das reservas de glicogênio, inibição da síntese proteica e lipólise (Winkaler et al., 2001). 

A perturbação do equilíbrio hidromineral também é considerada uma resposta secundária ao 

estresse. Segundo Wendelaar Bonga (1997), diversos tipos de estressores prejudicam o equilíbrio 

iônico nos peixes. Alterações nos parâmetros como níveis de potássio, cloreto, sódio e cálcio 

podem ser caracterizado como desequilíbrio ácido-base (Mariano et al., 2009). 

Em ambientes hiposmóticos (água doce e salobra abaixo do ponto isosmótica da 

espécie) – tal como a salinidade 6‰ para P.caudimaculatus – os íons (principalmente sódio e 

cloreto) são continuamente perdidos por difusão pelos peixes para o ambiente. Esta perda de sais 

é reposta pela reabsorção durante a ingestão de alimento ou diretamente do ambiente através de 

processos dependentes de energia em células especializadas presentes no epitélio branquial e em 

outros órgãos dos peixes. Em situações de estresse, este processo fisiológico é prejudicado em 

função do redirecionamento de energia para outros processos vitais, considerados mais 

importantes naquele momento. Além disso, aumento de temperatura pode aumentar as perdas 

líquidas de sais para o meio, tal como visto para a espécie tropical Metynnis hypsauchen onde o 

aumento de 7oC na temperatura resulta em um aumento expressivo nas perdas iônicas líquidas 

de Na+ (JNa
Net) e Cl- (JClNet) pelas brânquias da espécie, quando exposta por 6 horas a 33oC em 

água do Rio Negro (Baldisserotto e Val, 2002). 
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Já em três espécies de riachos de terra-firme da Amazônia Central, Apistogramma 

agassizii, Pyrrhulina aff. brevis e Hyphessobrycon melazonatus, aclimatados por 30 dias, um 

aumento de 4,5°C promoveu o aumento nas perdas líquidas de sódio nas brânquias em 1,2, 1,7 e 

2,5 vezes, respectivamente (Campos, 2019). Além disso, a espécie A. agassizii apresentou 

aumento significativo nas perdas líquidas de K+ (2, 5 vezes), Cl- (JClNet) (4,2 vezes) e excreção 

de amônia (JAmm_N) (4,0 vezes) (Campos, 2019). No presente estudo, foi observado que os 

indivíduos de P. caudimaculatus apresentam controle das perdas líquidas de Na+ e Cl- em função 

do aumento da temperatura da água. Mesmo em altas temperaturas (30°C), que determinamos 

para investigar o cenário climático extremo (i.e. 29-30 °C), observamos os valores médios de 

perda liquida cloreto (-13,445± 3,619) e de sódio (-15,326±6,798) similares as perdas observadas 

nos peixes aclimatados a 20oC. No entanto, maiores perdas líquidas de Na+ foram observadas nos 

peixes aclimatados a 25°C, em comparação aos animais mantidos a 20°C e 30°C. A perda 

liquidas de Na+(JNanet) na temperaturas de aclimatação de 25°C foi aproximadamente 10 vezes 

maior que o fluxo na temperatura de 20°C, e 3 vezes maior na de 30°C, sugerindo que a exposição 

prolongada a essa temperatura pode resultar em alterações na permeabilidade branquial ao Na+, 

ou mesmo inibir mecanismos específicos de transporte desse íon. Em conjunto, nossos dados 

indicam que o aumento da temperatura da água (20oC a 30oC) não promoveu alterações severas 

nas respostas ionoregulatórias da espécie. Por fim, o presente estudo foi a primeira investigação 

fisiológica sobre a tolerância térmica nessa espécie de peixes que vive em águas salobras na Mata 

Atlântica. Estudos futuros devem examinar os efeitos interativos de múltiplos fatores estressores 

sobre diferentes variáveis fisiológicas medidas para entender as consequências sobre a fisiologia 

da espécie sobre futuros cenários de aquecimento global. 
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6. CONCLUSÕES 

O aumento da temperatura de aclimatação, simulando cenários extremos para as 

mudanças climáticas (IPCC, 2013, 2018), promove um aumento do limite máximo de tolerância 

térmica (como indicado pela CTMáx) e uma redução da capacidade de aclimatação térmica na 

espécie Phalloceros caudimaculatus. Os valores indicam que os peixes são sensíveis ao aumento 

da temperatura e estariam próximos aos seus limites térmicos nesse regime térmico (30oC) no 

ambiente natural. Por outro lado, o aumento da temperatura de aclimatação não influenciou as 

taxas de consumo de oxigênio da espécie, mas promoveu aumento substancial na taxa de 

excreção de amônia. Além disso, pequenas alterações no padrão ionoregulatório da espécie foram 

observadas, especialmente nas perdas liquidas de Na+(JNanet) que foram significativamenete 

aumentadas na temperatura de 25°C.  
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ANEXOS 

Anexo I                 Tabela 1. Parâmetros do local da coleta de Phalloceros caudimaculatus média de peso (0,670± 0,119 g). 

 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

             Ilha Comprida  

                    17/09/2020 final do inverno  

  1ª coleta   O2 g/l(ppm) O2 % condutividade (EC)  pH  Temperatura do O2 Temperatura do pH Salinidade Absorbância 

  ponto 1 Superfície  * * * 7,61 * 26.4 10  11 * 

  Praia Fundo * * *   *   * * 

  Médias         7,61   26,4    
  ponto 2 Superfície  * * * 7,61 * 25,9 10  11 * 

   Fundo * * *   *   * * 

  Médias     7,61  25,9   

                        03/07/2021 inverno  

  2ª coleta   O2 g/l(ppm) O2 % condutividade (EC)  pH  Temperatura do O2 Temperatura do pH Salinidade Absorbância 

  ponto 1 Superfície  7,4 80,5 16,28 7,04 18,2 17,4 10 0,4060 

  poça de maré Fundo 9,7   20,6 7,36 20,3 20,9 10 0,4165 

  Médias  8,55 8,55 18,44 7,2 19,25 19,15 10 0,4112 

                                        28/09/2021 primavera  

  3ª coleta   O2 g/l(ppm) O2 % condutividade (EC)  pH  Temperatura do O2 Temperatura do pH Salinidade Absorbância 

  ponto 1 Superfície  6,5 83,5 40,6 7,5 30,7 30,4 22 * 

  poça de maré Fundo 7,7 * 40,5 7,66 30,4 30,1 21-22 * 

  Médias   7,1 83,5 40,55 7,58 30,55 30,25    

  28/09/2021 primavera  

  3ª coleta   O2 g/l(ppm) O2 % condutividade (EC)  pH  Temperatura do O2 Temperatura do pH Salinidade Absorbância 

  ponto 2 Superfície  4,8 60 21,9 6,8 25,5 25,8 10 * 

  Praia Fundo 1,6 20 40 7,3 24,9 24,9 20 * 

  Médias   3,2 40 30,95 7,05 25,2 25,35 15  
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Anexo II 

 

Tabela 2. Características físicas-químicas da água medida ao longo do período experimental (CTMáx) de 

Phalloceros caudimaculatus.  

Parâmetros físicos-químicos  20°C 25°C 30°C  

sa
li

n
id

ad
e 

(6
 ‰

) 

pH  7,4 7,3 7,6 
 

Temperatura °C 20,5 25,1 29,2 
 

Oxigênio dissolvido (mg L-1) 
O2 acima de 

5‰ 

O2 acima de 

5‰ 
O2 acima de 5‰ 

 

sa
li

n
id

ad
e 

(1
1

 ‰
) 

pH  7,5 7,5 7,5 
 

Temperatura °C 20,5 24,7 29,1 
 

Oxigênio dissolvido (mg L-1) 
O2 acima de 

5‰ 

O2 acima de 

5‰ 
O2 acima de 5‰ 
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Anexo III 

Tabela 3.             
 

Tolerância termal (CTMáx)-(20°C, 25°C e 30°C), Capacidade de aclimatação térmica (CAT) (Acclimation response ratio_ARR) - (20°C, 25°C e 30°C)  

salinidade (6 e 11 ‰), Taxas de  Consumo de Oxigênio (VO2), excreção de amônia (Jamm_N), fluxo líquido de cloreto(Jcl
net) e de sódio (JNa

net) de Phalloceros 

caudimaculatus aclimatados por uma semana em diferentes temperaturas (20°C, 25°C e 30°C) em salinidades (6 ‰). 

Parâmetros 

Temperatura de aclimatação (°C)   20°C     EP   25°C      EP   30°C     EP   

CTMáx 6‰ 38,567 ± 0,231 A 39,833 ± 0,117 B 41,752 ± 0,155 C 

CTMáx 11‰ 39,138 ± 0,172 a* 39,983 ± 0,060 b 41,057 ± 0,121 c* 

(CAT) 6‰ 18,567 ± 0,207 A 14,833 ± 0,111 B 11,756 ± 0,194 C 

(CAT) 11‰ 19,137 ± 0,172 a 14,983 ± 0,06 b 11,057 ± 0,121 c 

 (VO2 mg O2
-1kg-1h) 6‰ 263,497 ± 43,338 

 
217,892 ± 61,594 

 
287,803 ± 28,248 

 

Excreção de Amônia (Jamm_N) -1,678 ± 0,351 A -3,32 ± 0,823 A -5,861 ± 0,866 B 

Fluxo líquido de cloreto (Jcl
net) -7,843 ± 3,384  -5,323 ± 3,451  -13,445 ± 3,619  

Fluxo líquido de sódio (JNa
net) -5,593 ± 8,768 A -48,607 ± 10,05 B -15,326 ± 6,798 A 

Letras diferentes (A, a, B, b, C, c) mostram as diferenças estatísticas significativas (p<0,05) das diferentes temperaturas de aclimatação. 

 Asteriscos (*) representam diferenças entre as duas salinidades testadas, em uma mesma temperatura de aclimatação.   

Média estão expressas em (MÉDIA ± S.E.M.) 
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Anexo IV 

 

Tabela 4.             
 

Os valores médios de temperatura (°C) e pH de P. caudimaculatus na primeira e segunda série experimental nas temperaturas de aclimatação 20, 25, 30°C 

na CTMáx, em duas salinidades (6‰) e (11‰). 

Os valores médios do peso (g) de P. caudimaculatus na série experimental consumo de oxigênio em 20,25, 30°C e salinidade 6‰.  

Parâmetros 

Temperatura de aclimatação (°C)   20°C     EP   25°C      EP   30°C     EP   

CTMáx 6‰ 20,486 ± 0,0884  25,086 ± 0,139  29,229± ± 0,158  

CTMáx 11‰ 20,500 ± 0,0488  24,743 ± 0,129  29,057± ± 0,166  

pH 6‰ 7,374 ± 0,148  7,348 ± 0,0871  7,587± ± 0,0312  

pH 11‰ 7,500 ± 0,000  7,500 ± 0,000  7,500 ± 0,000  

Peso (g) 6‰ 0,263 ± 0,036  0,256± ± 0,0249  0,263 ± 0,0302  

Média estão expressas em (MÉDIA ± S.E.M.) 
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Anexo V 

 
Fig.1. Variação na temperatura de aclimatação de Phalloceros caudimaculatus por 7 dias as temperaturas de 20, 25, 30°C, nas salinidades de 

(6‰) e (11‰) 

 

 

 

 


