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RESUMO 

O exercício físico agudo promove mudanças no potencial bioenergético e balanço redox 

celular, de tal forma a magnitude do estímulo decorrente de cada protocolo de treinamento é 

capaz de induzir a expressão de genes envolvidos na morfologia e dinâmica mitocondrial, 

bem como no balanço redox, ao longo de uma janela temporal de 24 horas após o exercício. 

Neste contexto, o presente estudo teve como objetivo investigar os efeitos do exercício agudo 

executado em diferentes protocolos de treino sobre a expressão de genes envolvidos na 

dinâmica mitocondrial e defesa antioxidante em músculos esqueléticos de camundongos. 65 

camundongos machos da linhagem Swiss foram divididos aleatoriamente em 4 grupos: um 

grupo sedentário (5 animais) e 3 grupos com 20 animais cada, que foram submetidos a 

protocolos de nado forçado em diferentes formas de execução, aqui representados por BIC 

(baixa intensidade contínuo), AIC (alta intensidade contínuo) e AII (alta intensidade 

intervalado). Em tempos específicos (0h, 6h, 12h e 24h) após a conclusão do protocolo de 

treino, 5 animais de cada grupo foram eutanasiados e o musculo gastrocnêmio foi retirado 

para posterior análise da expressão de genes envolvidos nas vias de biogênese (Ppargc1α), 

fusão (Mfn2) e fissão (Dnm1L) mitocondrial, mitofagia (Park2), inflamação (NOS2) e defesa 

antioxidante (Nfe2l2, GPx1). Medidas de TBARS e da atividade das enzimas catalase, 

glutationa peroxidase (GPx) e citrato sintase (CS) foram realizadas em todas as amostras 

teciduais (controle, 0h, 6h, 12h e 24h) e medidas da lactacidemia foi realizada apenas nas 

amostras obtidas imediatamente após o exercício. Foi realizada a comparação entre os grupos 

(BIC, AIC e AII) e entre os momentos das medidas (controle, 0h, 6h, 12h e 24h) dentro de 

cada grupo, sendo adotado o nível de significância de p ≤ 0,05. A lactacidemia imediatamente 

após o exercício foi significativamente maior, quanto maior a intensidade do exercício 

(BIC<AIC<AII), a atividade da enzima CS foi significativamente maior no grupo AII em 

relação aos demais grupos ao longo das 24h após o exercício. As medidas de TBARS foram 

significativamente menores no grupo BIC em 0 e 6h, quando comparado aos demais grupos, 

no grupo AII a medida de TBARS reduziu progressivamente, alcançando valores iguais ao 

controle em 24h após o exercício, o que não foi observado no grupo AIC, que se manteve com 

quantidade de TBARS significativamente superior. A atividade das enzimas catalase e GPx 

foram significativamente maiores em relação ao controle ao longo das 24h pós exercício em 

todos os grupos, no entanto, apenas o grupo AII apesentou atividade da GPx 

significativamente maior em relação ao grupo BIC, na medida de 0h, e em relação ao grupo 

AIC na medida de 24h. Quanto à expressão gênica, apesar de opostos quanto à intensidade e 

duração do exercício, foi observado um comportamento temporal semelhante na expressão do 

gene Ppargc1α nos grupos BIC e AII, com maior expressão em 6 e 24h. O grupo AIC 

apresentou aumentos significativos apenas em 0h e 6h após o exercício para o gene Ppargc1α. 

A expressão do gene Mfn2 foi significativamente maior em 0h apenas nos grupos de alta 

intensidade, permanecendo alta em 6h apenas no grupo AII. No que tange os genes 

envolvidos na fissão mitocondrial e mitofagia, apenas o grupo AII apresentou repressão da 

expressão dos genes Dnm1L e Park2 ao longo das 24h após o exercício, enquanto o grupo 

AIC foi o único que apresentou aumento significativo na expressão destes genes quando 

comparado aos demais grupos. Apenas os grupos de alta intensidade apresentaram aumento 
significativo da expressão do gene NOS2, em 0h no grupo AIC e em 6h no grupo AII. Assim 

como ocorrido com o gene Ppargc1α, a expressão do gene Nfe2l2 demonstrou um 

comportamento temporal semelhante entre os grupos BIC e AII, com aumento crescente ao 

longo do tempo, alcançando valores significativamente maiores em 24h. O grupo AIC 

apresentou aumentos significativos apenas em 0h para o gene Nfe2l2. Quanto à expressão do 

gene GPx1, o grupo AIC demonstrou aumento significativo na medida de 0h, enquanto o 

grupo AII na medida de 24h. Estes resultados reforçam a hipótese de que mudanças nas 

variáveis intensidade, duração e forma de execução são capazes de modular de forma 
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diferente a expressão de genes a atividade de enzimas envolvidos na dinâmica mitocondrial e 

defesa antioxidante. Se considerarmos em conjunto os resultados indicam que o uso de 

intervalos durante a execução de exercícios de alta intensidade poderia proporcionar 

condições adequadas para minimizar os sinais de dano oxidativo, especialmente em nível 

mitocondrial, visto que houve repressão da expressão de genes relacionados a fissão e 

mitofagia após o protocolo AII, além de potencializar a sinalização para vias de biogênese e 

fusão mitocondrial, bem com melhora da defesa antioxidante, que em conjunto ajudam a 

manter a rede mitocondrial e tornam as células musculares mais adaptadas a suportar 

condições de estresse oxidativo. 

 

Palavras chave: Exercício físico, dinâmica mitocondrial, balanço redox 
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ABSTRACT 

Acute exercise promotes changes in bioenergetic potential and cellular redox balance, such 

that the magnitude of the stimulus resulting from each training protocol is capable of inducing 

the expression of genes involved in mitochondrial morphology and dynamics, as well as in 

redox balance, along the 24 hours after exercise. In this context, the present study aimed to 

investigate the effects of acute exercise carried out with different training protocols on the 

expression of genes involved in mitochondrial dynamics and oxidative defense in mice 

skeletal muscles. 65 male Swiss mice were divided into 4 groups: a sedentary group (5 

animals) and others 3 groups (20 animals/group), which were submitted to forced swimming 

protocols in different forms, reported here as LIC (low intensity continuous), HIC (high 

intensity continuous) and HII (high intensity interval). At specific times (0h, 6h, 12h and 24h) 

after done the training protocol, 5 animals from each group were euthanized and the 

gastrocnemius muscle was removed for further analysis of the expression of genes involved in 

mitochondrial biogenesis (Ppargc1α), fusion (Mfn2) and fission (Dnm1L), as well as 

mitophagy (Park2), inflammation (NOS2) and antioxidant defense (Nfe2l2, GPx1). Measures 

of lipid peroxidation (TBARS) and activity of the enzymes catalase, glutathione peroxidase 

(GPx) and citrate synthase (CS) were performed on all tissue samples (control, 0h, 6h, 12h 

and 24h) and lactacidemia measurements were performed only on samples obtained 

immediately after exercise. A comparison was made between groups (BIC, AIC and AII) and 

between measurement moments (control, 0h, 6h, 12h and 24h) within each group, and the 

significance level was set as p ≤ 0.05. Lactacidemia immediately after exercise was 

significantly higher, the higher the exercise intensity (LIC <HIC <HII), the CS activity was 

significantly higher in group HII compared to the other groups over along the 24h after 

exercise. TBARS measurements were significantly lower in the LIC group at 0 and 6h, when 

compared to the other groups, in the HII group TBARS measurements progressively 

decreased, reaching values equal to the control at 24h after exercise, which was not observed 

in the HIC group, that remained significantly higher up to 24h. The catalase and GPx activity 

were significantly higher compared to control over 24h post exercise in all groups, however, 

only the group HII exhibited significantly higher GPx activity compared to group LIC 

immediately after exercise, and at 24h compared to the HIC group. Regarding gene 

expression, despite opposites in exercise intensity and duration, similar temporal behavior 

was observed in the expression of the Ppargc1α gene in groups LIC and HII, with greater 

expression at 6 and 24h. The HIC group showed significant increases only at 0h and 6h after 

exercise for the Ppargc1α gene. Mfn2 gene expression was significantly higher at 0h only in 

high intensity groups (HIC and HII), remaining high at 6h only in group AII. Regarding the 

genes involved in mitochondrial fission and mitophagy, only group HII exhibited repression 

of Dnm1L and Park2 gene expression during 24h after exercise, while group HIC was the 

unique that showed significant increase in these genes expression when compared to the other 

groups. Only the high intensity groups showed a significant increase in NOS2 gene 

expression, at 0h in the HIC group and at 6h in the HII group. As observed for the Ppargc1α 

gene, the expression of the Nfe2l2 gene showed similar temporal behavior between the LIC 

and HII groups, with increasing increase over time, reaching significantly higher values in 
24h. HII group showed significant increase only at 0h for the Nfe212 gene. Regarding GPx1 

gene expression, the HIC group showed a significant increase at 0h, while the HII group 

showed a 24h increase. These results reinforce the hypothesis that changes in intensity, 

duration and execution mode are able to modulate differently the expression of genes and 

activity of enzymes involved in mitochondrial dynamics and antioxidant defense. Taken 

together, the results indicate that the use of intervals during high intensity exercise could 

provide adequate conditions to minimize the signs of oxidative damage, especially at the 

mitochondrial level, since fission and mitophagy-related gene expression has been suppressed 
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after the AII protocol, in addition to enhancing signaling for mitochondrial biogenesis and 

fusion, as well as enhancing antioxidant defense, which together help to maintain the 

mitochondrial network and make muscle cells better suited to withstand oxidative stress 

conditions.  

 

Key words: Physical exercise, mitochondrial dynamics, redox balance. 
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1. INTRODUÇÃO 

 

A prática regular de exercícios físicos é uma das terapias não medicamentosas mais 

prescritas tanto para prevenção quanto para o tratamento de doenças (1). Evidências 

científicas demonstram que pessoas fisicamente ativas, de todas as faixas etárias, têm níveis 

mais altos de aptidão cardiorrespiratória e bem-estar geral, e quando comparadas àquelas 

fisicamente inativas apresentam menor risco de desenvolver várias doenças crônicas (2). 

Dentre os principais benefícios alcançados com a execução de programas estruturados de 

exercícios destacam-se melhora nas respostas metabólicas, endócrinas e imunológicas, isso 

implica em menor risco de desenvolver várias doenças, incluindo doenças cardiovasculares, 

diabetes mellitus tipo 2 (DM2), alguns tipos de câncer, osteoporose, disfunções musculares e 

transtornos psicológicos (3,4). 

A Organização Mundial da Saúde (OMS), recomenda que adultos saudáveis realizem 

pelo menos 150 minutos semanais de atividade física aeróbica de intensidade moderada ou 75 

minutos quando praticada em alta intensidade (5). De tal forma, o sucesso desta intervenção 

depende do tipo de exercício (aeróbico vs. conta-resistido) e controle adequado de diversos 

parâmetros, como volume, intensidade, frequência e forma de execução (contínuo vs. 

intervalado) (6,7). Neste sentido, estudos apontam que o treinamento intervalado de alta 

intensidade (HIIT, high intensity interval training) proporciona benefícios iguais ou 

superiores aos obtidos com exercícios contínuos de intensidade moderada (8–11).  

O HIIT é caracterizado por repetidas sessões, que podem durar desde poucos segundos 

até vários minutos, em intensidades perto do consumo máximo de oxigênio (VO2máx), 

intercaladas por períodos de repouso ou exercício de baixa intensidade para facilitar a 

recuperação (12,13). É notório que ao longo da última década o interesse por esta modalidade 

de treinamento tem crescido, talvez por tratar-se de um treinamento que demanda menor 

tempo para sua execução,  uma vez que dentre fatores comumente citados como limitantes à 

realização regular de atividade física destaca-se a falta de tempo, falta de motivação e 

acometimento por doenças crônicas incapacitantes (14). 

Sabe-se que o exercício promove mudanças na demanda energética e maior consumo 

de oxigênio o que propicia aumento na formação de espécies reativas de oxigênio (ROS, do 

inglês reactive oxygen species) (15). No entanto, cabe ressaltar que apesar dos potenciais 

danos oxidativos causados pelas ROS, elas são determinantes para expressão de genes que 

regulam eventos chave da dinâmica mitocondrial (i.e, biogênege, fusão, fissão e mitofagia) e 

também são necessárias à manutenção de um ambiente redox ideal para as atividades 
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bioquímicas das células. Pois as espécies reativas de oxigênio regulam vias de sinalização 

sensíveis ao equilíbrio redox, que promovem o crescimento, diferenciação, proliferação e 

apoptose celular (16,17). 

Há muito tempo se discute sobre os riscos e benefícios relacionados às diferentes 

modalidades de treinamento, visto que exercícios de intensidades moderadas a altas podem 

gerar sobrecarga aos sistemas orgânicos, culminando em piores adaptações, ou mesmo 

prejuízos em nível molecular, celular e sistêmico (18). Não obstante, exercícios com 

intensidades e/ou durações muito baixas podem não alcançar estímulos suficientes para 

induzir as adaptações esperadas (15,19). 

Considerando que o exercício físico agudo é um estímulo indutor de respostas 

adaptativas mitocondriais no músculo esquelético e que alterações no status bioenergético e 

balanço redox gerados durante o exercício são sinais moleculares para expressão de genes 

envolvidos na morfologia e dinâmica mitocondrial (20–22), se faz necessário verificar como 

os parâmetros de realização do programa de exercício (i.e., intensidade, duração e modalidade 

de execução) impactam no balanço redox e na expressão gênica de diversos tecidos ao longo 

de uma janela temporal de 24 horas após sua realização. 
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2. OBJETIVOS 

 

2.1 Objetivo geral 

 Investigar a influência dos parâmetros: intensidade, duração e forma de execução 

(contínuo vs. intervalado) de três protocolos de exercício físico sobre as adaptações agudas do 

estado redox e dinâmica mitocondrial no músculo esquelético de camundongos submetidos ao 

nado forçado. 

 

2.2 Objetivos específicos 

  

- Avaliar como uma única sessão de exercício físico de: baixa intensidade contínuo, 

alta intensidade contínuo e alta intensidade intervalado influencia a expressão de genes 

(Ppargc1a, Mfn2, Dnm1L e Park2) relacionados à dinâmica mitocondrial do músculo 

esquelético de camundongos. 

- Avaliar como uma única sessão de exercício físico de: baixa intensidade contínuo, 

alta intensidade contínuo e alta intensidade intervalado influencia a expressão de genes 

(Nfe2l2 e Gpx1) envolvidos da regulação do balanço redox do músculo esquelético de 

camundongos. 

- Avaliar como uma única sessão de exercício físico de: baixa intensidade contínuo, 

alta intensidade contínuo e alta intensidade intervalado influencia a expressão do gene Nos2 

que codifica a isoforma indutível da enzima NOS (iNOS) responsável pela síntese de óxido 

nítrico.  

- Avaliar a atividade enzimática da citrato sintase imediatamente e ao longo de 24 

horas após a realização de uma única sessão de exercício físico executada com diferentes 

protocolos. 

- Avaliar a atividade enzimática de enzimas antioxidantes catalase (CAT) e glutationa 

peroxidase (GPx) imediatamente e ao longo de 24 horas após a realização de uma única 

sessão de exercício físico executada com diferentes protocolos. 

- Avaliar a peroxidação lipídica por meio da dosagem de substâncias reativas ao ácido 

tiobarbitúrico (TBARS, do inglês thiobarbituric acid reactive substances) imediatamente e ao 

longo de 24 horas após a realização de uma única sessão de exercício físico executada com 

diferentes protocolos. 

 - Avaliar a concentração de lactato sérico imediatamente após a realização de uma 

única sessão de exercício físico executada com diferentes protocolos. 
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3. DESENVOLVIMENTO 

 

3.1 CAPÍTULO 01: REVISÃO DE LITERATURA 

 

3.1.1 Estrutura e Função Mitocondrial 

As mitocôndrias são consideradas como o centro da produção de energia celular, mas 

para além disso, elas também participam da sinalização de cálcio, homeostase redox, 

diferenciação, proliferação e apoptose (23,24). Nas últimas décadas, estudos baseados em 

tecnologias de sequenciamento genético e proteômica detalharam as bases bioquímicas e 

moleculares que corroboram a teoria de que as mitocôndrias surgiram há cerca de dois bilhões 

de anos a partir da endossimbiose de uma α-proteobactéria por uma célula eucariótica 

primitiva (25–29). Esta relação evolutiva é evidenciada pela estreita homologia dos 

complexos de cadeias respiratórias bacterianas e mitocondriais (30,31). 

As mitocôndrias em uma célula podem apresentar grande diversidade morfológica, 

incluindo pequenas esferas, túbulos longos e túbulos interconectados (32). Morfologicamente, 

são organelas delimitadas por um sistema de dupla membrana de natureza lipídica, definidas 

como membrana mitocondrial interna (MMI) e membrana mitocondrial externa (MME) 

separadas por um espaço intermembranas. Apesar de seu pequeno volume, o espaço 

intermembrana é conhecido por abrigar cerca de 50 tipos de proteínas e também está 

envolvido no transporte de macromoléculas dentro e fora da mitocôndria, regulando a 

respiração mitocondrial e processos de apoptose (33). A MMI forma numerosas dobras e 

invaginações (cristas) que se estendem para o interior da matriz mitocondrial. As cristas não 

são dobras aleatórias na membrana, mas micro-compartimentos que se abrem através de 

estreitos segmentos tubulares na região periférica da membrana interna. A MME é porosa e 

permeável a íons e moléculas menores não carregadas que a atravessam através diversas 

“porinas”. A membrana externa também serve de âncora para proteínas citosólicas que 

intermedeiam a comunicação da mitocôndria com o retículo endoplasmático e nela estão 

presentes proteínas alvo envolvidas nos eventos de fissão, fusão e mitofagia (34).  

Cada um dos componentes mitocondriais desempenham funções distintas, de modo 

que a matriz mitocondrial e a MMI representam compartimentos com maior atividade 

funcional (35). A membrana interna não permite a livre passagem de quaisquer íons ou 

moléculas e é permeada pelo complexo translocase de membrana interna e sua interação com 

proteínas citosólicas é essencial para regulação dos eventos de fusão e fissão (34). A 

conversão da energia biológica nas mitocôndrias é realizada nas cristas da membrana interna 
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pelos complexos proteicos de membrana da cadeia transportadora de elétrons (CTE) e pela 

ATP sintase mitocondrial. Os complexos da cadeia respiratória contêm subunidades 

codificadas no núcleo e nas próprias mitocôndrias de modo que 13 subunidades são 

codificadas pelo genoma mitocondrial, e são parte da NADH desidrogenase (ubiquinona) ou 

complexo I (7 subunidades), do citocromo b-c1 ou complexo III (1 subunidade), do citocromo 

c oxidase ou complexo IV (3 subunidades) e da F1FO-ATPase (2 subunidades) (36). 

A CTE recebe os precursores reduzidos produzidos pelo ciclo do ácido tricarboxílico. 

Os complexos I (NADH ubiquinona oxidorredutase) e II (succinato desidrogenase) recebem 

os elétrons dos precursores reduzidos e o transportam para o complexo III (citocromo c 

redutase). O complexo IV (citocromo c oxidase) da cadeia utiliza os elétrons recebidos para 

reduzir O2 à H2O. Como resultado desse transporte, é gerado um gradiente eletroquímico no 

espaço intermembranar pela difusão de prótons através dos complexos da cadeia.  Essa força 

protomotriz é responsável pela movimentação do complexo final da cadeia, a ATP sintase, 

maquinário enzimático que catalisa a síntese da maior parte do ATP celular (37,38). Além de 

seu papel na produção de energia, o gradiente eletroquímico também participa do transporte 

de íons cálcio para a matriz mitocondrial e é um marcador do status funcional da mitocôndria. 

De tal forma, as perturbações na diferença de potencial são, portanto, um sinal para ativação 

de vias de reparo ou destruição de mitocôndrias defeituosas (39,40).  

Na matriz mitocondrial ocorre a maioria das reações biossintéticas e oxidativas, 

incluindo o ciclo do ácido tricarboxílico, que fornece precursores reduzidos para o transporte 

de elétrons e difusão de prótons pela cadeia transportadora de elétrons (41). O ciclo do ácido 

tricarboxílico é regulado tanto em nível de substrato, quanto por transcrição induzida por 

hormônios e outros fatores, com destaque para a atividade da citrato sintase, enzima 

responsável pela primeira reação do ciclo em que ocorre a condensação do acetil-CoA com o 

oxaloacetato mitocondrial originando citrato. Essa reação é inibida por altas concentrações de 

citrato, succinil-CoA e ATP resultando na interrupção tanto do ciclo do ácido tricarboxílixo, 

quanto da cadeia transportadora de elétrons (42). 

No curso da evolução, cerca de 99% dos genes mitocondriais foram transferidos para o 

DNA nuclear, de modo que a grande maioria das proteínas precursoras mitocondriais são 

codificadas por genes nucleares e sintetizadas em ribossomos citosólicos (43). A maioria 

dessas proteínas migram do citoplasma para o espaço intermembranar através do complexo 

translocase de membrana externa de onde seguem vias divergentes que as direcionam para a 

membrana externa, membrana interna, ou permanecem no espaço intermembranar. A 

passagem do espaço intermembranar para a matriz mitocondrial ocorre por meio do complexo 
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translocase de membrana interna (44). O genoma residual, conhecido como DNA 

mitocondrial (mtDNA) fica disperso na matriz e é de suma importância para manutenção da 

fosforilação oxidativa. Em humanos, o mtDNA tem ~16.6 quilobases de comprimento e 

contém 37 genes que codificam 13 polipeptídeos da CTE, 2 RNAs ribossomais (rRNAs) e 22 

RNAs de transferência (tRNA) (45–47). 

 

3.1.2 Dinâmica Mitocondrial 

 A dinâmica mitocondrial refere-se à observação de que as mitocôndrias passam por 

processos contínuos de biogênese, fusão, fissão e mitofagia. A biogênese é o processo que 

resulta na síntese de novos componentes mitocondriais e promove o aumento do número 

mitocondrial e/ou do tamanho da mitocôndria (48). A fusão mitocondrial é caracterizada pela 

união de duas mitocôndrias resultando em uma organela, enquanto que a fissão resulta da 

divisão de uma mitocôndria em duas mitocôndrias filhas (49). A autofagia mitocondrial (ou 

mitofagia) compreende o mecanismo pelo qual as organelas disfuncionais são eliminadas e 

está intimamente ligada aos processos de fissão (50,51).  

Esses eventos ocorrem em graus variáveis de alongamento e fragmentação das 

mitocôndrias e resultam na reorganização estrutural e funcional de toda rede mitocondrial. A 

remodelação constante da rede também estabelece um mecanismo de controle do tamanho e 

número de organelas, posicionamento dentro do citoplasma, bem como controle da qualidade 

do mtDNA, funcionalidade bioenergética e sua interação com todo arcabouço celular (32). 

Embora os fenômenos relacionados à dinâmica mitocondrial ocorram em todos os tecidos de 

mamíferos, as fibras musculares esqueléticas apresentam um ambiente especialmente 

interessante, no qual a natureza dinâmica das mitocôndrias requer maior compreensão, dada a 

estreita inter-relação entre o metabolismo, demanda energética e a dinâmica mitocondrial 

(52). 

 

3.1.2.1 Biogênese Mitocondrial 

 A biogênese mitocondrial requer a expressão de um grande número de genes, a 

maioria dos quais residem no genoma nuclear e apenas 13 subunidades proteicas da cadeia 

respiratória são codificadas pelo mtDNA, assim a interação núcleo-mitocondrias é 

estritamente controlada por fatores e coativadores que regulam a transcrição nuclear 

(47,53,54). Acredita-se que coativador transcricional 1α (PGC-1α) do receptor ativado por 

proliferadores de peroxissoma γ (PPARγ), seja o regulador mestre da biogênese mitocondrial 

dada sua capacidade de interagir com diversos fatores de transcrição, que por sua, vez ligam-
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se a regiões promotoras do DNA nuclear responsáveis pela codificação de genes 

mitocondriais (55–57). Sabe-se que, para além do PPARγ,, o PGC-1α também interage com o 

fator respiratório nuclear 1 e 2 (Nrf1 e Nrf2), o receptor-α relacionado ao estrogênio (ERR-α), 

o fator 2 intensificador de miócitos (MEF2), a proteína O do box de forquilha O (FOXO) e 

proteínas de ligação a elementos reguladores de esteróis (SREBP) (58,59). Uma vez ativados, 

os fatores de transcrição e os receptores nucleares ligam-se ao DNA nuclear por meio do 

reconhecimento de regiões ricas em leucina, e consequentemente ativam o domínio 

transcricional N-terminal do PGC-1α, resultando no recrutamento de histona acetiltransferase 

(CBP, p300 e SRC-1) e no início da transcrição gênica (60,61). 

O exercício físico agudo modula a expressão de Ppargc1α e de outros genes também 

envolvidos nas vias que levam à biogênese mitocondrial e metabolismo de substratos  (62,63). 

A contração muscular promove aumento do Ca2+ intracelular e consequente ativação do 

complexo cálcio/calmodulina (CaMKII) que por sua vez  ativa o promotor de Ppargc1α num 

processo que requer locais de ligação à proteína ligadora do elemento responsivo ao AMPc 

(CREB) (64,65). No músculo, a depleção dos níveis de ATP e acúmulo de AMP, também 

ativa a proteína quinase dependente de AMP (AMPK) que por sua vez regula a expressão do 

gene Ppargc1α via promotor caniônico proximal. Enquanto que no tecido adiposo marron e 

no fígado a expressão via promotor alternativo é ativada através de um receptor β2-

adrenérgico (65–67). 

O aumento do conteúdo transcricional e da atividade de PGC-1α pode ser mantida por 

várias horas após a atividade muscular, o que pode estimular a biogênese mitocondrial nos 

estágios posteriores da recuperação (68,69). Estudos apontam que durante o repouso a 

expressão Ppargc1α através do promotor catiônicos é alta, enquanto que através do promotor 

alternativo é muito baixa. Outro achado é que em roedores, a expressão gênica via promotor 

alternativo correlaciona-se com a intensidade do exercício, por meio de mecanismos 

moleculares que envolvem a sinalização de cálcio, estresse metabólico e redox (66,70,71). 

Nas últimas décadas, Scarpulla e colaboradores mostraram que a coativação de Nrf1 e 

Nrf2 por PGC-1α, promove a expressão do fator transcrição mitocondrial A (Tfam), que 

estimula diretamente a replicação e transcrição do DNA mitocondrial (mtDNA), bem como de 

proteínas dos complexos respiratórios e envolvidas na resposta antioxidante (56,57,72).  In 

vitro, estimulação aguda com oxidantes exógenos também demonstrou ativar a biogênese 

mitocondrial, medida pelo aumento da massa mitocondrial, mtDNA e expressão de 

reguladores biogênicos, como PGC-1α, Nrf1 e Tfam, mas uma sobrecarga estimulatória 

também levou a disfunção mitocondrial precoce, seguida pela recuperação funcional 



8 

 

decorrente da regulação via PGC-1α (73). Alguns estudos também sugerem que o PGC-1α 

regula positivamente a expressão de mitofusina 2, de tal forma que a superexpressão do PGC-

1α seria capaz de prevenir a atrofia muscular através da estimulação de Mfn2, que por sua vez 

é reconhecidamente importante para prevenir disfunções mitocondriais, bem como atrofia 

muscular por desuso (74,75). Tais evidencias podem indicar que a biogênese mitocondrial 

promova o aumento do número e/ou tamanho mitocondrial tanto pela maior síntese de novos 

componentes mitocondriais quanto pela formação de uma rede fusionada. 

 

3.1.2.2 Fusão Mitocondrial 

A fusão promove alongamento da rede mitocondrial e é considerada como um 

mecanismo de reparo para defeitos transitórios que surgem nas mitocôndrias. A fusão permite 

tanto a troca intermitocondrial do conteúdo da matriz, como de mtDNA, enzimas, lípidos ou 

metabolitos e componentes de membrana (76,77). A formação de uma rede hiperfusionada 

permite a redistribuição dos componentes da matriz com melhora substancial do metabolismo 

celular a partir da fosforilação oxidativa. Do mesmo modo, o alongamento mitocondrial 

também pode ser considerado como um mecanismo de “resgate” que impede a eliminação de 

mitocôndrias danificadas pela mitofagia, uma vez que confere proteção contra a ação do 

fagóforo desencadeada por mecanismos de estresse mitocondrial e de retículo endoplasmático 

(78). Assim, acredita-se que a fusão mantenha um pool de mitocôndrias saudáveis e 

funcionais na célula, podendo associar-se aos mecanismos de sobrevivência celular (49). 

Sinteticamente a fusão mitocondrial é caracterizada por três etapas diferentes: a 

imobilização de duas mitocôndrias adjacentes em posição trans, o encaixe de duas 

membranas aumentando a área de superfície de contato e diminuindo a distância entre as duas 

membranas e finalmente a fusão sequencial das MME e MMI, em decorrência de mudanças 

conformacionais induzidas pela hidrólise do GTP (79,80). A fusão pode ser transitória quando 

envolve apenas as membranas externas, enquanto o processo completo requer que ambas as 

membranas sejam fundidas (81). Em mamíferos, a fusão da membrana é controlada por três 

GTPases relacionadas à dinamina, a Mitofusina1 (Mfn1) e Mitofusina2 (Mfn2) regulam a 

fusão da membrana externa, e a proteína atrofia óptica 1 (OPA1) controla a fusão da 

membrana interna (82).  

Ambas as mitofusinas são proteínas transmembrana formadas por regiões conservadas 

que apresentam um domínio GTPase N-terminal seguido por uma região de repetição por 

heptação (HR1), duas regiões transmembranas que ancoram as mitofusinas à MME e uma 

segunda região de repetição por heptação (HR2) na extremidade C-terminal que medeia o 
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primeiro passo da fusão mitocondrial ao promover a imobilização e aproximação de duas 

mitocôndrias adjacentes. As extremidade terminais ficam voltadas para o citosol e a conexão 

entre as mitofusinas pode originar dímeros homotípicos (Mfn1-Mfn1 e Mfn2-Mfn2) ou 

heterotípicos (Mfn1-Mfn2) (80,83,84). 

As mitofusinas 1 e 2 são reguladas por diferentes vias. Ambas são alvo de 

ubiquitilação e esta modificação pós-traducional tem consequências positivas e negativas na 

fusão mitocondrial. O processo de ubiquidilação requer enzimas pertencentes a três classes de 

proteínas chamadas E1, E2 e E3, que catalisam uma cascata de etapas sucessivas que levam à 

ligação covalente da ubiquitina à sua proteína alvo. A ubiquitalização de Mfn1 e Mfn2 pelas 

ligases de E3 do tipo Parkin ou Huwe1 induz a degradação proteossômica e inibe a fusão 

mitocondrial, o que resulta em fragmentação mitocondrial decorrente de eventos de fissão. 

Por outro lado, a ubiquitalização de Mfn1 e Mfn2 por uma E3 ligase, ainda não codificada, 

aumenta sua atividade fusional levando ao alongamento da rede mitocondrial (85,86). A 

regulação de Mfn2 é dependente da expressão de mRNA de modo que, modificações na 

estrutura da proteína e do sítio GTPase tem pouco interferência na sua atividade. Sob 

condições de demanda metabólica aumentada, o coativador transcricional 1α (PGC-1α) e 1β 

(PGC-1β) do receptor ativado por proliferadores de peroxissoma γ (PPARγ) mostraram 

aumentar a expressão de Mfn2 ligando a fusão mitocondrial a mudanças na biogênese 

mitocondrial (87,88). 

Mfn1 e Mfn2 apresentam diferentes níveis de expressão de mRNA nos diferentes 

tecidos, sendo observados níveis de mRNA para Mfn2 mais abundantes no tecido cardíaco e 

muscular (SANTEL et al., 2003). A superexpressão de mitofusinas leva à agregação 

mitocondrial em torno do núcleo. Enquanto camundongos Knockout de Mfn1 apresentam 

maior fragmentação mitocondrial, o mesmo modelo para Mfn2 exibe mitocôndrias esféricas e 

de maior volume. Essa diferença pode ser explicada pelo fato de que Mfn1 mostrou ter uma 

maior atividade de fixação de membrana que Mfn2. Não obstante, animais Knockout de 

ambas isoformas tem letalidade embrionária e a Mfn2 também é crítica para a fixação do 

retículo sarcoplasmático mitocondrial em cardiomiócitos, aumentando a sinalização 

mitocondrial de Ca2 + (49,90). Cipolat e colaboradores (2004), conduziram um estudo no qual 

observou-se que a função de OPA1 mostra uma dependência de Mfn1, mas não de Mfn2 (91). 

O gene OPA1 produz oito isoformas de proteínas devido ao extenso splicing 

alternativo. Após importação, a proteína OPA1 é direcionada para MMI e permanece no 

espaço intermembrana. Pelo menos dois locais para clivagem proteolítica foram identificados 

em OPA1, assim fragmentos mais curtos e solúveis podem ser formados. Estas clivagens são 
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mediadas por duas metaloproteases ligadas à membrana, OMA1 e YME1L e resultam em 

pelo menos cinco fragmentos de OPA1, e por convenção as duas formas de alto peso 

molecular são referidas como L-OPA1 que prendem-se à MMI por meio do domínio 

transmembrana, e as três mais curtas como S-OPA1 podem interagir com a MME. A 

abundância das diferentes frações de OPA1 é específica do contexto celular e afeta a 

regulação da dinâmica mitocondrial (49).  

Assim como as mitofusinas, a OPA1 é essencial para a fusão mitocondrial, além de já 

se ter demonstrado que é capaz de controlar a apoptose, o crescimento celular e o consumo de 

oxigênio. As mutações no gene da OPA1 são as principais causas de atrofia óptica 

autossômica dominante, a forma mais comum de neuropatia óptica hereditária. A supressão 

de OPA1 por RNA de interferência (RNAi) leva à fragmentação mitocondrial devido à perda 

de fusão mitocondrial, enquanto a superexpressão de OPA1 induz o alongamento 

mitocondrial (92). Na ausência de OPA1, as mitofusinas 1 e 2 mediam apenas a fusão 

mitocondrial superficial. Essa falta de fusão da MMI e mistura do conteúdo da matriz resulta 

na perda da heterogeneidade mitocondrial e na ocorrência de distúrbios metabólicos, 

confirmando que um papel fundamental da fusão mitocondrial é a mistura dos conteúdos da 

matriz (DNA mitocondrial, metabólitos e proteínas). Estudos recentes mostraram que a 

interação entre a L-OPA1 com a Mfn1 é suficiente para conduzir a fusão e a estimulação do 

metabolismo oxidativo induz a geração de S-OPA1 dependente de YME1L levando à fusão 

mitocondrial. Contudo, a clivagem de OPA1 pela OMA1 em resposta ao estresse mitocondrial 

pode levar à fragmentação mitocondrial (93,94). 

 

3.1.2.3 Fissão Mitocondrial 

A fissão desempenha um papel crítico em inúmeras vias celulares, incluindo a herança 

mitocondrial por células-filhas durante a divisão celular, diferenciação de células pós-

mitóticas como neurônios e cardiomiócitos, e facilitam o deslocamento das mitocôndrias ao 

longo do citoesqueleto para regiões da célula com maior demanda metabólica. A perda da 

fissão resulta na perda de mtDNA, deficiência bioenergética e alterações na apoptose e 

originam uma rede hiperfusionada com mitocôndrias alongadas e altamente conectadas (82). 

Por outro lado, alguns estados patológicos, como diabetes e câncer, propiciam a formação de 

mitocôndrias fragmentadas produtoras de quantidade excessivas de ROS e depolarizadas 

(95,96). 

A fissão mitocondrial é um processo que envolve várias etapas, nas quais o 

recrutamento da proteína relacionada à dinamina 1 (Drp1) culmina na formação de anéis 
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homomultiméricos ao redor das mitocôndrias e na utilização da energia liberada pela hidrólise 

do GTP para constrição das mitocôndrias, causando fissão (97). A Drp1 é um produto do gene 

Dnm1L e pertence à superfamília das dinaminas que foi evolutivamente conservada. Ela é 

uma proteína citosólica e possui 6 isoformas constituídas por 4 domínios: o domínio GTPase 

N-terminal que hidrolisa o GTP e fornece energia para automontagem de Drp1, o domínio 

médio fornece 3 das 4 hélices dos anéis homonultiéricos, o domínio variável confere 

especificidade para a localização de Drp1 em mitocôndrias pelo reconhecimento de proteínas 

localizadas na MME, e o domínio efetor de DTPase C-terminal que estimula a atividade da 

GTPase e contribui com 1 hélice do anel de fissão (98).  

A Drp1 é ativamente recrutada para membranas mitocondriais e peroxissômicas. Nos 

mamíferos, a atividade da Drp1 na MME é regulada por uma variedade de modificações pós-

traducionais e seu recrutamento é mediado por proteínas adaptadoras como a proteína da 

fissão mitocondrial 1 (Fis1), o fator de fissão mitocondrial (Mff), e o fator de alongamento 

mitocondrial 1 (MIEF1), também conhecido como proteínas dinâmicas mitocondriais de 49 e 

51 kDa (MiD49 e MiD51). A Drp1 também pode localizar-se no sítio de contato entre o 

retículo endoplasmático e a mitocôndria, sendo assim, há evidências que o RE participe do 

processo de fissão mitocondrial (99). 

 Após ser ativada a Drp1 é ancorada à membrana externa por meio da interação com 

Fis 1, Mff e proteínas dinâmicas mitocondriais (MiD49 e Mid51). Em células de mamíferos, 

parece que a ligação entre Fis1 e Drp1 tem um menor papel na divisão mitocondrial que a das 

proteínas Mff e MiD sob condições basais (100). Alguns estudos sugerem que a Fis1 atue 

como sinalizador do local de divisão e que o recrutamento de Drp1 só ocorre em alguns tipos 

de células sob condições fisiológicas específicas que estimulem a divisão mitocondrial 

durante o ciclo celular, hiperglicemia ou estimulação neuronal. Como consequência, a 

supreexpressão de Fis1 induz a fragmentação e knockdown de Fis1 e sua menor interação 

com Drp1 resulta em alongamento mitocondrial e retarda a progressão apoptótica subsequente 

(101,102). 

 O Mff é uma proteína da MME não encontrada em levedura. Por meio de sua porção 

C-terminal ele ancora-se à membrana externa enquanto a porção N-terminal interage com o 

Drp1. Otera et al. (2010) sugere que o Mff pode interagir com Fis1 para recrutamento de 

Drp1, mas que a presença do Mff é necessário para fissão, enquanto a Fis1 é dispensável, uma 

vez que essa interação não é perturbada em células com expressão silenciosa do gene que 

codifica Fis1. 
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A proteínas do MIEF1 (MiD49 e MiD51) ao contrário de Mff e Fis1, aparecem apenas na 

superfície das mitocôndrias não sendo encontradas nos peroxissomos o que às torna mais 

especificas para o processo de fissão mitocondrial. Ao recrutar Drp1, MiD49 e Mi51, em vez 

de fragmentação, elas promovem alongamento mitocondrial. Assim essas proteínas atuam 

competitivamente impedindo a ligação entre Fis1 e Drp1, e ao interagir com Drp1 exercem 

um papel inibitório no evento de fissão (104). 

 A fissão mitocondrial é um evento precoce durante a apoptose, ocorrendo antes da 

ativação das caspases e da formação de vesículas nas membranas. O processo ocorre muito 

próximo ao tempo de liberação do citocromo c, pois à medida que vão sendo fragmentadas as 

mitocôndrias prontamente começam a reter o citocromo c. Embora essa fragmentação pareça 

estar universalmente associada à apoptose, a fissão mitocondrial excessiva pode ocorrer na 

ausência de apoptose, como ocorre quando da exposição a agentes desacopladores que 

interrompem o potencial eletroquímico da membrana mitocondrial interna (105). Assim, 

enquanto a apoptose é apenas uma das várias condições que induzem a fissão mitocondrial, 

ela parece estar invariavelmente associada à fragmentação mitocondrial. Além disso, a fissão 

mitocondrial excessiva parece ser uma etapa necessária nas vias de apoptose intrínseca, pelo 

menos para a taxa normal de liberação de citocromo c e ativação de caspases, já que vários 

componentes da maquinaria de fissão mitocondrial, Drp1 e Fis1 foram implicado na 

progressão da morte celular programada (106,107). 

 

3.1.2.4 Autofagia Mitocondrial 

 A autofagia mitocondrial, também conhecida como mitofagia é um processo que tem 

por finalidade eliminar mitocôndrias danificadas, exercendo um papel de destaque no controle 

de qualidade mitocondrial. A autofagia está intimamente ligada com os processos de fissão e 

fusão mitocondrial (108). A fragmentação mitocondrial dependente de Drp1 e a remodelação 

da crista há muito tempo tem sido associadas à apoptose em mamíferos, visto que, as 

mitocôndrias sofrem extensa fragmentação durante a apoptose concomitante com o aumento 

da permeabilidade da membrana externa mitocondrial e liberação de citocromo c. A inibição 

da fissão mitocondrial pela regulação negativa de Fis1, Drp1 ou Mff mostrou retardar a 

liberação de citocromo c, sugerindo que a fusão mitocondrial é protetora contra o insulto 

apoptótico (109).  

Twig et al. (2008) sugerem que a fissão e a autofagia também estão associadas por 

mecanismos que envolvem a perda do potencial de membrana mitocondrial (76). Como a 

fissão mitocondrial ocasionalmente gera mitocôndrias despolarizadas e disfuncionais, espera-
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se que este evento seja indutor do estado mitofágico (76). A perda do potencial de membrana 

pode desencadear a proteólise de OPA1 por vias dependentes do OMA1, tal fato, atenua a 

fusão mitocondrial e aumenta potencialmente a fissão mitocondrial mediada pelo retículo 

endoplasmático, resultando na fragmentação e remoção de mitocôndrias da rede fusionada. As 

mitocôndrias fragmentadas que apresentarem perda na capacidade respiratória podem 

acumular a proteína quinase 1 induzida por PTEN (PINK1), que desencadeia a mitofagia 

(110). 

Ainda não há consenso se a fissão mitocondrial é necessária para o início da mitofagia 

ou se os eventos mitofágicos induzem a fissão mitocondrial para facilitar a destruição 

programada de mitocôndrias, no entanto é certo que os eventos de fusão, fissão e mitofagia 

estão intimamente relacionados. De tal forma, a ubiquitinação de Mfn2 por Parkin pode ser 

importante para direcionar mitocôndrias disfuncionais para mitofagia, visto que o Parkin ao 

eliminar a mitofusina facilita a mitofagia e estimula o processo de fissão, isso implica em um 

aumento no número de mitocôndrias pequenas e isoladas que podem ser mais facilmente 

acessadas pelo fagossoma (76). Contudo, segundo Ding & Yin (2012), a fissão mitocondrial 

seria necessária, mas não suficiente para a ativação da mitofagia, viste que normalmente os 

mecanismos de fusão de sobrepõem à mitofagia, e isso sinaliza que adicionalmente aos 

processos de fissão, as mitocôndrias precisam ser disfuncionais e/ou despolarizadas para 

induzir a mitofagia e prevenir a fusão (111). 

 Além de PINK1, codificada pelo gene PINK1 (ou PARK6), outras três proteínas 

citosólicas, como Parkina, Bnip3 (BCL2/adenovirus E1B 19 kDa interacting protein 3) e seu 

homólogo Nix3 (Bnip3L/Nix) estão envolvidas nos processos apoptóticos. PINK1 é uma 

proteína serina/treonina quinase que se fixa à membrana externa por meio do domínio 

transmembrana e expõem suas extremidades N-terminal e C-terminal para o citosol. PINK1 

também pode ser encontra livremente no citosol e seu recrutamento para a membrana externa 

pode estar envolvido nos mecanismos que distinguem mitocôndrias funcionais daquelas 

disfuncionais, encaminhando estas últimas para o proteassoma (112). A Parkina é uma ligase 

de ubiquitina E3 capaz de mediar a mono ou poliubiquitinação de proteínas utilizando 

diferentes ligações de ubiquitina e lisina. Ela contribui para o controle da qualidade 

mitocondrial ao passo que é seletivamente recrutada para mitocôndrias fragmentadas e 

despolarizadas, assim mitocôndrias disfuncionais são alvos seletivos desta proteína.  

As organelas marcadas pela Parkina são recrutadas para o autofagossomo onde são 

degradadas. Duas proteínas pró-apoptóticas, Nix e Bnip3 suprimem a função de proteínas 

Bcl-2 anti-apoptóticas e amplificam o processo apoptótico ao interagir com PINK1 e 
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promover o acúmulo de PINK1 facilitando o recrutamento de PINK1 e Parkina. As proteínas 

Bnip3 e o Nix podem ligar-se à proteína ativadora de mTOR inibindo-a, resultando na 

ativação reduzida de mTOR e autofagia aumentada (112,113). Em mitocôndrias saudáveis, o 

nível de PINK1 é normalmente indetectável, uma vez que é clivado na membrana externa por 

PARL e exportado das organelas para ser rapidamente degradado pelo proteassoma. Em 

mitocôndrias despolarizadas, PINK1 ativa a mitofagia mediada por Parkin, ao recrutá-la para 

as mitocôndrias e ativá-la a partir fosforilação em Thr175 e Thr217, promovendo a 

translocação mitocondrial de Parkina. PINK1 também fosforila a ubiquitina resultando em 

uma maior ativação de Parkina.  

Uma vez recrutada para a mitocôndria, a Parkina ubiquitina várias proteínas da MME 

incluindo as proteínas de fusão mitocondrial Mfn1 e Mfn2 para iniciar a mitofagia. A 

ubiquitinação e a degradação proteasomal de Mfn1 e Mfn2 culminam na redução da taxa de 

fusão e aumento da fissão e fragmentação mitocondrial. Sendo assim, a mitofagia diminui 

potencialmente a chance de mitocôndrias defeituosas serem fundidas com organelas saudáveis 

até que possam ser degradadas (82,114). O funcionamento inadequado do sistema de controle 

de qualidade mitocondrial, a citar a via mitofágica mediada por PINK1/Parkin, leva ao 

acúmulo de mitocôndrias danificadas. Então, se a proporção de mitocôndrias defeituosas 

superarem a rede mitocondrial saudável, todo o funcionamento das células pode ficar 

comprometido. Este modelo tem sido proposto como base da fisiopatologia de várias doenças 

neurodegenerativas, incluindo a Doença de Parkinson (115). 

 

3.1.3 Balanço Redox 

Em geral, espécies reativas de oxigênio e nitrogênio, ROS e (RNS, do inglês, reactive 

nitrogen species) podem ser classificadas como compostos radicalares ou não radicalares. O 

termo atribuído aos radicais livres refere-se a espécies normalmente reativas, centradas em 

oxigênio, nitrogênio, carbono e enxofre que contém um ou mais elétrons desemparelhados na 

última camada eletrônica de valência e, portanto, podem atuar como oxidantes ou redutores 

(116). A própria molécula de oxigênio é um radical e, devido à presença de dois elétrons 

desemparelhados, é referida como birradical. Os exemplos para os radicais incluem o ânion 

radical superóxido (O2•
-), radical de oxigênio (O2••), o radical hidroxila (HO•), 

alcooxirradical (RO•), radical peroxil (ROO•), óxido nítrico (NO•) e dióxido de nitrogênio 

(NO2•) (116). As formas não radicalares, por sua vez, não possuem elétrons desemparelhados, 

mas são potencialmente capazes de abstrair elétrons de outras biomoléculas, oxidando-as. As 

principais espécies não radicalares incluem peróxido de hidrogênio (H2O2), ácido hipocloroso 
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(HOCl), peroxinitrito (ONOO-) e oxigênio singlete (1O2) (117). De tal forma, a terminologia 

ROS compreende uma nomenclatura genérica na qual estão agrupados todos oxidantes de 

natureza radicalar ou não radicalar derivados do oxigênio (118,119). Enquanto que “estresse 

oxidativo” pode ser compreendido como o rompimento da homeostase redox com aumento 

relativo de espécies reativas em detrimento aos antioxidantes (116,120). 

ROS e RNS são produzidas por organismos vivos como produto da respiração celular 

ou como resultado de enzimas específicas que parecem estar centralmente envolvidas na 

sinalização redox (118). O equilíbrio redox intracelular é um sistema dinâmico que pode 

mudar por vários fatores, dos quais destaca-se as mitocôndrias como a principal fonte de 

produção de ROS (119). Nas mitocôndrias os elétrons são transferidos através da cadeia 

respiratória para redução de O2 em H2O, todavia, estudos in vitro calculam que cerca de 1-2% 

dos elétrons escapam dos complexos mitocondriais I, II e III contribuindo para produção de 

O2•
-, H2O2 e HO• ao invés de H2O (121,122). 

O O2•- também pode ser produzido por enzimas como nicotinamida adenina 

dinucleotídeo fosfato (NADPH) oxidase, xantina oxidase (XO), lipooxigenase, ciclooxigenase 

e oxidase dependente de NADPH (123,124). Ao contrário do NO•, o O2•
- não é relativamente 

impermeável à membrana e, portanto, restringe-se a reagir no compartimento em que é 

gerado, e quando comparado com outras ROS, ele possui um tempo de meia vida longo o que 

permite sua difusão no meio intracelular facilitando a interação com outras moléculas da 

célula (125). In vivo, dois radiais ânions superóxido podem reagir entre si em uma reação de 

dismutação catalisada pela enzima superóxido dismutase (SOD) e formar o H2O2. A apesar de 

ser considerado um oxidante fraco, o H2O2 é tóxico e permeável a membranas celulares, o que 

o torna uma importante molécula para a sinalização celular (126,127). O H2O2 pode inativar 

enzimas bem como reagir com íons metálicos (Fe+2 ou Cu+) por meio da reação de Fenton e 

formar o HO• que é altamente tóxico para célula podendo inclusive reagir com o DNA (128–

130). 

O O2•
- também pode reagir com o óxido nítrico NO• disponível na célula e formar o 

ONOO-, altamente tóxico para a célula. A velocidade de formação do ONOO- é maior do que 

a dismutação do O2•
- em H2O2 (121,131). Quando o ONOO- é protonado, no entanto, o ácido 

peroxinitroso resultante (ONOOH) é um tipo incomum de hidroperóxido muito reativo que 

tem a capacidade de atuar tanto como hidroxila livre (HO•) quanto dióxido de azoto (NO2•), 

que por sua vez podem ser reduzidos por glutationa peroxidases ou peroxirredoxinas em 

nitrito (NO2-) e água (131). 
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Em baixas a moderadas concentrações algumas espécies reativas de oxigênio e 

nitrogênio, a citar o O2•
-, H2O2 e NO•, atuam como moléculas sinalizadoras nas respostas 

imunológicas, no reconhecimento intercelular, na indução de resposta mitogênicas, e apoptose 

celular (132,133). Tais evidências são sustentadas por estudos que demonstraram que 

aumentos na produção de oxidantes ou mudanças drásticas na atividade das defesas 

antioxidantes estão intimamente associadas a alterações na expressão  de genes que possuem 

regiões regulatórias redox-sensíveis (134–138). Considerando que as ROS são produzidas por 

organismos vivos como resultado do metabolismo celular normal e de fatores ambientais, 

como poluentes do ar ou fumaça de cigarro, o sistema antioxidante atua de forma estritamente 

regulada para manter baixos os níveis de radicais livres, permitindo-lhes desempenhar 

funções biológicas úteis sem causar danos ao organismo (118,135,139).  

Por definição, antioxidante é compreendida como qualquer substância, que em baixas 

concentrações em relação ao substrato oxidável, retarda, previne ou remove o dano oxidativo 

a uma molécula alvo. Também se inclui nesse conceito moléculas que promovem adaptação 

fisiológica de modo a reduzir eventuais danos às biomoléculas (119). Os principais 

antioxidantes enzimáticos são a superóxido dismutase (SOD), catalase (CAT), glutationa 

peroxidase (GPx), heme oxigenase-1 (HO-1), tioredoxinas (Trx), peroxiredoxinas (Prx), 

glutationa redutase (GR) e glutaredoxinas (Grx). Os antioxidantes não enzimáticos incluem 

compostos de baixo peso molecular, como vitaminas (vitaminas C e E), β-caroteno, ácido 

úrico e a glutationa (GSH) (118,119). 

A enzima superóxido dismutase (SOD) é uma metaloenzima que possui 3 isoformas, e 

são diferenciadas pelo metal que constitui seu sítio catalítico e pela sua localização no 

organismo. A Cu/Zn-SOD (SOD1) é distribuída por todo o citoplasma da célula, núcleo e no 

espaço intermembranar da mitocôndria. As isoformas Mn-SOD (SOD2) estão localizadas na 

matriz das mitocôndrias, enquanto a Cu/Zn-SOD3 (SOD3) é encontrada principalmente no 

meio extracelular (126,140). A SOD catalisa uma reação de ordem de ∼2×109 – 1010M-1s-1, 

que é ∼104 vezes a constante de velocidade para dismutação espontânea. Nesta reação, dois 

O2•- são dismutados em H2O2 e oxigênio molecular. Embora seja um radical moderadamente 

reativo, o superóxido participa de várias reações produzindo uma variedade de ROS e RNS 

secundários. A SOD1 também apresenta atividade peroxidásica e consome grandes 

quantidades de H2O2 na presença de bicarbonato, produzindo o potente CO3•- (141,142). 

As células e tecidos também possuem pelo menos três sistemas enzimáticos para 

remoção do H2O2 (143). A catalase é uma enzima presente quase em todos os tecidos vivos 

que utilizam o oxigênio, sendo encontrada em todos os órgãos (116,144). Em mamíferos, 
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CAT é conhecida por sua relativa facilidade de converter H2O2 em H2O e O2 (atividade 

catalítica) em altas constantes de segunda ordem (k ~107 M-1s-1) (145,146), e sua atividade 

de oxidar álcoois de baixo peso molecular na presença de baixas concentrações de H2O2 

(atividade peroxidática) (146), mas por possuir alta constante de Michaelis Menten (KM) (1,1 

M) a redução de H2O2 ocorre especialmente em concentrações relativamente altas (147). A 

conversão de peróxido de hidrogênio em água e oxigênio pela catalase é um processo de duas 

etapas, pelo qual a catalase reduz uma molécula de peróxido de hidrogênio em água, 

convertendo Fe+3 do grupamento heme em uma espécie oxiferril Fe+4O e gerando um radical 

de cátion porfirina. Esse intermediário de reação, referido como composto I, oxida uma 

segunda molécula de H2O2 formando oxigênio molecular e outra molécula de água (146). A 

atividade peroxidática da catalase resulta da capacidade do composto I de oxidar álcoois em 

aldeídos e água quando os níveis de peróxido de hidrogênio são insuficiente para completar o 

ciclo catalítico (146,147). 

A GPx é uma seleno-enzima e os membros dessa família realizam a conversão do 

H2O2 em H2O e de outros hidroperóxidos em seus respectivos álcoois, por meio de uma 

reação com altas constantes de velocidade (k ~106–107M-1s–1) (148,149). A reação catalisada 

por GPx é importante na remoção de baixos níveis de H2O2, visto que a atuação da CAT é 

mais eficaz frente concentrações mais elevadas de H2O2 (143,150). Atualmente se conhece ao 

menos oito isoformas da GPx em humanos que se diferenciam pela localização onde são 

encontras nos organismos, bem como pela presença do resíduo de cisteína (GPx5, 7 e 8) ou 

selenocisteína (GPx1, 2, 3, 4 e 6) no sítio ativo (151). A família GPx catalisam o potencial 

redutor da glutationa reduzida (GSH), oxidando-a a glutationa oxidada (GSSG), 

posteriormente a GSSG é recumperada pela glutationa redutase (GR) num processo 

dependente de NADPH como cofator doador de elétrons, assim considera-se que a atividade 

de GPx seja dependente das concentrações de GSH (143,150). 

O sistema tiorredoxina, é formado por uma família de proteínas, incluindo 

tiorredoxina (Trx), peroxiredoxina (Prx) e tiorredoxina redutase (TrxR), que desempenham 

um papel fundamental na defesa contra o estresse oxidativo pela remoção de oxidantes como 

o H2O2. A Trx2 de humanos reagem com H2O2 a taxas comparáveis às da catalase, da 

glutaredoxina e heme proteínas especializada em proteínas heme e selenocisteína, e glutationa 

por meio de uma reação realizada com alta eficiência (107 – 108M-1s-1), e que envolve a 

transferência de elétrons de Trx para Prx e então TrxR mantém a concentração reduzida de 

Trx com NADPH como o cofator (152,153). Em mamíferos foram descritas seis isoformas de 

Prx, que são classificadas como isoformas típicas 2-Cys Prx (Prx1-4), isoforma atípica 2-Cys 
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Prx (Prx5) e uma isoforma 1-Cys Prx (Prx6) (154). Diferentemente da catalase, essas enzimas 

possuem KM de 0,7 µM para H2O2, o que favorece a reação com H2O2 quando em baixas 

concentrações e, portanto, mais relevantes do ponto de vista de sinalização celular (154,155). 

Atualmente, tem sido aceito que a interação de pelo menos quatro componentes é 

essencial para resposta antioxidante, a citar: (1) Nrf2 considerado como efetor mestre da 

resposta antioxidante e do metabolismo dos xenobióticos através da regulação de mais de 200 

genes antioxidantes e de desintoxicação da Fase II (156–158), (2) Keap1 (proteína 1 associada 

à ECH do tipo Kelch), descrito como repressor citosólico do Nrf2 e desempenha um papel 

regulatório fundamental nesta via de sinalização,  (3) um grupo de pequenas proteínas 

fibrosarcomas musculoaponeuróticas (sMaf), envolvidas na dimerização do Nrf2 e (4) 

elemento de resposta antioxidante (ARE, do inglês antioxidante response element) ou 

elemento responsivo a eletrófilos (EpRE)  na região promotora dos genes-alvo regulados pelo 

Nrf2 (159,160). 

A via Nrf2/Keap1 desempenha um papel central na citoproteção contra insultos 

eletrofílicos e oxidativos (161–164). A proteína Nrf2 é codificada pelo gene Nfe2l2, 

fisiologicamente o RNAm do Nrf2 (Nfe2l2) é expresso constitutivamente  e sua expressão é 

controlada mediante variações no nível de proteína (165).  Sob condições basais, o nível da 

proteína Nrf2 é mantido em um nível baixo, uma vez que no citosol, o inibidor endógeno 

Keap1 liga-se ao Nrf2, promove sua ubiquitinação e consequente degradação proteassomal 

(166,167). Em situações de estresse que levam ao acúmulo de ROS e eletrófilos, a 

ubiquitinação de Nrf2 é interrompida, levando à estabilização, translocação e acúmulo nuclear 

de Nrf2 (156,161,167).  No núcleo, Nrf2 se heterodimeriza com as sMaf formando o 

heterodímero Nrf2-sMaf. Esses heterodímeros reconhecem o promotor ARE e ativa a 

expressão induzível dos genes-alvo do Nrf2 (167–169). Os mecanismos descritos para a 

dissociação e ativação da via do Nrf2/Keap1 são: (1) modificação do resíduo de cisteína da 

proteína Keap1 por ROS ou eletrófilos, (2) fosforilação do Nrf2 por quinases, incluindo 

MAPKs, proteína quinase C, fosfatidilinositol 3-quinase e (3) importação/exportação nuclear 

do Nrf2 através do complexo importina ou exportina (159,160,170). 

Atualmente sabe-se que o fator de transcrição Nrf2 regula a expressão de enzimas 

desintoxicantes de fase II, incluindo NAD(P)H quinona oxidoredutase 1 (171), ferritina, heme 

oxigenase-1 (HO-1) (172) entre outros componentes-chave do sistema antioxidante, como a 

GPx, GR, Trx, Prx, Sulfiredoxina (Srxn) e GSH (162,173,174).  Uma vez que a transcrição de 

genes antioxidantes protege as células contra o acúmulo de ROS, a ativação desses genes por 

Nrf2 pode ainda inibir indiretamente a cascata inflamatória dependente do NF-κB. Nrf2 
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controla desse modo a inflamação associada ao reparo. Além disso, dados recentes apoiam um 

efeito inibitório do Nrf2 na expressão gênica pró-inflamatória, bloqueando diretamente a 

transcrição por meio de sua ligação à região promotora dos genes pró-inflamatórios como 

óxido nítrico sintase induzível (iNOS), IL-6, IL-1β e  TNF-α e inibe o recrutamento de RNA 

polimerase II (174–177). 

Estudos recentes identificaram uma nova função do Nrf2 na regulação da função 

mitocondrial e biogênese mitocondrial. O Nrf2 está envolvido na regulação do potencial da 

membrana mitocondrial e na disponibilidade de substratos para respiração e síntese de ATP 

(178,179). Há evidências que após o estresse oxidativo, Nrf2 mediou a expressão da proteína 

desacopladora 3 (UCP3) e consequente aumento na transferência de prótons pela membrana 

mitocondrial interna para reduzir a formação de superóxido (180). Além disso, um estudo 

com fígado deficiente de Nrf2, a quantidade de DNA mitocondrial é significativamente menor 

do que nas células do tipo selvagem (181,182). Durante o estresse oxidativo, o Nrf2 também 

pode contribuir para a regulação da mitofagia, um processo pelo qual as mitocôndrias 

danificadas são removidas, através da regulação da degradação autofagossômica (183). A 

partir desses dados, pode-se concluir que o Nrf2 tem uma função importante na regulação 

mitocondrial. 

 

3.1.4 Exercício Físico: parâmetros fisiológicos e modalidades de treinamento 

 A prática regular de atividades física recreativa ou esportiva vem sendo cada vez mais 

estimulada não só por proporcionar mudanças na imagem corporal, mas também porque 

confere benefícios à saúde física e mental, e consequentemente, promove uma sensível 

melhora da qualidade de vida, tanto de indivíduos hígidos quanto aqueles com doenças 

crônicas (184–186). Do ponto de vista conceitual a atividade física é definida como qualquer 

movimento corporal resultante da contração do músculo esquelético que aumenta o gasto 

energético acima do nível basal. Enquanto que o exercício físico, ou treinamento, trata-se de 

uma subcategoria de atividade física, definida como qualquer ação planejada e estruturada que 

objetiva melhorar ou manter a aptidão física (187). 

Desde as primeiras publicações do ACMS datadas de 1975 e 1978 até os dias atuais, 

diversas recomendações têm sido propostas por agências governamentais e organizações 

profissionais para nortear a prática regular de exercícios e combater a inatividade física (188). 

As publicações mais recentes recomendam que todos os adultos saudáveis com idade entre 18 

e 65 anos devem participar de atividade física aeróbica de intensidade moderada com duração 

mínima de ≥30 minutos e frequência semanal de ≥5 dias, ou atividade aeróbica de alta 
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intensidade com frequência semanal de ≥3 dias e duração mínima de ≥20 minutos. Também é 

recomendado que todos os adultos realizem atividades voltadas para manutenção ou aumento 

da força e da resistência muscular por no mínimo 2 dias semanais (189).  

É importante ressaltar que é crescente a adesão a diferentes modalidades de 

treinamento para atingir os mais diversos objetivos desportivos e/ou relacionados à saúde, 

como é o caso do exercício intervalado de alta intensidade (High Intensity Interval Training – 

HIIT) e exercício funcional de alta intensidade (High Intensity Functional Training - HIFT) 

(190). Neste sentido, a Organização Mundial da Saúde e  a Associação Americana do Coração 

alertam sobre a necessidade de controlar adequadamente os parâmetros aplicados em cada 

protocolo de treino considerando a variabilidade biológica e o nível inicial de aptidão de cada 

indivíduo (7).  

A padronização e prescrição de treinamentos têm como principais parâmetros: o tipo 

de exercício (aeróbico ou contra-resistido); a frequência semanal; a intensidade (baixa, 

moderada ou alta) e a duração (curta ou longa) executados de forma contínua ou intermitente 

(191). Historicamente os treinamentos são categorizados em modalidades dicotômicas, o 

treinamento de contra-resistido, também chamado de treinamento de força, é comumente 

praticado por aqueles que objetivam ganho de força e aumento da massa muscular 

(hipertrofia), enquanto que o treinamento aeróbico ou treinamento cardiorrespiratório (ou 

endurance) é apontado como melhor opção para melhorar a aptidão cardiorrespiratória  

(188,191).  

Trabalhos recentes questionam essa dicotomia, sugerindo que as adaptações 

metabólicas e fisiológicas induzidas pelo exercício são mais influenciadas pela intensidade do 

esforço, independente da modalidade (188). Durante o exercício em uma intensidade 

específica e por um período definido, o tecido muscular experimenta uma mistura específica 

desses estressores mecânicos e metabólicos. Com o treinamento contra-resistido, o estresse 

mecânico é dominante, enquanto durante o exercício de aeróbico, o estresse mecânico é 

baixo, mas os distúrbios metabólicos podem ser maiores e prolongados (192). 

O treinamento aeróbio pode ser caracterizado como exercício de baixa carga e alta 

repetição, em contraste, o treinamento contra-resistido é tipicamente de alta carga e baixa 

repetição (193). O treinamento aeróbico tradicional envolve grandes grupos musculares em 

atividades de alta repetição por longo período e em intensidade baixa a moderada. Em 

resposta a esta modalidade de exercício ocorrem aumentos substanciais na frequência cardíaca 

e no gasto energético, aumento na capacidade oxidativa com estímulo à biogênese 



21 

 

mitocondrial e aumento da vascularização muscular, melhorando a resistência à fadiga (194–

196).  

A intensidade relativa para o exercício contra-resistido é baseada na capacidade do 

indivíduo levantar a quantidade máxima de peso em uma única repetição de um exercício 

empregando-se uma força contrária ao movimento, o que corresponde a 1RM (1 repetição 

máxima) (189). Enquanto que para exercícios aeróbios a intensidade pode ser mensurada 

através do consumo máximo de oxigênio (VO2máx), de modo que exercícios moderados são 

executados com VO2máx entre 46 a 63% e os de alta intensidade com o VO2máx entre 64 a 

90% (189). O treinamento de contra-resistido consiste em um método de treinamento que 

envolve a ação voluntária do músculo esquelético contra cargas moderadas a pesadas para 

recrutar fibras musculares de contração rápida e maximizar as adaptações neuromusculares. 

(184,197). 

Reconhecidamente, as principais vias bioenergéticas requisitadas durante o exercício 

contra-resistido são a fosfogênica e a anaeróbia lática (198). Na via fosfagênica ou anaeróbia 

alática, a creatina fosfato (PCr) é requerida e rapidamente seu grupo fosforil de alto potencial 

energético é transferido para ADP no processo de ressíntese de ATP, numa reação regulada 

pela enzima creatina quinase. No entanto, o potencial de ressíntese desta via é limitada pela 

baixa quantidade de creatina fosfato armazenada no musculo. Desta forma, tem sido aceito 

que em esforço máximo com duração de 5 a 6 segundos, a regeneração do ATP é 

predominantemente por via fosfagênica (199). Na insuficiência da via fosfogênica, a via 

anaeróbia lática de curto prazo é requerida. Nesta via o glicogênio muscular é utilizado como 

substrato em atividades de moderada a alta intensidade e duração intermediária, desta forma, a 

energia necessária para recompor o ATP perpassa pela glicogenólise e glicólise com produção 

de ácido lático. Essa via é temporária pelo fato da regeneração do ATP não acompanhar sua 

utilização, diminuindo a capacidade de realizar exercícios (200). 

Do ponto de vista bioenergético, o exercício aeróbico é sustentado predominantemente 

pela via aeróbica, na qual o metabolismo oxidativo de lipídeos e carboidratos suporta a 

execução do treino de longa duração em intensidade de baixa a moderadamente alta (200). 

Inicialmente observa-se um aumento na demanda energética celular, exigindo aumento da 

captação de oxigênio. Contudo, nos minutos iniciais do exercício, a oferta de oxigênio nos 

músculos pode ser inferior às demandas metabólicas no estado basal, havendo então um 

déficit de oxigênio, direcionando a ressíntese do ATP predominantemente pelos sistemas de 

energia imediatos e de curto prazo (i.e., PCr e glicólise). Com o passar do tempo, o consumo 
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de oxigênio corresponde à demanda de oxigênio e as necessidades metabólicas de estado 

estacionário são atendidas principalmente pelo metabolismo aeróbico de longo prazo (201). 

Variações de intensidade do exercício aeróbico têm sido cada vez mais exploradas e, 

como reflexo, é crescente o número de adeptos ao treinamento de HIIT, no qual executa-se 

um exercício em alta intensidade por um curto período de tempo, seguido por um período 

repouso antes de iniciar uma nova série do mesmo exercício (202). Segundo Tabata & cols 

(1996), o HIIT pode produzir simultaneamente adaptações na capacidade de exercício 

aeróbico e anaeróbico, o que justifica o crescente interesse no valor potencial do HIIT, como 

uma alternativa ao treinamento convencional ao longo dos últimos 20 anos (203). 

Embora as organizações mundiais como o e a Colégio Americano de Medicina do 

Esporte e a Organização Mundial da Saúde alertem para o maior risco de lesões ortopédicas e 

menor aderência ao treinamento de alta intensidade quando comparado ao exercício de baixa 

intensidade (204), estudos recentes demonstram que treinamento de alta intensidade 

intervalado desencadeia adaptações musculares e vasculares agudas similares àquelas 

observadas em resposta ao treinamento de endurance (12,205,206).  

O interesse pelo exercício de alta intensidade como um modo eficaz de treino se 

intensificou ao longo da última década em reconhecimento de três fatores principais que são 

comumente citados como limitações à atividade física regular: falta de tempo, falta de 

motivação e doenças crônicas que restringem a execução do treinamento (207). Por ser de 

baixo volume (i.e., o produto da carga de treinamento pelo tempo de exposição a esta), as 

sessões de exercício tendem a durar menos de 30 minutos, representando assim uma 

alternativa ao treinamento de endurance, o que torna mais viável a prática regular do treino 

pela sociedade contemporânea, sem prejuízo quanto aos potenciais benefícios para redução do 

risco de doenças crônicas não transmissíveis (208). 

 

3.1.5 Exercício Físico no Balanço Redox e Dinâmica Mitocondrial 

A geração primária de ROS e RNS durante o exercício físico agudo pode ocorrer por 

várias vias, como NADPH oxidase, XO, lipoxigenases, cicloxigenases e respiração 

mitocondrial (116,123). Sabidamente, exercício físico é uma condição que promove aumentos 

na demanda energética na ordem de até 35 vezes em relação ao repouso (209) e aumento de 

até 100 vezes no fluxo de oxigênio através dos músculos esqueléticos ativos (210). Acredita-

se que cerca de 2% a 5% do oxigênio consumido origina ROS (211), como o O2•- e o H2O2, 

especialmente pela atividade mitocondrial intensa (212–214). 
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Embora esteja consolidado que o treinamento físico periódico promova adaptações 

fenotípicas no musculo esquelético e que essas adaptações perpassam pela resposta 

mitocondrial (215), é essencial compreender melhor o comportamento dos eventos envolvidos 

na dinâmica mitocondrial e balanço redox frente a estímulos agudos originados de exercícios 

realizados com diferentes parâmetros, uma que a exposição repetida a um evento agudo 

desencadeia o estresse mecânico, metabólico, oxidativo, termorregulatório e hipóxico. É essa 

exposição que estimula adaptações fisiológicas compensatórias que melhoram a tolerância a 

subsequentes estressores de mesma magnitude (215). 

O músculo esquelético é caracterizado por seu alto conteúdo mitocondrial e sua 

capacidade de se adaptar a esses estressores (192). Dependendo do tipo e frequência do 

exercício, diferentes alvos são preferencialmente regulados (192,216). O exercício agudo 

promove crescimento abrupto e transitório do conteúdo de mRNA, mas que retorna à 

condição basal cerca de 24 horas após interrupção do trabalho mecânico. Enquanto que o 

exercício crônico induz adaptações fisiológicas que podem modificar o fenótipo muscular 

(215,217,218).  

A somatória dos efeitos agudos de cada sessão de exercício o resulta no aumento 

gradual e progressivo do conteúdo de mRNA e de proteínas o que contribui para maximizar a 

entrega de substrato necessária para a síntese de ATP, melhorar a oferta de oxigênio com 

consequente capacidade respiratória e modular a dinâmica mitocondrial. Coletivamente as 

respostas adaptativas agudas aumentam a resistência a fadiga, otimizam a performance em 

futuros esforços físicos com menor perturbação da homeostase orgânica (215,219,220). 

 Evidências demonstram que a expressão de mRNA são elevadas 3 a 12 horas após a 

realização do exercício físico, retornando aos níveis basais em torno de, aproximadamente, 4 

horas. Desta forma, observa-se que as adaptações crônicas induzidas pelo exercício provêm 

do acúmulo dos efeitos agudos em cada sessão decorrente do estresse mecânico e metabólico 

gerado durante a realização do exercício. É importante ressaltar que os parâmetros do 

exercício praticado (i.e., intensidade, duração, frequência e modalidade) influenciam 

diretamente no tipo de magnitude das respostas moleculares subsequentes o exercício 

(215,221).  

A distribuição e o volume das mitocôndrias dentro das fibras musculares refletem um 

equilíbrio entre a distância necessária para a difusão de metabólitos e oxigênio transportados 

dos capilares até as mitocôndrias. Devido à plasticidade mitocondrial sabe-se que 

modificações nos parâmetros do exercício realizada em uma única sessão é capaz de provocar 
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grandes mudanças na transcrição de genes que modulam a morfologia e função mitocondrial 

(22,222). 
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3.2 CAPÍTULO 02: ARTIGO A SER SUBMETIDO NA MEDICINE AND SCIENCE 

IN SPORTS AND EXERCISE 

Análise temporal da dinâmica mitocondrial e balanço redox induzida por diferentes 

protocolos de exercício físico 

 

3.2.1 Introdução 

 A prática regular de atividades física vem sendo cada vez mais estimulada não só por 

proporcionar mudanças na imagem corporal, mas também porque confere benefícios à saúde 

física e mental, e consequentemente, promove uma sensível melhora da qualidade de vida, 

tanto de indivíduos hígidos quanto aqueles com doenças crônicas (184–186). A realização de 

exercício físico de forma planejada e estruturada objetivando melhorar ou manter a aptidão 

física envolve o controle de alguns parâmetros, como volume de treinamento, intensidade, 

frequência, duração e do tipo de exercício a ser praticado, o que influencia diretamente o tipo 

e a magnitude das adaptações induzidas pelo exercício (221,223). 

O tipo de adaptação biológica induzida pelo exercício está na dependência dos 

parâmetros de execução do mesmo, sendo amplamente reportado que exercícios de baixa 

intensidade e longa duração tendem a gerar adaptações direcionadas à melhora do 

metabolismo oxidativo pelo tecido muscular, enquanto exercícios de alta intensidade e menor 

duração levam a adaptações direcionadas à melhora do metabolismo anaeróbio (215,221). 

Curiosamente, estudos recentes com exercícios de alta intensidade e intervalado mostraram 

um grande potencial para adaptações mitocondriais (221,223), mostrando que, para além da 

intensidade do exercício, sua forma de execução pode ser um parâmetro de grande influência 

nas adaptações mitocondriais induzidas pelo exercício físico.  

O exercício físico é capaz de induzir eventos mitocondriais como mitogênese, fusão 

mitocondrial, fissão mitocondrial e até mesmo mitofagia (22,212,222), os quais ocorrem com 

o objetivo de manter o pool mitocondrial saudável, de modo a manter um adequado aporte de 

ATP, sem impor à célula uma condição de desbalanço redox (212,224). Estas adaptações 

mitocondriais tem sido foco de estudos recentes envolvendo exercício físico, mas as 

comparações entre protocolos de exercício têm se limitado a exercícios de alta intensidade 

intervalado e de intensidade moderada realizado de forma contínua, não sendo identificado na 

literatura científica estudos comparando a realização de exercício com mais variações de 

intensidade e forma de execução. 
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Desta forma, o presente estudo teve como objetivo investigar os efeitos do exercício 

agudo executado em diferentes protocolos de treino sobre a expressão de genes envolvidos na 

dinâmica mitocondrial e defesa antioxidante em músculos esqueléticos de camundongos. 

 

3.2.2 Materiais e Métodos 

3.2.2.1 Animais 

 Foram utilizados 65 camundongos Swiss, machos, com 3 meses de idade (12 

semanas), provenientes da ANILAB (Animais de Laboratório Criação e Comércio Ltda – 

EPP). Os animais foram mantidos no biotério da Universidade Estadual do Sudoeste da Bahia 

(UESB), Campus de Jequié, em ambiente com controle de ciclo claro-escuro (12 horas de luz, 

das 7 às 19h) e temperatura (23±3oC). Todos os procedimentos experimentais foram 

aprovados pelo Comitê de Ética em Experimentação Animal da Universidade Estadual do 

Sudoeste da Bahia (UESB), Campus Itapetinga (protocolo número: 175/2018). 

Os animais foram acomodados em caixas de polipropileno com quatro camundongos 

em cada uma delas e durante todo o experimento tiveram acesso ad libitum à água e ração 

controle comercial (Pragsoluções, Brasil). 

 

3.2.2.2 Protocolo de Exercício 

Todos os animais foram expostos a 5 dias de adaptação ao ambiente aquático (5 

minutos dentro do aparato de nado com água no nível das patas). Dois dias após o término do 

período de adaptação, os animais foram divididos aleatoriamente em 4 grupos: um grupo 

sedentário (5 animais) e 3 grupos com 20 animais cada, que foram submetidos a protocolos de 

nado forçado com diferentes formas de execução descritos a seguir e esquematizado na Figura 

1: 

1) Grupo controle (GC): camundongos que foram sacrificados sem serem submetidos 

previamente a exercício físico; 

2) Grupo exercício de baixa intensidade realizado de modo contínuo (BIC): 30 

minutos de nado forçado com 1% da massa corporal (MC); 

3) Grupo exercício de alta intensidade realizado de modo contínuo (AIC): 15 minutos 

de nado forçado com 5% da MC; 

4) Grupo alta intensidade realizado de modo intervalado (AII): 7 minutos de nado 

forçado com 10% da MC, sendo realizado com ciclos exercício/repouso de 20/10 segundos;  
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Figura 1. Fluxograma experimental do estudo. 

 

Para realização do exercício, pacotes com pequenas esferas de chumbo foram presos à 

base da cauda dos animais e o peso dos pacotes foi calculado de acordo com a massa corporal 

(MC) de cada animal, estabelecendo-se 1% da MC para o grupo BIC, 5% para o grupo AIC e 

10% para o grupo AII. A massa corporal dos animais foi mensurada por meio de uma balança 

digital (VL-3200H, Shimadzu, EUA). Posteriormente os animais foram colocados em um 

aparato de natação descrito por Evangelista e colaboradores (2003) com adaptações, 

composto de um aquário de vidro (35 cm de altura, 35 cm de largura e 50 cm de 

comprimento) e um sistema de quatro baias de acrílico (35 cm de altura, 15 cm de largura e 

15 cm de comprimento para cada baia), e a temperatura constante (32˚- 34˚ C) (Figura 2) 

(225). A execução dos protocolos de exercício foi supervisionada afim de garantir a 

padronização do nado, de tal forma, os animais se exercitaram de maneira uniforme e 

contínua na superfície, com um tempo mínimo submerso ou boiando.  
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Figura 2. Aparato de natação utilizado no estudo.  

 

3.2.2.3 Eutanásia dos animais e coleta do músculo gastrocnêmio 

Cinco animais de cada grupo experimental foram eutanasiados nos seguintes 

momentos após a realização do protocolo de exercício:  

➢ imediatamente após (0h); 

➢ 6 horas após (6h); 

➢ 12 horas após (12h); 

➢ 24 horas após (24h).  

A eutanásia dos animais foi conduzida através de aprofundamento anestésico com 

administração intraperitoneal de cetamina (50 mg/kg) e xilazina (16 mg/kg), seguida da coleta 

de sangue por decaptação. Após a eutanásia os músculos gastrocnêmios foram 

cuidadosamente dissecados, pesados, identificados, congelados em nitrogênio líquido e 

armazenados em ultra freezer à -70°C para posterior avaliação. 

 

3.2.2.4 Dosagem de lactato plasmático 

 O lactato plasmático foi mensurado pelo método automatizado de ensaios por kit 

enzimático colorimétrico monorreagente composto por: lactato oxidase 400 U/L e peroxidase 

(rábano) 2.400 U/L (ABBOTT, EUA). O método fundamenta-se na conversão do ácido lático 

a piruvato e peróxido de hidrogênio (H2O2) pela enzima lactato oxidase, enquanto que a 

peroxidase catalisa a oxidação do precursor cromógeno pelo H2O2 para produzir um corante 

colorido. Um aumento na absorbância a 548 nm é diretamente proporcional à concentração de 

ácido lático na amostra (ABBOTT, EUA). Todo procedimento foi realizado no equipamento 

ARCHITECT c800 (ABBOTT, EUA). 
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3.2.2.5 Avaliação das espécies reativas ao ácido tiobarbitúrico (TBARS) 

A peroxidação lipídica no homogenato do musculo gastrocnêmio foi estimada pelo 

ensaio de substâncias reativas ao ácido tiobarbitúrico (TBARS), de acordo com o método 

proposto por Draper e colaboradores (226). O tecido muscular (100 mg/mL) foi 

homogeneizado em tampão Tris HCl (50 mM), pH 8,0, contendo hidroxitolueno butilado 

(0,02%) para evitar oxidações espúrias. Em seguida, o homogenato foi centrifugado (Z36 HK, 

Hermle-Labortechnik, Alemanha) a 1600g por 10 min a 4 ºC para coleta do sobrenadante. 

Posteriormente, o sobrenadante foi diluído a 50% no tampão Tris HCl, num volume final de 

100 μL, acrescido de 100 μL de ácido tricloroacético 10%, e 800 μL de ácido tiobarbitúrico 

(530 mg dissolvidos em 100 mL de ácido acético 20%). A mistura reacional foi incubada por 

1 h a 95º C, seguido do resfriamento em gelo por 10 min a fim de cessar a reação. As 

amostras foram novamente centrifugadas (1600g, 10 min a 4º C) e a absorbância medida a 

535 nm (SP 2000 UV, BEL® Photonics, Brasil). A concentração de TBARS no tecido 

pulmonar foi calculada com base na curva feita com o padrão de malondialdeído (0-50 μM) 

(CAYMAN, EUA), normalizada pela concentração de proteínas e expressa em mol de 

equivalentes de MDA/g de proteína. 

 

3.2.2.6 Atividade da enzima glutationa peroxidase (GPx) 

A medida da atividade da enzima GPx foi feita de acordo método proposto por Paglia 

e Valentine (1967). O método se baseia na oxidação da glutationa reduzida (GSH), catalisada 

pela GPx, acoplada à reciclagem da glutationa oxidada (GSSG) através da reação catalisada 

pela enzima glutationa redutase (GR) que utiliza o NADPH como cofator (227). O 

decréscimo na absorbância medida à 340 nm durante a oxidação do NADPH é indicativo da 

atividade da GPx. O tecido muscular foi homogeneizado em tampão Tris HCL 50 mM, pH 

7,0 (tampão de ensaio) na proporção de 100 mg/mL. Após centrifugação a 10000g por 15 

minutos à 4º C (Z 36 HK, Hermle-Labortechnik, Alemanha), o sobrenadante foi removido e 

utilizado no ensaio. Foram pipetados em cubeta de quartzo 300 μL de tampão de ensaio, 250 

μL de homogenato diluído em tampão de ensaio (1:10) e 400 μL do mix reacional (0,25 mM 

NADPH, 2,1 mM de GSH, 0,5 U/mL de GR e 1 mM de azida sódica). A azida sódica foi 

adicionada ao meio para inibir a catalase que também utiliza o peróxido de hidrogênio como 

substrato. A reação foi iniciada pela adição de 50 μL de H2O2 0,2 mM, utilizado como 

substrato da reação. A decomposição do NADPH foi monitorada em espectrofotômetro (SP 

2000 UV, BEL® Photonics, Brasil) a 340 nm. Foram realizadas leituras consecutivas a cada 
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15 segundos durante 6 minutos. A atividade da GPx foi calculada utilizando a fórmula 

descrita: 

 

Atividade da Gpx =
(∆ A340/min) x (VR)

(6,22 𝑀−1𝑐𝑚−1) x (VA) 
 

Onde: 

ΔA340 é o delta da absorbância por minuto; 

6,22 é o coeficiente de extinção molar do NADPH em unidades de μmol-1 cm-1; 

VR é o volume de reação em mL; 

VA é o volume de amostra em mL; 

Uma unidade de enzima é definida como a quantidade de enzima que causa a oxidação 

de 1 μmol de NADPH por minuto. A atividade específica foi expressa em unidades por 

miligrama de proteína. 

 

3.2.2.7 Atividade da enzima catalase (CAT) 

A atividade da CAT foi determinada pela taxa de decaimento de H2O2 na absorbância 

de 240 nm (228). O músculo gastrocnêmio (100 mg/mL) foi homogeneizado em tampão 

fosfato de potássio 0,1 M (pH 7,2), em seguida foi centrifugado por 10 minutos a 10.000g a 4 

°C (Z36 HK, Hermle-Labortechnik, Alemanha). Foi incubado um volume de 100 μL do 

sobrenadante com 900 μL do mix reacional (25 mL de tampão fosfato para 40 μL de peróxido 

de hidrogênio 30%), sendo as absorbâncias determinadas imediatamente a cada 10 s, durante 

um min a 240 nm em espectrofotômetro (SP 2000 UV, BEL® Photonics, Brasil). Para zerar o 

aparelho, utilizou-se tampão fosfato como branco. A atividade da CAT foi determinada pelo 

decaimento da absorbância em 240 nm causada pelo desaparecimento do H2O2, sendo 

calculada pela fórmula descrita: 

 

Atividade da CAT =
(∆ A240/min) x (VR)

(39,4 𝑀−1𝑐𝑚−1) x (VA) 
 

Onde: 

ΔA240 é o delta da absorbância por minuto; 

39,4 é o coeficiente de extinção molar do H2O2 em unidades de 39.4 M-1 cm-1 

VR é o volume de reação em mL; 

VA é o volume de amostra em mL. 
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Uma unidade da enzima corresponde a decomposição de 1 μmol de H2O2 por minuto. 

Os resultados foram expressos em unidade por miligrama de proteína. 

 

3.2.2.8 Atividade da enzima citrato sintase (CS) 

O método proposto por Spinazzi et al (2012) descreve a medida da atividade 

enzimática da CS que é utilizada como marcador exclusivo da abundância de mitocôndrias 

presentes no tecido ou cultura celular de interesse (229). A CS é a enzima inicial do ciclo do 

ácido tricarboxílico, e catalisa a reação entre a acetil coenzima A (acetil CoA) e oxalacetato 

para formar o ácido cítrico e CoA ligada a um grupo tiol (CoA-SH). O ensaio colorimétrico se 

baseia na reação entre o ácido 5’,5’-ditiobis 2-nitrobenzoico (DTNB) e CoA-SH para formar 

o ácido 5-tio-2-nitrobenzóico (TNB), de modo que o aumento progressivo da absorbância é 

proporcional à atividade da CS. Para realização do ensaio, o tecido muscular foi 

homogeneizado na proporção de 100mg/mL em tampão Tris HCL 250 mM, pH 7,4 

suplementado com sacarose (85,4 mg/mL), em seguida centrifugado a 600xg por 10 minutos 

à 4º C (Z 36 HK, Hermle-Labortechnik, Alemanha) e o sobrenadante separado para o ensaio. 

Para cada poço da placa de 96 poços foram adicionados 126 uL do mix reacional (100 uL de 

tampão Tris HCL 200 mM + Triton 100x 0,2%, 20 uL de DTNB 1 mM e 6 uL de Acetil CoA) 

e 64 uL da amostra. A reação foi iniciada ao adicionar 10 uL de oxalacetato 10 mM a cada 

poço, e o aumento da absorbância foi monitorada em espectrofotômetro de placa 

(Thermoplate, Tp-reader, EUA) a 412 nm em intervalos de 10 segundos, durante 3 minutos. A 

atividade da CS foi calculada utilizando a fórmula descrita: 

 

Atividade da CS =
(∆ A412/min ×  1,000)

[(13,6 𝑚𝑀−1𝑐𝑚−1 x VA) x (proteína total mg/ml)]
 

 

3.2.2.9 Determinação da concentração de proteínas totais 

As concentrações de proteínas nos homogenatos de tecido renal utilizados para os 

ensaios de peroxidação lipídica e atividade enzimática (GPx, CAT e CS) foram determinadas 

em espectrofotômetro (SP 2000 UV, BEL® Photonics, Brasil) utilizando o reagente de 

Bradford (Sigma-Aldrich, EUA) e a albumina do soro bovino foi utilizada como padrão para 

construção da curva de concentração (230). 

 

3.2.2.10 Análise da expressão gênica – qPCR 

3.2.2.10.1 Extração do ácido ribonucleico (RNA) 
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O RNA total foi extraído utilizando-se o reagente de lise TRIzolTM (Invitrogen, EUA) 

de acordo com as instruções do fabricante, e o sistema TissueRuptor (Qiagen, EUA) foi usado 

para homogeneização do músculo gastrocnêmio. Durante o processo de purificação, o RNA 

foi tratado com TURBO DNA-freeTM (Invitrogen, EUA) para digestão de possíveis 

contaminações por ácido desoxirribonucléico (DNA), seguindo as orientações do fabricante. 

A concentração (ng/μL) e pureza (A260:A230 e A260:A280) do RNA total foram avaliadas por 

espectrofotometria (NanoDropTM 2000, Thermo Fisher Scientific, EUA). O RNA isolado foi 

mantido em ultra freezer à -70ºC até o momento da transcrição reversa. 

 

3.2.2.10.2 Síntese do DNA complementar (cDNA) e reação em cadeia da polimerase em 

tempo real (qPCR) 

O cDNA foi sintetizado com 2 µg do RNA total por meio do kit de transcrição reversa 

High-Capacity RNA-to-cDNATM (AppliedBiosystem, EUA), segundo as instruções do 

fabricante. Este material foi estocado em ultra freezer à -70ºC até o momento da realização da 

qPCR. Para examinar os níveis de expressão de 5 genes alvos envolvidos na dinâmica 

mitocondrial (Tabela 1) foi usado o sistema TaqMan® Fast Advanced Master Mix 

(AppliedBiosystem, EUA): 

 

Gene Identificação do Ensaio 
Código de 

Referência 

Gapdh Mm99999915_g1 4453320 

Ppargc1α Mm01208835_m1 4453320 

Mfn2 Mm00500120_m1 4453320 

Dnm1L Mm01342903_m1 4448892 

Park2 Mm01323528_m1 4448892 

Nfe2l2 Mm00477784_m1 4453320 

Gpx1 Mm00656767_g1 4453320 

Nos2 Mm00440502_m1 4453320 

Tabela 1. Descrição de genes alvo envolvidos na dinâmica mitocondrial, sistema TaqMan® Fast 

Advanced Master Mix 
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Todos os procedimentos foram conduzidos de acordo com as instruções do fabricante 

e a termociclagem foi realizada com o termociclador StepOne Plus (AppliedBiosystem, 

EUA). A expressão gênica foi normalizada pelo gene housekeeping codificador da proteína 

constitutiva GAPDH (gliceraldeido-3-fosfato desidrogenase). 

A partir da obtenção dos resultados de Ct (cycle-treshold) fornecidos pelo 

termociclador, calculou-se a expressão relativa (fold-change) por meio do método 

comparativo (2-ΔΔCt) (231). 

 

3.2.2.11 Análise estatística 

Para fins de análise estatística as comparações foram feitas com os intervalos de 

tempos após exercício (0h, 6h, 12h e 24h) no mesmo grupo e entre os 3 grupos (BIC vs AIC 

vs AII). Todas as variáveis de interesse deste estudo foram submetidas ao teste de 

normalidade Shapiro-Wilk. As comparações entre os grupos foram realizadas com ANOVA 

One-way, seguido pelo teste post hoc de Tukey, sendo adotado o nível de significância de p ≤ 

0,05 para todos os testes. Os dados foram apresentados em média ± erro padrão e todos os 

procedimentos estatísticos foram realizados no software Graphpad Prisma 7.0. 

 

3.2.3 Resultados  

 

Lactato, atividade Enzimática (citrato sintase, catalase e GPx) e TBARS 

 A medida da lactacidemia imediatamente após o exercício (0h) indicou valores 

significativamente maiores no grupo AII, quando comparado aos demais grupos, enquanto o 

grupo AIC também apresentou valores significativamente maiores que o grupo BIC (Figura 

3). 

 

Figura 3. Lactato plasmático dos animais treinados em baixa intensidade contínuo (BIC), treinados em alta 

intensidade contínuo (AIC) e treinados em alta intensidade intervalado (AII) e sacrificados imediatamente (0h) 

após realização de 1 única sessão de treinamento. (#) Diferente dos demais grupos (p<0.05). 
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A atividade da enzima citrato sintase foi significativamente maior em relação ao 

controle, imediatamente (i.e., 0h) e 6h após o exercício em todos os grupos estudados. No 

grupo BIC a atividade da CS retornou aos valores obtidos no grupo controle já em 12h após o 

exercício. No entanto, no grupo AIC a atividade da enzima se manteve significativamente 

maior até a medida de 12h após o exercício, sendo significativamente maior em 0h, 6h e 12h, 

em relação a 24h após o exercício. As medidas da atividade da CS em 12h após o exercício no 

grupo AIC foi significativamente maior em relação ao grupo BIC no mesmo momento. No 

grupo AII a atividade da CS se manteve maior em relação ao controle até a medida de 24h 

após o exercício, além disso, a medida imediatamente após o exercício foi significativamente 

maior em 0h, quando comparado ao grupo BIC e maior em relação aos demais grupos nas 

medidas de 6h, 12h e 24h após o exercício (Figura 4). 

 

Figura 4. Atividade da enzima Citrato Sintase do músculo gastrocnêmio dos animais treinados em baixa 

intensidade contínuo (BIC), treinados em alta intensidade contínuo (AIC) e treinados em alta intensidade 

intervalado (AII) e sacrificados nos respectivos tempos 0h, 6h, 12h e 24h após realização de 1 única sessão de 

treinamento. (*) Diferente do controle; (a) Diferente dos demais momentos no mesmo grupo; (d) Diferente de 

24h no mesmo grupo; (e) Diferente de 12h no mesmo grupo; (Ψ) Diferente de BIC no mesmo momento; (#) 

Diferente dos demais grupos no mesmo momento. 

 

A medida das substâncias reativas ao ácido tiobarbitúrico (TBARS) foi 

significativamente maior em relação ao controle, imediatamente (i.e., 0h) e 6h após o 

exercício em todos os grupos estudados. No grupo BIC esta retornou aos valores obtidos no 

grupo controle já em 12h após o exercício. No entanto, no grupo AIC esta se manteve 

significativamente maior até a medida de 24h após o exercício, sendo significativamente nas 
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medidas em 0h, 6h, quando comparado às medidas em 12h e 24h após o exercício. No grupo 

AII a medida de TBARS se manteve significativamente maior que o controle até 12h após o 

exercício, retornando aos valores do controle na medida de 24h após o exercício. A medida de 

TBARS no grupo AII foi reduzindo significativamente ao longo do período de tempo 

estudados. Na comparação entre grupo, as medidas de 0h e 6h do grupo BIC foram 

significativamente menores em relação aos demais grupos, enquanto a medida de 6h do grupo 

AIC foi significativamente maior em relação aos demais grupos. Nas medidas de 12 e 24h o 

grupo AIC manteve maior TBARS quando comparado aos demais grupos (p < 0.05) (Figura 

5). 

 

 

Figura 5. Medida das substâncias reativas ao ácido tiobarbitúrico (TBARS) do músculo gastrocnêmio dos 

animais treinados em baixa intensidade contínuo (BIC), treinados em alta intensidade contínuo (AIC) e treinados 

em alta intensidade intervalado (AII) e sacrificados nos respectivos tempos 0h, 6h, 12h e 24h após realização de 

1 única sessão de treinamento. (*) Diferente do controle; (a) Diferente dos demais momentos no mesmo grupo; 

(d) Diferente de 24h no mesmo grupo; (e) Diferente de 12h no mesmo grupo; (f) Diferente de 0h, 6h, 12h e 24h 

no mesmo grupo (#) Diferente dos demais grupos no mesmo momento. 

 

A atividade da enzima catalase foi significativamente maior em relação ao controle, 

em todos os momentos após o exercício em todos os grupos estudados. Apenas o grupo BIC 

apresentou diferença significativa ao longo do tempo após o exercício, sendo observado 

atividade significativamente maior em 12h e 24h após exercício quando comparado às 
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medidas de 0h e 6h (p < 0.05). Não foi observada diferença significativa entre os grupos em 

qualquer momento analisado (p > 0.05) (Figura 6). 

 

 

Figura 6. Atividade da enzima Catalase do músculo gastrocnêmio dos animais treinados em baixa intensidade 

contínuo (BIC), treinados em alta intensidade contínuo (AIC) e treinados em alta intensidade intervalado (AII) e 

sacrificados nos respectivos tempos 0h, 6h, 12h e 24h após realização de 1 única sessão de treinamento. (*) 

Diferente do controle; (b) Diferente de 0h no mesmo grupo; (c) Diferente de 6h dentro do mesmo grupo. 

 

A atividade da enzima GPx foi significativamente maior em relação ao controle, em 

todos os momentos após o exercício em todos os grupos estudados. Os grupos BIC e AII 

apresentaram diferença significativa ao longo do tempo após o exercício, sendo que, no grupo 

BIC, foi observada atividade significativamente maior em 6h, 12h e 24h após exercício 

quando comparado à medida de 0h (p < 0.05), enquanto no grupo AII a medida de 24h foi 

significativamente maior em relação às medidas de 0h e 6h após o exercício. A comparação 

entre grupo mostrou que o grupo AII apresentava atividade significativamente maior em 

relação ao grupo BIC imediatamente após o exercício (i.e., 0h) e em relação ao grupo AIC na 

medida de 24h após o exercício (p < 0.05) (Figura 7). 
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Figura 7. Atividade da enzima GPx do músculo gastrocnêmio dos animais treinados em baixa intensidade 

contínuo (BIC), treinados em alta intensidade contínuo (AIC) e treinados em alta intensidade intervalado (AII) e 

sacrificados nos respectivos tempos 0h, 6h, 12h e 24h após realização de 1 única sessão de treinamento. (*) 

Diferente do controle; (b) Diferente de 0h no mesmo grupo; (c) Diferente de 6h dentro do mesmo grupo; (Ψ) 

Diferente de BIC no mesmo momento; (Φ) Diferente de AIC no mesmo momento. 

 

Expressão gênica 

A expressão gênica de Ppargc1α, que codifica o fator de transcrição PGC1-α, foi 

significativamente maior em relação ao grupo controle em 6, 12 e 24h, no grupo BIC, 

enquanto no grupo AIC esta diferença ocorreu nos momentos 0h e 6h e no grupo AII nos 

momentos 6h e 24h.  Adicionalmente, nos grupos BIC e AII a expressão do referido gene foi 

maior no momento 6h quando comparado aos demais momentos de medida, enquanto no 

grupo AII a expressão em 24h foi significativamente maior em relação a 0h dentro do mesmo 

grupo. A única diferença entre grupos foi observada na medida 0h, onde o grupo AIC 

apresentou expressão significativamente maior (p<0.05) (Figura 8). 
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Figura 8. Expressão gênica do Ppargc1α no músculo gastrocnêmio dos animais dos grupos não treinado 

(CONTROLE), treinados em baixa intensidade contínuo (BIC), treinados em alta intensidade contínuo (AIC) e 

treinados em alta intensidade intervalado (AII) e sacrificados nos respectivos tempos 0h, 6h, 12h e 24h após 

realização de 1 única sessão de treinamento. A linha tracejada indica a expressão do grupo de referência (i.e., 

grupo não exercitado, denominado aqui de grupo controle). (*) Diferente do controle; (a) Diferente dos demais 

momentos no mesmo grupo; (b) Diferente de 0h no mesmo grupo; (#) Diferente dos demais grupos no mesmo 

momento (p<0.05). 

 

A expressão gênica de Mfn2, que codifica a proteína mitofusina 2, foi 

significativamente maior em relação ao grupo controle imediatamente (i.e., 0h) nos grupos 

AIC e AII.  Adicionalmente, no grupo AIC a expressão do referido gene foi 

significativamente maior no momento 0h quando comparado aos demais momentos de 

medida, enquanto no grupo BIC a expressão em 24h foi significativamente maior  em relação 

a 0h e 6h dentro do mesmo grupo. As únicas diferenças entre grupos foram observadas na 

medida 0h, onde o grupo AIC apresentou expressão significativamente maior que o grupo 

BIC, e em 6h, onde o grupo AII apresentou expressão significativamente maior que o grupo 

BIC (p<0.05) (Figura 9). 
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Figura 9. Expressão gênica de Mfn2 no músculo gastrocnêmio dos animais dos grupos não treinado 

(CONTROLE), treinados em baixa intensidade contínuo (BIC), treinados em alta intensidade contínuo (AIC) e 

treinados em alta intensidade intervalado (AII) e sacrificados nos respectivos tempos 0h, 6h, 12h e 24h após 

realização de 1 única sessão de treinamento. A linha tracejada indica a expressão do grupo de referência (i.e., 

grupo não exercitado, denominado aqui de grupo controle). (*) Diferente do controle; (a) Diferente dos demais 

momentos no mesmo grupo; (b) Diferente de 0h dentro do mesmo grupo; (c) Diferente de 6h dentro do mesmo 

grupo; (Ψ) Diferente de BIC no mesmo momento.  

 

A expressão gênica de Dnm1l, que codifica a proteína Drp1, foi significativamente 

maior em relação ao grupo controle 6h e 12h no grupo AIC, havendo uma redução 

significativa no mesmo grupo em 24h após o exercício. Diferentemente, o grupo AII 

apresentou redução significativa imediatamente (i.e., 0h) e 24h após o exercício.  

Adicionalmente, no grupo BIC a expressão do referido gene foi maior no momento 6h quando 

comparado aos momentos 12 e 24h, enquanto no grupo AIC a expressão em 6h e em 12h foi 

significativamente maior em relação a 0h e 24h dentro do mesmo grupo. No grupo AII, a 

expressão foi significativamente menor em 0h, quando comparado a 6h e 24h no mesmo 

grupo. Nas comparações entre grupos observou-se expressão significativamente maior no AIC 

12h após o exercício, quando comparado aos demais grupos, enquanto o grupo AII apresentou 

expressão significativamente menor imediatamente após o exercício, quando comparado ao 

grupo BIC. (p<0.05) (Figura 10). 
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Figura 10. Expressão gênica do Dnm1l no músculo gastrocnêmio dos animais dos grupos não treinado 

(CONTROLE), treinados em baixa intensidade contínuo (BIC), treinados em alta intensidade contínuo (AIC) e 

treinados em alta intensidade intervalado (AII) e sacrificados nos respectivos tempos 0h, 6h, 12h e 24h após 

realização de 1 única sessão de treinamento. A linha tracejada indica a expressão do grupo de referência (i.e., 

grupo não exercitado, denominado aqui de grupo controle). (*) Diferente do controle; (b) Diferente de 0h no 

mesmo grupo; (c) Diferente de 6h dentro do mesmo grupo; (d) Diferente de 24h no mesmo grupo; (e) Diferente 

de 12h no mesmo grupo; (Ψ) Diferente de BIC no mesmo momento; (#) Diferente dos demais grupos no mesmo 

momento. 

 

A expressão gênica de PARK2, que codifica a proteína parkina, foi significativamente 

maior no grupo AIC imediatamente após o exercício em relação ao controle e as medidas de 

6h e 24h após o exercício, enquanto o grupo AII apresentou expressão significativamente 

menor em 12h após o exercício, quando comparado ao controle, 0h e 24h após o exercício. A 

comparação entre grupos mostrou que a expressão foi maior na medida imediatamente após o 

exercício no grupo AIC em relação os demais grupos, e significativamente menor na medida 

12h após o exercício no grupo AII, quando comparados aos demais grupos (Figura 11). 
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Figura 11. Expressão gênica do Park2 no músculo gastrocnêmio dos animais dos grupos não treinado 

(CONTROLE), treinados em baixa intensidade contínuo (BIC), treinados em alta intensidade contínuo (AIC) e 

treinados em alta intensidade intervalado (AII) e sacrificados nos respectivos tempos 0h, 6h, 12h e 24h após 

realização de 1 única sessão de treinamento. A linha tracejada indica a expressão do grupo de referência (i.e., 

grupo não exercitado, denominado aqui de grupo controle). (*) Diferente do controle; (b) Diferente de 0h no 

mesmo grupo; (c) Diferente de 6h no mesmo grupo; (d) Diferente de 24h no mesmo grupo; (#) Diferente dos 

demais grupos no mesmo momento. 

 

A expressão gênica de Nos2, que codifica a enzima NOS, foi significativamente maior 

em relação ao grupo controle imediatamente após o exercício no grupo AIC e em 6h após o 

exercício no grupo AII. Nas comparações entre os momentos dentro de cada grupo observou-

se que a expressão do gene estava significativamente maior imediatamente após o exercício 

no grupo AIC quando comparado aos demais momentos (i.e., 6h, 12 e 24h), já no grupo AII a 

expressão estava significativamente menor em 12h, quando comparado a 6h após o exercício. 

Nas comparações entre grupos apenas o grupo AIC apresentou diferença significativa em 

relação aos demais grupos, apresentando maior expressão deste gene (Figura 12). 
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Figura 12. Expressão gênica do Nos2 no músculo gastrocnêmio dos animais dos grupos não treinado 

(CONTROLE), treinados em baixa intensidade contínuo (BIC), treinados em alta intensidade contínuo (AIC) e 

treinados em alta intensidade intervalado (AII) e sacrificados nos respectivos tempos 0h, 6h, 12h e 24h após 

realização de 1 única sessão de treinamento. A linha tracejada indica a expressão do grupo de referência (i.e., 

grupo não exercitado, denominado aqui de grupo controle). (*) Diferente do controle; (a) Diferente dos demais 

momentos no mesmo grupo; (c) Diferente de 6h no mesmo grupo; (#) Diferente dos demais grupos no mesmo 

momento. 

 

A expressão gênica de Nfe2l2, que codifica o fator de transcrição Nrf2, foi 

significativamente maior em relação ao grupo controle imediatamente após o exercício no 

grupo AIC, enquanto nos grupos BIC e AII a expressão foi significativamente maior 24h após 

o exercício. A maior expressão imediatamente após o exercício, observada no grupo AIC, 

também foi significativa em relação aos demais momentos dentro do mesmo grupo, bem 

como aos demais grupo (i.e., BIC e AII) no mesmo momento. Quanto ao grupo BIC, a maior 

expressão observada 24h após o exercício foi significativa em relação aos demais momentos 

dentro do mesmo grupo e significativamente maior em relação ao grupo AIC no mesmo 

momento (i.e., 24h), enquanto que a maior expressão observada em 24h no grupo AII foi 

significativa em relação à medida imediatamente após o exercício (i.e., 0h) e em relação ao 

grupo AIC no mesmo momento (i.e., 24h) (Figura 8). 
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Figura 13. Expressão gênica do Nfe2l2 no músculo gastrocnêmio dos animais dos grupos não treinado 

(CONTROLE), treinados em baixa intensidade contínuo (BIC), treinados em alta intensidade contínuo (AIC) e 

treinados em alta intensidade intervalado (AII) e sacrificados nos respectivos tempos 0h, 6h, 12h e 24h após 

realização de 1 única sessão de treinamento. A linha tracejada indica a expressão do grupo de referência (i.e., 

grupo não exercitado, denominado aqui de grupo controle) (*) Diferente do controle; (a) Diferente dos demais 

momentos no mesmo grupo; (b) Diferente de 0h no mesmo grupo; (Φ) Diferente de AIC no mesmo momento. 

 

A expressão gênica de Gpx1, que codifica a enzima GPx1, foi significativamente 

maior em relação ao grupo controle imediatamente após o exercício no grupo AIC, enquanto 

no grupo AII a expressão foi significativamente maior 24h após o exercício. A maior 

expressão imediatamente após o exercício, observada no grupo AIC, também foi significativa 

em relação aos demais momentos dentro do mesmo grupo, bem como aos demais grupos (i.e., 

BIC e AII) no mesmo momento. De modo similar, no grupo AII, a maior expressão observada 

24h após o exercício foi significativa em relação aos demais momentos dentro do mesmo 

grupo e significativamente maior em relação aos demais grupos (i.e., BIC e AIC) no mesmo 

momento (i.e., 24h) (Figura 9). 
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Figura 14. Expressão gênica do GPx1 no músculo gastrocnêmio dos animais dos grupos não treinado 

(CONTROLE), treinados em baixa intensidade contínuo (BIC), treinados em alta intensidade contínuo (AIC) e 

treinados em alta intensidade intervalado (AII) e sacrificados nos respectivos tempos 0h, 6h, 12h e 24h após 

realização de 1 única sessão de treinamento. A linha tracejada indica a expressão do grupo de referência (i.e., 

grupo não exercitado, denominado aqui de grupo controle). (*) Diferente do controle; (a) Diferente dos demais 

momentos no mesmo grupo; (#) Diferente dos demais grupos no mesmo momento. 

  

3.2.4 Discussão 

O presente estudo objetivou investigar a influência de 3 protocolos de exercício físico 

com diferentes parâmetros de intensidade, duração e forma de execução (BIC, AIC e AII) 

sobre a dinâmica mitocondrial e balanço redox em músculo gastrocnêmio de camundongos ao 

longo de 24 horas após sua execução. Os resultados deste estudo indicam que os protocolos 

de exercício investigados induzem diferentes respostas, sendo constatado que, apesar de 

divergentes quanto à intensidade e duração, os protocolos BIC e AII induzem respostas 

similares na dinâmica mitocondrial e balaço redox ao longo das primeiras 24h após a 

realização dos protocolos de treino. O protocolo AII, parece ser o mais eficiente quanto a 

induzir adaptações agudas em nível mitocondrial e de defesa antioxidante, enquanto o 

protocolo AIC parece proporcionar um estímulo ineficiente, se comparado aos demais 

protocolos testados. 

Devido ao grande volume de resultados a serem discutidos, esta seção será subdividida 

da mesma forma que a seção dos resultados. 
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Lactato, atividade Enzimática (citrato sintase, catalase e GPx) e TBARS 

A plasticidade das células musculares após a realização de exercícios resulta da sua 

capacidade de detectar sinais oriundos de estressores mecânicos, metabólicos, neuronais e 

hormonais, e por meio de diversas vias transmiti-los até o genoma muscular visando adaptar-

se para enfrentar novos insultos, como o próprio exercício (192). O exercício pode ativar, de 

forma imediata, muitas cascatas de sinalização que levam à ativação de fatores de transcrição 

de múltiplos genes nas horas subsequentes, o que pode ser mantidos ao longo de dias (193). 

Considerando as características do modelo de exercício usado neste estudo (i.e., nado 

forçado), os estressores metabólicos, que incluem as mudanças no pH, temperatura, saturação 

de oxigênio, status energético intramuscular, bem como radicais livres produzidos durante a 

contração muscular, são a principal fonte de estímulo para iniciar a cascata de eventos 

moleculares que se seguem ao exercício (201,209,232). Dentro deste contexto, a medida do 

lactato sanguíneo imediatamente após o exercício e as medidas de TBARS e CS até as 

primeiras 6h após o exercício podem trazer informações relevantes para o entendimento dos 

eventos moleculares subsequentes ao exercício. 

A medida da lactacidemia demonstrou um comportamento esperado para as 

características de cada protocolo de exercício, visto que foi maior nos exercícios de alta 

intensidade (AIC e AII), quando comparado ao exercício de baixa intensidade (BIC). 

Adicionalmente, a maior lactacidemia no grupo AII pode ser justificada pela intensidade 

maior em relação ao AIC (AIC: 5% da MC x AII: 10% da MC) e pela menor duração (AIC: 

15 min. x AII: 7 min) e pelo perfil intervalado do protocolo AII, o que favorece a 

predominância da ressíntese de ATP pela via glicolítica (233–235). 

Considerando que o lactato intramuscular e a lactacidemia não apresentam um 

equilíbrio perfeito e que vários fatores podem interferir no surgimento do lactato no plasma 

sanguíneo após o exercício (236), a lactacidemia não deve ser entendida como uma medida 

direta da produção intramuscular, no entanto, esta mantém uma excelente relação com a 

intensidade do exercício. Desta forma, a maior lactacidemia nos grupos de alta intensidade 

observados neste estudo deve ser interpretado como um indicador que confirma o perfil dos 

protocolos de exercício aplicados. 

No contexto da bioenergética durante a realização de exercícios, é importante ressaltar 

que o metabolismo glicolítico e demais fontes de ressíntese de ATP por meios anaeróbios 

(e.g., fosfocreatina e mioquinase) são predominantes nos primeiros segundos de exercícios 

intervalados de alta intensidade, mas reduzem sua contribuição à medida que o período de 
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contração é mantido. Os resultados de Bogdanis e colaboradores (1998) já demonstravam que, 

durante um sprint máximo sustentado por 20 segundos, a capacidade de utilização de ATP 

advindo da glicólise anaeróbia reduz em ~35% após o 10º segundo da tarefa, em 

contrapartida, observaram um aumento estimado da contribuição do metabolismo aeróbico da 

ordem de ~27% (237).  

No presente estudo foram aplicados 14 ciclos de 20 segundos de nado forçado com 

carga adicional e 10 segundos de repouso entre estes, sendo portanto esperado um aumento 

progressivo da contribuição do metabolismo aeróbico ao longo da tarefa, visando a 

sustentação da mesma. Desta forma, os elevados valores de atividade da enzima CS nos 

grupos submetidos a exercício de alta intensidade se justificam pela grande demanda 

metabólica, somada à incapacidade das vias de ressíntese de ATP por meio anaeróbico se 

manter por longos períodos de tempo. De modo especial, a atividade da CS significativamente 

maior no grupo AII em relação ao BIC imediatamente após o protocolo de exercício 

corrobora com evidências prévias de que o exercício de alta intensidade intervalado tem 

considerável dependência do metabolismo oxidativo, especialmente com ciclos de atividade 

iguais ou superiores a 20 segundos (233,237). 

A maior atividade da enzima CS em relação à condição controle foi sustentada por um 

período de tempo superior nos grupos de alta intensidade (AIC e AII), de modo especial, no 

grupo AII está se manteve significativamente superior até o a medida de 24h após o exercício, 

o que pode indicar um aumento da densidade mitocondrial, hipótese plausível quando se 

considera o perfil de expressão de genes envolvidos na dinâmica mitocondrial, conforme será 

discutido adiante. 

A medida de TBARS, usado no presente estudo como um indicador de peroxidação 

lipídica, mostrou que os protocolos de alta intensidade induziram maior estresse oxidativo 

quando comparados ao grupo BIC, estado que se manteve até 24h e 6h pós o exercício nos 

grupos AIC e AII, respectivamente. Apesar da maior intensidade imposta no grupo AII, a 

medida de TBARS apresentou uma redução progressiva ao longo do tempo de modo similar 

ao grupo BIC, diferentemente do grupo AIC, que apresentou um declínio somente entre as 

medidas de 12 e 24h, não havendo retorno às condições do grupo controle até as 24h 

estudadas. Estes resultados chamam atenção para capacidade dos exercícios de alta 

intensidade em induzir estresse oxidativo em maior magnitude, ao passo que a inserção de 

intervalos durante sua execução pode minimizar este efeito ao longo das horas subsequentes à 

execução do exercício, o que pode proporcionar estímulo suficiente para iniciar a expressão 

de genes relacionados com a adaptação celular ao exercício, mas também um ambiente 
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adequado para que as informações contidas nestes genes sejam devidamente lidos em nível 

ribossomial, culminando na efetiva síntese das proteínas alvo (238,239). 

Apesar de um ambiente pro-oxidante ser importante para o bom funcionamento do 

retículo endoplasmático (RE), a manutenção de um elevado estado pro-oxidante em nível 

celular pode comprometer a adequada síntese de proteína, o que parece envolver a 

homeostase do íon cálcio, tanto em nível de RE, quanto em nível endoplasmático (239). 

Adicionalmente, uma grande carga de proteínas no RE aumenta a probabilidade do acúmulo 

de proteínas com erros no processo de dobramento (240), o que inicia o que é denominado 

unfolded protein response (UPR), processo que culmina, por ao menos três vias, dentre as 

quais está a atenuação da taxa de tradução, visando reduzir a entrada de proteínas no RE. 

Desta forma, a manutenção do estado altamente oxidante nos músculos dos animais 

submetidos ao protocolo AIC pode ter prejudicado a adaptação aguda ao exercício, limitando 

a tradução e então, efetiva síntese de proteínas citoprotetoras e envolvidas na dinâmica 

mitocondrial. 

No que tange o controle do estresse oxidativo causado pelo H2O2, as enzimas CAT e 

GPx são relevantes, visto que são peroxidases com propriedades enzimáticas complementares 

(241–243). Enquanto a enzima catalase apresenta uma cinética excelente em ambientes com 

altas concentrações de H2O2, a GPx apresenta característica oposta. Desta forma, apesar de 

ambas reduzirem H2O2 em diferentes concentrações, a catalase parece ser importante para 

condições que induzem elevações consideráveis de H2O2 intracelular, como durante o 

exercício, enquanto a GPx parece ser importante em condições basais, o que representa a 

maior parte do tempo, dada a incapacidade de manutenção da execução de exercício físico por 

períodos muito longos de tempo, especialmente os exercícios de alta intensidade (243). 

No presente estudo foi observado que a atividade das enzimas catalase e GPx se 

mantiveram superiores à condição controle ao longo das 24h após o exercício em todos os 

grupos, mas é interessante notar que a atividade da enzima catalase se encontra alta 

imediatamente após o exercício e se mantém assim ao longo das 24h nos grupos AIC e AII, 

enquanto o grupo BIC apresenta atividade significativamente maior em 12 e 24h quando 

comparado a 0h e 6h, caracterizando um segundo aumento da atividade da referida enzima. 

Este segundo aumento pode representar uma adaptação ao exercício, possivelmente um 

aumento da síntese da enzima catalase. 

Anderson & Neufer (2006) demonstraram que as fibras musculares do tipo II, as quais 

são predominantes no músculo gastrocnêmio, possuem propriedades que potencializam a 

produção de H2O2 intracelular (244). Considerando que o recrutamento de fibras musculares 
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do tipo II é diretamente proporcional à intensidade do exercício, as maiores medidas de 

TBARS observadas nos grupos de alta intensidade (AIC e AII) podem refletir esta 

característica. No mesmo sentido, as medidas de atividade da catalase mantida alta ao longo 

de todo o período de análise após o exercício (i.e., 24h) podem estar relacionadas a este fato, 

não obstante, as medidas mais tardias, de 12 e 24h, também podem indicar uma adaptação 

aguda, da mesma forma que observado no grupo BIC. 

Curiosamente, a atividade da enzima GPx apresentou um comportamento crescente ao 

longo das 24h de acompanhamento após o exercício, o que foi perceptível em todos os 

grupos. No entanto, apesar da maior intensidade durante sua execução, o protocolo AII parece 

ter induzido adaptações de maior magnitude no que tange a atividade da GPx, de modo que, 

os valores significativamente mais altos em 24h podem indicar já uma adaptação aguda por 

aumento da síntese desta enzima, o que conferiria maior citoproteção contra estresse oxidativo 

em condições basais ou em exercícios de baixa intensidade e não apenas em condições de 

exercício de alta intensidade. 

 

Expressão gênica 

A intensidade, a duração e a forma de execução (i.e., contínua ou intervalada) podem 

influenciar diretamente na disponibilidade de ATP, bem como na quantidade de ROS nos 

músculos exercitados (13) uma vez que diferentes tipos de exercício diferem em seus 

respectivos requisitos de energia, níveis de consumo de oxigênio e tensões mecânicas 

impostas aos tecidos (210,243,245). Exercícios de alta intensidade demandam maior gasto 

energético, por essa razão, maior consumo de ATP e produção de ROS (13), o que pode 

potencializar as respostas imediatas ao exercício, ao passo que, podem gerar uma maior 

magnitude de dano molecular decorrente das ROS, o que retardaria a consolidação das 

respostas adaptativas. 

Nossos dados suportam a ideia de que uma sessão aguda de exercício foi capaz de 

aumentar a expressão de genes de fatores transcricionais envolvidos na biogênese 

mitocondrial, como o gene Ppargc1a, que codifica a proteína PGC1-α, e o gene Nrf2l2, que  

codifica a proteína Nrf-2, este último também envolvido na resposta antioxidante 

(63,217,246,247). Conforme observado e previamente discutido, o exercício agudo promoveu 

mudança temporárias no equilíbrio redox em direção a um estado mais oxidado através da 

produção de ROS e aumento de TBARS (Figura 5) (243,248). Ainda que os mecanismos 

moleculares envolvidos na interação entre PGC-1α e Nrf2 não tenham sido completamente 

elucidados, especula-se que a via de um desses dois fatores de transcrição possa ser 
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influenciada pela outra, provavelmente porque ambas são mediadas pela produção de ROS 

(8,15,249–253). 

A biogênese mitocondrial é regulada principalmente pelo PGC1-α (67,254), desta 

forma, o aumento da expressão do gene Ppargc1a sugere uma tentativa em aumentar a 

densidade mitocondrial, e assim, a homeostase energética das células musculares. No presente 

a estudo a expressão do gene Ppargc1a foi significativamente maior imediatamente e 6h após 

o exercício no grupo AIC, mas não nos grupos BIC e AII, que apresentaram aumentos 

significativos nas medidas de 6h, 12h e 24h após o exercício. 

O pico na expressão do gene Ppargc1a observado imediatamente e 6h após o 

exercício no grupo AIC pode estar relacionado a um maior estresse oxidativo associado a este 

protocolo, que aplicou uma alta intensidade mantida por um período de 15 minutos, o que 

pode ser relacionado às medidas de TBARS significativamente altas até 6h após o exercício. 

Além disso, em células musculares esqueléticas, o aumento da Ca++ intracelular causado pela 

contração muscular leva à ativação do complexo cálcio/calmodulina e à ativação de CREB 

para promover a transcrição do gene da proteína PGC-1α. Considerando que, sob condições 

de estresse oxidativo observa-se perda da homeostase do Ca++ em nível de retículo 

sarcoplasmático, caracterizado por aumento da liberação e redução da recaptação deste íon 

(255), pode-se sugerir que o perfil de alta intensidade mantida sem intervalos por 15 minutos 

do protocolo AIC induziu a maior estresse oxidativo com consequente perda da homeostase 

do íon Ca++, potencializando o estímulo para a expressão do gene Ppargc1a imediatamente 

após o exercício e de forma significativamente maior que os demais grupos. 

Exercícios de baixa intensidade e longa duração são reconhecidos como excelentes 

modelos de treinamento para aumento da resistência aeróbica, o que perfaz adaptações em 

nível muscular esquelético, além das adaptações cardiorrespiratórias (2,191,256). Desta 

forma, uma resposta direcionada à biogênese mitocondrial seria esperada no protocolo BIC, o 

que se confirmou pelo aumento da expressão do gene Ppargc1a 6h após o exercício, se 

mantendo elevado até as 24h após o exercício. Este mesmo comportamento foi observado no 

AII chamando a atenção, visto que são os protocolos de exercício com maior discrepância 

entre si, no entanto, protocolos de alta intensidade intervalados tem se mostrado eficientes em 

induzir adaptações mitocondriais (13,250,257). 

Nossos resultados apoiam a ideia de que protocolos de alta intensidade intervalados 

promovam maior fosforilação de AMPK quando comparada com exercícios contínuos 

(251,258–260) e sabe-se que tanto AMPK, quanto MAPK e ROS são importantes 

mensageiros celulares da ativação de Ppargc1a (221,248). Alguns estudos também 
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demonstraram que o lactato regula positivamente a expressão e o conteúdo de Ppargc1a 

(261,262). Somado a isso, nossos dados ainda suportam a ideia de que por se tratar de um 

exercício intervalado, entre os sprints ocorra mudança na predominância das vias metabólicas, 

com ativação de vias oxidativas e maior ressíntese de ATP à medida que a tarefa se prolonga 

(263). De maneira semelhante, o grupo submetido ao treinamento de baixa intensidade 

também apresentou expressão tardia, isso pode relacionar-se com a menor requisição de ATP 

ou capacidade de ressíntese de ATP durante o exercício e, consequentemente menor acúmulo 

de metabólitos intermediários de baixo potencial energético (e.g., AMP) que possuem papéis 

regulatórios (264).  

Reconhecidamente, as alterações na atividade transcricional do Ppargc1a induz as 

respostas fisiológicas que preparam a célula para atender às demandas energéticas do 

organismo, incluindo o aumento da biogênese mitocondrial, melhor utilização de substrato e 

respiração celular (60,63,265,266). A expressão do Ppargc1a e a atividade da citrato sintase 

são utilizados como biomarcadores celulares para avaliar a adaptação oxidativa, bem como 

para a biogênese e densidade mitocondrial no musculo esquelético (267). Os resultados deste 

estudo somam-se a essas evidências científicas, visto que foi observado medidas de atividade 

da enzima citrato sintase significativamente maiores em relação à condição controle apenas 

no grupo AII, o que foi estatisticamente igual ao grupo BIC, mas superior ao grupo AIC. 

É importante frisar que aumentos na expressão gênica não garantem o efetivo aumento 

da síntese da proteína que este codifica, visto que condições de acúmulo de proteínas no RE e 

grande estresse oxidativo podem inibir a tradução em nível dos ribossomos (239,240), 

conforme já discutido anteriormente. Este mecanismo pode ajudar a justificar a ausência de 

aumento da atividade da CS na medida de 24h após o exercício nos animais do grupo AIC, o 

que pode ser reforçado pelos resultados da expressão dos demais genes relacionados à 

dinâmica mitocondrial. 

O grupo AIC apresentou um comportamento similar na expressão dos genes Mfn2 e 

Ppargc1a, com um pico imediatamente após o exercício. Diferentemente da expressão do 

Ppargc1a, a expressão do gene Mfn2 demonstrou um comportamento divergente entre os 

grupos BIC e AII, sendo um aumento significativo no grupo AII imediatamente e 6h após o 

exercício, se mantendo em valores acima da condição controle, enquanto o grupo BIC 

apresentou uma tendência de aumento da expressão deste gene ao longo dos momentos 

estudados após o exercício. Adicionalmente, em 6h, a expressão do gene Mfn2 foi 

significativamente maior no grupo AII, quando comparado ao BIC, que neste momento 

apresentava valores médios indicativos de repressão da expressão deste gene.  
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De fato, o evento de fusão mitocondrial leva ao aumento da rede mitocondrial, o qual 

está associado a condições de adaptação às demandas energéticas celulares e, por esta razão, 

considerado uma resposta adaptativa positiva. Os resultados da expressão de Mfn2, 

juntamente com os da expressão da Ppargc1a indicam que o protocolo AII parece induzir 

uma resposta mais efetiva no sentido de aumento da quantidade e qualidade mitocondrial, o 

que é corroborado pela maior atividade da enzima CS na medida de 24h. 

No sentido oposto à fusão mitocondrial, os eventos de fragmentação (fissão) 

mitocondrial e autofagia (mitofagia) são inter-relacionados e descritos na literatura como 

eventos protetores à célula, por eliminar mitocôndrias disfuncionais (50,51). Os genes Dnm1L 

e Park2 codificam a síntese das proteínas Drp1 e Parkina, as quais estão diretamente 

relacionados com eventos de fissão e mitofagia respectivamente. Neste contexto, o protocolo 

AII foi o único que induziu repressão dos genes Dnm1l e Park2 ao longo das 24h após o 

exercício. O protocolo AII foi o de maior intensidade dentre os estudados, o que tenderia a 

desencadear maior demanda energética, desta forma, seria esperado que ocorresse repressão 

da expressão destes genes (268). Curiosamente, maior sobrecarga e dano mitocondrial seriam 

esperados em condições de exercício de alta intensidade, o que ativaria vias do aumento da 

expressão dos referidos genes, no entanto, a menor duração do protocolo e o fato de ser 

realizado de forma intervalada podem ter protegido contra danos mitocondriais excessivos. 

De fato, o grupo AIC apresentou aumento significativo da expressão do gene Dnm1l em 6 e 

12h após a realização do protocolo de exercício, confirmando que a forma de execução do 

exercício de alta intensidade por interferir diretamente no direcionamento da dinâmica 

mitocondrial. 

O óxido nítrico é uma espécie reativa de nitrogênio com reconhecida influência sobre 

o tecido muscular esquelético, sendo esta influência direta e indireta (269,270), induzindo 

adaptações vasculares devido ao seu potencial vasodilatador. O gene Nos2 codifica a isoforma 

indutível da enzima iNOS, a qual tem sua expressão aumentada em condições inflamatórias. 

Curiosamente, o grupo AII apresentou aumento significativo da expressão desta enzima 6h 

após o exercício, com repressão de sua expressão em 12h. Estes resultados não estão claros, 

mas podem indicar uma resposta inicial direcionada ao aumento do fluxo sanguíneo local, 

melhora no transporte de glicose (270) ou mesmo auxiliar nas adaptações mitocondriais, visto 

que o óxido nítrico pode favorecer a expressão do gene Ppargc1a de maneira dependente da 

sinalização por CREB, ou seja, direcionados a atender à grande demanda energética 

subsequente ao protocolo AII. O grupo AIC apresentou pico de expressão imediatamente após 

o exercício, o que pode estar relacionado ao grande estresse metabólico e oxidativo induzido 
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por este protocolo de exercício, que aplicou alta intensidade por um período mais prolongado 

e de forma contínua. 

Os últimos 2 genes analisados neste estudo, Nfe2l2 e Gpx1, estão relacionados à 

defesa antioxidante.  O aumento da expressão do gene GPx1 ocorrido no grupo AII parece 

estar diretamente relacionado ao aumento da expressão do gene Nfe2l2, que codifica o fator 

de transcrição Nrf2, o qual regula a expressão de genes de mais de 200 proteínas 

citoprotetoras, especialmente enzimas antioxidantes, dentre as quais se encontra a GPx (157). 

O gene Nfe2l2 tem dupla importância para a interpretação dos resultados deste estudo, 

pois é capaz de influenciar tanto a defesa antioxidante, quanto a dinâmica mitocondrial 

(247,271,272). A este respeito, o grupo AIC apresentou aumento significativo da expressão 

do gene Nfe2l2 imediatamente após o exercício, o que pode estar diretamente relacionado à 

magnitude de estresse oxidativo acumulado por esta modalidade de treino. Apesar de opostos 

em relação à intensidade e duração, os grupos BIC e AII apresentaram um comportamento 

similar na expressão do gene Nfe2l2, que se caracterizou por um aumento significativo em 

24h após o exercício, sendo este significativamente maior nos grupos de alta intensidade, 

quando comparado ao de baixa intensidade. 

Sabe-se que eventos pós-transcricionais podem interferir diretamente na adaptação 

celular após o exercício, como é o caso do PGC-1α, que é amplamente regulada por 

mecanismos pós-transcricionais, a citar a síntese proteica e translocação nuclear de PGC-1α. 

Embora a análise destes eventos não tenham sido realizadas no presente trabalho, cabe 

ressaltar que os estímulos transitórios e repetidos de mRNA precedem o aumento das 

proteínas transcricionais e mitocondriais durante o treinamento no músculo esquelético 

humano (217) e também que o estímulo do exercício físico não se limita a induzir a expressão 

da proteína PGC-1α, mas também sua translocação para os compartimentos específicos 

estimulando a transcrição dos genes mitocondriais e nucleares, bem como a replicação do 

DNA mitocondrial (273). Este contexto se aplica a diversas proteínas codificadas pelos genes 

aqui estudados. 

Em conjunto estes resultados permitem afirmar que a sinalização molecular induzida 

pelo protocolo BIC e AII deste estudo podem proporcionar condições favoráveis a adaptações 

mais eficientes no que tange a defesa antioxidante e a dinâmica mitocondrial, visto que a 

intensidade, a duração e a forma de execução (i.e., contínua ou intervalada) podem influenciar 

diretamente na disponibilidade de ATP, bem como na quantidade de ROS nos músculos 

exercitados (13). Desta forma, exercícios de alta intensidade demandam maior gasto 

energético, por essa razão, maior consumo de ATP e produção de ROS (13), o que pode 
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potencializar as respostas imediatas ao exercício, ao passo que, podem gerar uma maior 

magnitude de dano molecular decorrente das ROS, o que retardaria a consolidação das 

adaptações induzidas pelo exercício.  

Dentro deste contexto, o uso de intervalos durante a execução de exercícios de alta 

intensidade poderia proporcionar condições adequadas para minimizar os sinais de dano 

oxidativo, especialmente em nível mitocondrial, visto que houve repressão da expressão de 

genes relacionados a fissão e mitofagia após o protocolo AII, além de potencializar a 

sinalização para vias de biogênese e fusão mitocondrial, que em conjunto ajudam a manter a 

rede mitocondrial. 

 

Limitações do estudo 

O presente estudo limitou-se a analisar a expressão gênica dos genes relacionados com 

a dinâmica mitocondrial e balanço redox, contudo sabe-se que mesmo sessões agudas de 

treino são capazes de aumentar a síntese de algumas proteínas destas vias regulatórias, mas a 

realização destas análises não foram realizadas. 
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