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RESUMO

Os peixes compõem o grupo de vertebrados de maior diversidade, e possuem como principal
característica o hábitat aquático, com respiração primária através das brânquias, e ectotermia.
A família Potamotrygonidae é um exemplo de peixes cartilaginosos que engloba as arraias de
água doce habitantes de América do Sul. Por serem restritas à vida dulcícola, possuem
particularidades anatomofisiológicas que as diferenciam dos demais elasmobrânquios.
Potamotrygon é o gênero mais diverso, e embora não sejam peixes agressivos, as arraias
deste gênero possuem um ferrão retro-serrilhado coberto por um epitélio glandular produtor
de peçonha. Visando a segurança de demais peixes que compartilham o aquário, e do
responsável pelo manejo, este trabalho objetivou relatar o protocolo anestésico para ressecção
do ferrão de seis arraias do gênero Potamotrygon. Foram encaminhadas para o Hospital
Veterinário da Universidade Federal de Uberlândia (HVET-UFU) seis exemplares de arraia,
sendo três da espécie Potamotrygon falkneri e três Potamotrygon leopoldi para remoção
cirúrgica de ferrão. O protocolo anestésico foi composto por metadona indução anestésica
com propofol nos espiráculos, e bloqueio local com lidocaína sem vasoconstritor. A
monitorização trans-anestésica foi realizada quanto à temperatura da água, frequência
respiratória, e a frequência cardíaca dos animais. Todos os animais apresentaram recuperação
anestésica em até cinco minutos, e não foram registradas intercorrências. Embora a
anestesiologia de peixes elasmobrânquios ainda seja uma área incerta devido à escassez de
modelos experimentais, o protocolo empregado apresentou resultados satisfatórios para
promover relaxamento, analgesia e rápida recuperação.

Palavras-chave: anestesiologia, arraias, peixes



USE OF PROPOFOL ASSOCIATEDWITH METADONE AND LOCAL
BLOCKADEWITH LIDOCAINE IN SIX EXAMPLES OF Potamotrygon

sp.

ABSTRACT

Fish make up the group of vertebrates with the greatest diversity, and their main characteristic
is their aquatic habitat, with primary respiration through gills and ectothermy. The
Potamotrygonidae family is an example of cartilaginous fish that includes freshwater rays
belonging to South America. As they are restricted to fresh life, they have
anatomophysiological particularities that differentiate them from other elasmobranchs.
Potamotrygon is the most diverse genus, and although they are not aggressive fish, stingrays
of this genus have a retro-serrated sting covered by a venom-producing glandular epithelium.
Aiming at the safety of many fish that are protected, and of those responsible for
management, this work aims to report the anesthetic protocol for resection from six stingrays
of the genus Potamotrygon. Six specimens of stingray were sent to the Veterinary Hospital of
the Federal University of Uberlândia (HVET-UFU), three of the species Potamotrygon
falkneri and three Potamotrygon leopoldi for surgical removal of sting. The anesthetic
protocol consisted of methadone induction of anesthesia with propofol in the spiracles, and
local blockade with lidocaine without vasoconstrictor. Trans-anesthetic monitoring was
performed regarding water temperature, respiratory rate, and heart rate of the animals. All
animals were recovered under anesthesia within five minutes, and no complications were
recorded. Although the anesthesiology of elasmobranch fish is still an uncertain area due to
the scarcity of experimental models, the launched protocol presented satisfatory results for
promoting relaxation, analgesia and rapid recovery.

Keywords: anesthesiology, fish, stingrays



1. INTRODUÇÃO

Os peixes compõem o grupo de vertebrados de maior diversidade, com relatos de

ultrapassam 31 mil espécies diferentes. São animais aquáticos, com respiração primária

através das brânquias e são ectotérmicos. Atualmente, existem cinco classes de peixes

filogeneticamente diferentes, divididas em três grupos. As duas classes mais primitivas são a

classe Myxini e Petromyzontida, pertencentes aos peixes sem mandíbula, seguidas da classe

Chondrichthyes, também conhecida como peixes cartilaginosos, e as classes Sarcopterygii e

Actinopterygii, que são pertencentes ao grupo de peixes ósseos (1).

Os peixes cartilaginosos possuem aproximadamente 60 famílias, 185 gêneros e mais

de mil espécies catalogadas (2). São definidos por possuírem um esqueleto cartilaginoso, com

presença de clásper ou mixopterígeos, superfície corporal coberta por dentículos

dermoepidérmicos e presença de dentes na cavidade oral, que podem estar fundidos em uma

placa (3).

A classe Chondrichthyes é composta pelos peixes Elasmobranchii, que compreende

os tubarões e as arraias, e os peixes Holocephali, conhecidos como quimeras. Os

elasmobrânquios possuem baixa taxa de crescimento e fecundidade, período gestacional

longo, maturidade sexual tardia e longevidade alta, quando comparados aos peixes ósseos (4).

A família Potamotrygonidae, situada na ordem Myliobatiformes, engloba as arraias de

água doce que habitam a América do Sul (5). Por serem restritas à vida dulcícola, possuem

particularidades anatomofisiológicas que as diferem dos demais elasmobrânquios, como por

exemplo, a incapacidade de reter ureia, ausência da excreção de sal pela glândula retal, além

da presença de ampola de Lorenzini modificada (6). Atualmente, existem quatro gêneros

pertencentes à esta família, sendo eles: Potamotrygon, Paratrygon, Plesiotrygon e

Heliotrygon (6).

Potamotrygon é o gênero mais diverso de arraias dulcícolas, com estimativa de cerca

de 35 espécies. Ele tem ocorrência em todo o Brasil, e possui predileção alimentar por

pequenos invertebrados e peixes ósseos (7). Atualmente, sua comercialização e captura para

fins de criação comercial é regulamentada pela Instrução Normativa do Ministério da Pesca e

da Aquicultura nº 19, de 19 de novembro de 2013, e o interesse pela criação ornamental tem

sido difundida entre os aquaristas nos últimos anos (8).



Embora não sejam peixes agressivos, as arraias do gênero Potamotrygon possuem um

ferrão retro-serrilhado coberto por um epitélio glandular produtor de peçonha. Quando

ocorrem acidentes com humanos, a sintomatologia apresentada se dá por processos

inflamatórios podendo progredir até a necrose e úlceras (9). Visando a segurança de demais

peixes que compartilham o aquário, e do responsável pelo manejo, o objetivo do presente

trabalho é relatar o protocolo anestésico com propofol associado à metadona e bloqueio local

com lidocaína 2% para ressecção do ferrão de seis arraias do gênero Potamotrygon mantidas

de forma ornamental.

2. REVISÃO BIBLIOGRÁFICA

2.1. Sistema circulatório de peixes

O coração dos peixes é considerado tetracavitário por Roberts (10) e Matti (11),

embora composto por câmaras não análogas ao funcionamento das câmaras cardíacas de

mamíferos devido à particularidade de circulação unidirecional, enquanto Densmore (12)

considera bicavitário, com duas estruturas anexas. É envolto por um pericárdio rígido, com

grande quantidade de fluido pericárdico. O lúmen da câmara pericárdica possui comunicação

com a cavidade celomática através de um canal pericárdio-celomático, embora o mesmo

permaneça fechado ao menos que a pressão pericárdica exceda a da cavidade celomática (13,

14).

As câmaras cardíacas são compostas pelo seio venoso, átrio, ventrículo e cone

arterioso, nos elasmobrânquios, ou bulbo arterioso, nos teleósteos (15, 16). O seio venoso

possui uma fina parede complacente, com função de coletar o sangue para que flua até o

átrio. Nesta estrutura não há válvulas que impeçam o refluxo, e o marcapasso está localizado

nela (17, 18, 19).

O átrio recebe o sangue proveniente do seio venoso e ejeta para o ventrículo com as

válvulas sinoatriais, prevenindo refluxo e aumento de pressão durante a ejeção sanguínea (18,

19). O ventrículo é a maior e mais muscular câmara cardíaca, e recebe o sangue proveniente

do átrio. Após o ventrículo, o sangue passa pelo bulbo ou pelo cone arterioso, câmara elástica

que possui válvulas que diminuem a pressão gerada pelo ventrículo, a fim de evitar danos à

vascularização branquial. O cone arterioso possui contratilidade e até sete válvulas, enquanto

o bulbo possui apenas um par de válvulas na saída do ventrículo e não contraí. O sangue sai

do coração pela aorta ventral, que direciona o sangue para as brânquias (Figura 1) (20).



Figura 1 - Ilustração representando o coração e suas câmaras em peixes teleósteos (A) e em peixes
elasmobrânquios (B) (Retirado e traduzido de Randall, 1968).

2.2. Sistema respiratório de peixes

A cavidade oral de peixes é dividida em orobranquial e parabranquial. Nas espécies

que apresentam bombeamento bucofaríngeo, esse bombeamento leva água oxigenada pela

boca ou pelos espiráculos até as brânquias (14).

As brânquias compõem o principal órgão do sistema respiratório na maioria das

espécies, e podem ser protegidas por opérculos (21). É o local onde ocorrem as trocas

gasosas, e são vitais para excreção de nitrogênio, equilíbrio ácido básico e controle osmótico.

São ordenadas em múltiplos arcos branquiais ósseos ou cartilaginosos, e normalmente se

localizam de forma bilateral na faringe. Cranialmente, são modificadas em rastros branquiais,

ou hemi-ramos, que possuem a função de separar as partículas de alimento da água à medida

que ela flui para as brânquias (22). Em algumas espécies, a fenda branquial cranial é

modificada em espiráculos que são bem desenvolvidos na superfície dorsal de arraias (23).

Caudalmente, filamentos branquiais são projetados a partir dos arcos branquiais e cada

filamento possui lamelas secundárias. As lamelas secundárias, por sua vez, são compostas

por duas camadas de células epiteliais que circundam o espaço vascular, e este arranjo

proporciona um mecanismo contracorrente de troca gasosa extremamente eficaz. Este

mecanismo se mostra necessário devido à menor concentração de oxigênio encontrada na

água, quando comparada à concentração no ar (24). Entretanto, deve-se considerar essa

particularidade ao realizar a oxigenação da água, uma vez que uma elevada saturação de

oxigênio pode ser prejudicial aos peixes. Desta forma, deve-se tomar cuidado ao utilizar

oxigênio 100% na água (25).



Para que as funções respiratórias e excretoras sejam mantidas, a água deve respeitar

um fluxo unidirecional, entrando pela boca, ou pelo espiráculo, seguindo para as brânquias e

saindo caudalmente pelas aberturas branquiais ou fendas operculares (21). Durante uma

ventilação ou reanimação, este fluxo deve ser respeitado para evitar danos nas brânquias (26),

sendo assim, a água deve ser direcionada com auxílio de bomba ou de seringa apenas pelo

espiráculo ou pela boca, e não através das aberturas das brânquias. O movimento do assoalho

faríngeo juntamente com o fechamento da boca e do opérculo, permite que o fluxo de água

realize seu trajeto. A frequência respiratória pode ser aferida através da contagem de

movimentos de abertura do opérculo (22, 24).

2.3. Dor em peixes

Segundo a Associação Internacional para o Estudo da Dor (IASP), a dor é

conceitualizada como “uma experiência sensitiva e emocional desagradável associada, ou

semelhante àquela associada, a uma lesão tecidual real ou potencial” (27). Ao extrapolar este

conceito para os animais, especialmente peixes, é necessário compreender os mecanismos

nociceptivos e particularidades comportamentais envolvidas.

Os nociceptores foram inicialmente caracterizados em peixes ósseos, e são

fisiologicamente idênticos aos de mamíferos, com resposta frente ao calor extremo, pressão

mecânica e produtos químicos nocivos (28, 20). Entretanto, os nociceptores ainda não foram

encontrados em peixes elasmobrânquios. A condução do estímulo doloroso da periferia para

o cérebro ocorre principalmente pelo trato espinotalâmico e o trato trigêmeo (30, 31, 32).

Foi sugerido que as respostas à nocicepção em peixes são reflexivas e não ascendem

além da medula espinhal ou do rombencéfalo para envolver áreas superiores do cérebro (33).

Entretanto, estudos recentes refutaram tal ideia, após observarem atividade elétrica no

prosencéfalo e no mesencéfalo sob estímulo nocivo em Oncorhynchus mykiss, Carassius

auratus e Salmo salar. Além disso, a atividade elétrica foi diferente de acordo com o grau de

estímulo, sendo eles, toque, estímulo nocivo ou potencialmente doloroso (34, 35).

Além disso, foram identificados receptores opioides e substâncias similares à

encefalina, com distribuição semelhante a dos vertebrados superiores, presentes no sistema

nervoso dos peixes (36, 37). Estudos indicam que esses animais possuem receptores opioides

µ e K, mas ainda não é elucidado a sua distribuição e suas variações de acordo com a espécie,

principalmente em peixes elasmobrânquios (38, 39, 40).



Um importante fator que representa componente aversivo à experiência sensorial são

as mudanças comportamentais. Em um estudo realizado por Ehrensing (41) foi evidenciado

que peixes dourados aprenderam a evitar choque elétrico, mas esse comportamento não

ocorria quando recebiam analgesia com morfina. Em outra pesquisa, observaram mudança

comportamental em truta arco-íris, carpa comum e peixe zebra que persistiram por seis horas

após estímulo nocivo, o que mostra que a percepção dolorosa não foi apenas reflexo (42, 43,

44).

2.4. Anestesia em peixes

Peixes são animais predominantemente ectotérmicos, com exceção de algumas

espécies da subordem Scombroidei, logo, a temperatura corporal e o metabolismo dependem

da temperatura ambiental. Isso deve ser considerado no contexto anestésico, pois a ação e a

metabolização das medicações podem não ser satisfatórias caso a temperatura esteja abaixo

da zona de temperatura ótima para a espécie, que garante as melhores condições para que o

metabolismo fisiológico do animal funcione normalmente, auxiliando inclusive em uma

melhor recuperação pós-anestésica (45).

A anestesia por imersão, que consiste na diluição do agente anestésico na água, é um

método comumente utilizado em peixes, análogo à anestesia inalatória em mamíferos. Neste

caso, é recomendado ter mais de um recipiente, com concentrações diferentes de fármacos,

para conseguir alterar o plano anestésico do paciente (ver tabela 1) (46).

Quadro 1 - Parâmetros e variáveis avaliadas durante a anestesia de tilápias com anestesia por

imersão com Eugenol e seus planos anestésicos.

Plano Descrição Aparência Nado Sensação tátil Equilíbrio Respiração

0 Normal Normal Normal Normal Normal Normal

1 Sedação Normal Reduzido Reduzido Normal Normal

2 Estágio
excitatório

Excitado Aumentado Normal ou
aumentado

Dificuldade Irregular ou
aumentado

3 Levemente
anestesiado

Anestesiado Ausente Reação a estímulos
externos

Perdido Normal ou
reduzida

4 Profundament
e anestesiado

Anestesiado Ausente Ausente Perdido Normal

Tabela adaptada de Obirikorang, K. A. et al. (2020).



A anestesia injetável, por sua vez, é útil em peixes de maior porte, quando a anestesia

por imersão não for viável devido ao volume necessário. Para procedimentos mais longos, é

possível inclusive associar as duas técnicas, diminuindo as doses necessárias de cada agente,

empregando os princípios de anestesia balanceada (47). Brown (48) sugeriu planos

anestésicos em peixes, descritos na tabela 2.

Quadro 2 - Estágios e planos de anestesia em peixes.

Estágio Plan
o

Categoria Resposta comportamental

Nado Reação a
estímulo

visual e tátil

Mudanças
posturais

Tônus
muscular

FR

0 Normal P P P P Normal

I

1 Sedação leve P Levemente
diminuída

P P Normal

2 Sedação
profunda

A Diminuída P Levement
e

diminuído

Bradipneia leve

II
1 Narcose leve A Diminuída Diminuída Diminuído Taquipneia

2 Narcose
profunda

A Diminuída A Diminuído Normal

III

1 Anestesia
cirúrgica
leve

A Diminuída
em resposta
a estímulo
intenso

A Muito
diminuído

Bradipneia

2 Anestesia
cirúrgica

A A A A Bradipneia marcante

IV Colapso
medular

A A A A Apneia

Legenda: A - ausente; FR - Frequência respiratória; P - Presente. Tabela adaptada de Brown (1993).

2.5. Propofol

O propofol é um agente hipno-anestésico geral, não analgésico, frequentemente

utilizado em protocolos de anestesia total intravenosa (49). O mecanismo de ação desse

fármaco consiste na redução da atividade metabólica cerebral central, através de um efeito

agonista na via dos receptores gama-aminobutírico (GABA) (50).

O efeito do propofol é caracterizado por uma rápida indução, com pouco efeito

cumulativo, ausência de excitabilidade na indução, manutenção e recuperação anestésica



(51). Sua associação a fármacos analgésicos é necessária durante procedimentos que causem

estímulo doloroso, o que também é benéfico devido à redução na dose total dos fármacos,

caracterizando uma anestesia multimodal (52).

Em peixes, o propofol pode ser utilizado diluído na água de imersão, com doses de

2,5-10 mg/L, ou aplicado diretamente nas brânquias. A principal contraindicação da imersão

é que a solução é opaca, e pode dificultar a observação do animal na monitoração

trans-anestésica. Adicionalmente, doses altas em procedimentos longos têm sido relacionadas

a uma maior taxa de mortalidade e recuperação prolongada (53).

2.6. Metadona

A metadona é um opioide básico, lipossolúvel, agonista dos receptores µ e

antagonista dos receptores N-metil-D-aspartato (NMDA). Seu uso é indicado para o período

perioperatório em dores moderadas a severas. Em mamíferos, ela proporciona analgesia por

até quatro horas e previne hiperalgesia (54).

Crivelaro e colaboradores estudaram os efeitos fisiológicos e comportamentais da

metadona no trans-operatório de tilápias submetidas à amputação do ápice do coração. Os

autores comprovaram presença de efeitos sedativos desse fármaco, embora afirmem que mais

estudos são necessários para averiguar a eficácia analgésica (55).

2.7. Lidocaína

A lidocaína é um anestésico local, cuja ação se baseia no bloqueio reversível dos

canais de sódio, que previne a propagação do potencial de ação ao longo da fibra nervosa.

Seu período de latência é curto, e o período de ação é intermediário, com variação de acordo

com a área de aplicação (56).

Em um estudo com truta-arco-íris (Oncorhynchus mykiss), a aplicação de lidocaína

subcutânea reduziu marcadores de dor após aplicações de ácido acético (57). Em peixe zebra

(Danio rerio), a imersão em lidocaína após cirurgia reduziu de forma significativa

comportamentos relacionados à dor (58).

3. RELATO DE CASO

Foram encaminhadas para o Hospital Veterinário da Universidade Federal de

Uberlândia (HVET-UFU) seis exemplares de arraia, sendo três da espécie Potamotrygon

falkneri e três Potamotrygon leopoldi para remoção cirúrgica de ferrão. O transporte até o

hospital foi realizado em recipiente contendo a água do tanque que as mesmas habitam, além



de uma quantidade extra de água para a recuperação anestésica. Após avaliação clínica, foi

constatado que os animais estavam clinicamente saudáveis, com escore corporal ⅗, segundo a

escala de escore em arraias (59), e pesavam entre 150g e 500g, estando aptas para

procedimento.

O protocolo anestésico consistiu em medicação pré-anestésica com metadona 1 mg/kg

IM no primeiro paciente, que apresentou bradipneia e relaxamento em menos de dez minutos

após a aplicação. Devido à observação dasedação profunda, optou-se por reduzir a dose do

opioide pela metade (0,5mg/kg IM) nos demais pacientes, (Figura 2) com obtenção de bom

relaxamento muscular, redução significativa de movimentação na água e leve de reação ao

estímulo tátil, sem depressão significativa da frequência respiratória, , condizente com o

estágio I do plano anestésico segundo Brown (49).

A indução foi realizada com propofol 10mg/ml aspergido sobre os espiráculos com

auxílio de bomba de infusão na taxa de 3mg/kg em dois minutos (Figura 3). O bloqueio local

foi realizado ao redor do ferrão com lidocaína sem vasoconstritor, na dose de 4 mg/kg (Figura

4 e 5). Por ser um procedimento com duração inferior a dez minutos, optou-se por não utilizar

propofol para a manutenção anestésica.

Figura 2 - Aplicação da metadona em musculatura epaxial em indivíduo de Potamotrygon leopoldi.



Figura 3 - Indução anestésica com propofol nos espiráculos de Potamotrygon falkneri.

Figura 4 - Bloqueio local com lidocaína em cauda de Potamotrygon falkneri.

Foi possível manter os animais em uma anestesia cirúrgica leve após a indução com

propofol, sem bradipneia marcante, e sem sinais de dor associados à ressecção do ferrão,

correspondente ao estágio III de Brown (48).



Figura 5 - Bloqueio local com lidocaína em Potamotrygon leopoldi.

A anestesia e a cirurgia foram realizadas com o animal em um recipiente raso, com

água o suficiente para cobri-lo, e apenas a cauda foi mantida do lado de fora (Figura 6). Por

baixo do recipiente, foi mantido um tapete de aquecimento para manter a temperatura da

água, que foi monitorada durante todo o procedimento. O oxigênio foi fornecido através de

pedra diluidora de O2na água.

Figura 6 - Recipiente plástico raso utilizado durante o procedimento. Na imagem é possível
observar a probe de aferição da temperatura e da extremidade da bomba de
aeração de fornecimento de oxigênio diluído.



Os animais foram monitorados quanto à frequência respiratória através da observação

direta dos movimentos no opérculo, e a frequência cardíaca com auxílio de um doppler

(Figura 7, 8). Os parâmetros monitorados foram representados na Tabela 3. Foi oferecido

fluxo constante de água nos espiráculos, de forma manual, com uma seringa de 60 ml. A

ressecção dos ferrões foi realizada com bisturi nº3 e lâmina 15, com posterior

eletrocoagulação com bisturi elétrico. Os procedimentos cirúrgicos duraram de 5 a 10

minutos.

Os animais se recuperaram com tempo inferior a cinco minutos, e apenas um

indivíduo necessitou de reversor com naloxona (Paciente 1), com recuperção em dez minutos.

Após o procedimento anestésico, os peixes foram mantidos em um recipiente de recuperação

com a água do tanque de origem (Figura 9 e 10).

Figura 7 - Representação esquemática da monitoração trans-anestésica. 1-

sistema de oxigenação da água REPRESENTATIVO, foi

utilizado bomba de aeração e não cilindro de oxigênio; 2-

monitoração da temperatura; 3- circulação de água nos

espiráculos através de seringa de 60ml; 4- doppler vascular para

monitorização da frequência cardíaca; 5- mão do cirurgião, que

manteve apenas a cauda fora do recipiente; 6- recipiente com

água o suficiente para cobrir o corpo da arraia.



Quadro 3 - Parâmetros trans-anestésicos de seis indivíduos de Potamotrygon sp.

Paciente FC FR TºC água Duração total
do tempo
anestésico*

1 64 - 76 32 - 72 27º - 29º 29 minutos

2 44 - 68 46 - 76 27º - 29º 36 minutos

3 70 - 76 40 - 96 27º - 29º 15 minutos

4 40 - 48 36 - 56 27º - 29º 18 minutos

5 40 - 72 36 - 56 27º - 29º 22 minutos

6 64 - 68 36 - 70 27º - 29º 19 minutos
Legenda: Frequência cardíaca (FC), frequência respiratória (FR), temperatura da água em graus celsius (TºC
água). 1 - 3 Potamotrygon falkneri, 4 - 6 Potamotrygon leopoldi. Indivíduo 1 recebeu a dose de 1mg/kg de
metadona. * Desde a aplicação da metadona até a recuperação anestésica.

Figura 8 - Potamotrygon leopoldi anestesiado e posicionado para ressecção
cirúrgica, com probe de doppler posicionada no ventre do paciente.
Fluxo contínuo de água diretamente no espiráculo, com o auxílio de
uma seringa de 60ml.



Figura 9 - Recuperação anestésica de Potamotrygon leopoldi após a remoção do ferrão.

Figura 10 - Área de remoção do ferrão em Potamotrygon falkneri após o procedimento cirúrgico.

Todos os pacientes apresentaram boa recuperação, com nado e postura adequados, e

não foi registrada nenhuma intercorrência ou óbito. Após a alta médica, foi informado para a

equipe responsável que as arraias aceitaram bem alimentação, e mantiveram o

comportamento habitual.



4. DISCUSSÃO

No presente relato, foi optado pelo uso da metadona como opioide hipnoanalgésico,

por ser agonista µ, e estudos anteriores não terem conseguido provar a eficácia analgésica de

medicamentos kappa em peixes elasmobrânquios (59). Apesar de não terem estudos que

identificam números de receptores opioides e sua distribuição em elasmobrânquios (30), foi

extrapolado de peixes teleósteos, que os opioides µ garantiam melhor segurança e

aplicabilidade analgésica (38, 39, 40). A metadona empregada na medicação pré-anestésica

teve o objetivo de agir como uma hipnoanalgesia, para facilitar o manuseio dos pacientes e

seguridade dos veterinários, além de agir como analgesia preemptiva, reduzindo a dor

pós-operatória (54).

A dose de 0,5 mg/kg de metadona promoveu sedação leve nas arraias, sem

bradicardia, dose bem inferior à utilizada por Crivelaro et al., de 30 mg/kg. Tal discrepância

foi observada em outros estudos, como por exemplo, em Carassius auratus, 40 mg/kg de

morfina apresentou aumento do limiar térmico, que pôde ser utilizado como um componente

aversivo e estimulante de dor, quando em Cyprinus carpio, 5 mg/kg de morfina apresentou

efeitos analgésicos (38, 40). Isso evidencia a importância de determinação de doses efetivas

para diferentes espécies, corroborando a importância e a necessidade de determinar a

distribuição e quantidade dos receptores opioides de forma espécie-específica, além de

insinuar que a extrapolação de doses de medicamentos deve ser realizada com extrema

cautela.

Conforme supracitado acima, embora a dose de metadona utilizada tenha promovido

sedação leve, que permitiu a manipulação dos pacientes, não é possível afirmar que a mesma

tenha sido efetiva para fornecer analgesia. Pensando em um contexto de anestesia

multimodal, a utilização da lidocaína como bloqueio local foi importante para abranger

diferentes técnicas de controle de dor, e existem estudos prévios que demonstram a

efetividade deste medicamento em peixes (57, 58).

Durante o procedimento, foi observado que a frequência respiratória era diretamente

relacionada com o fornecimento de água pelos espiráculos, logo, episódios de bradipneia no

transcirúrgico foram relacionados à diminuição da velocidade de direcionamento da água,

uma vez que que não foram realizados repiques trans-anestésicos que justificassem

diminuição da frequência respiratória secundárias aos medicamentos. Assim que a velocidade

do fornecimento da água era regularizada, os movimentos operculares também se



regularizavam, assim como a frequência cardíaca apresentava discreta elevação, compatível

com o método de manejo de vias cardiorrespiratórias descritas por Hadfield (59). Sugere-se

que a bradipneia transitória não era secundária à dor, por ter reversibilidade apenas com o

aumento do fornecimento de água.

A recuperação anestésica em até cinco minutos representa a média descrita após

anestesias imersivas (59), entretanto, a recuperação de anestesias por via oral ou parenteral

geralmente apresenta recuperação prolongada e variável, o que não foi observado no presente

relato. Além disso, é possível inferir que não tiveram comportamentos relacionados à dor no

pós-operatório, devido ao retorno da alimentação regular e ausência de demais alterações.

5. CONCLUSÃO

Embora a anestesiologia de peixes elasmobrânquios ainda seja uma área incerta

devido à escassez de modelos experimentais e àdificuldade de extrapolar medicações entre

diferentes espécies, o protocolo empregado apresentou resultados satisfatórios para promover

relaxamento, analgesia e rápida recuperação, e servirá de modelo anestésico para futuros

estudos e também poderá ser empregado na rotina da medicina de arraias.
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