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Resumo 

  

A aquacultura é um setor em franco crescimento económico, mas que apresenta alguns 

constrangimentos como a nutrição larvar de algumas espécies nutricionalmente mais 

exigentes. A superioridade nutricional dos copépodes como alimento vivo pode viabilizar o 

cultivo destas larvas e Acartia tonsa é uma das espécies mais estudadas e com maior 

potencial. Os ovos de A. tonsa podem ser transportados e armazenados durante longos 

períodos de tempo e funcionar como produto de comercialização e exportação contudo 

existe a necessidade de assegurar a sua biossegurança. 

 

Neste âmbito, o presente trabalho teve como objetivo testar o potencial de desinfeção de 

ovos de A. tonsa através da utilização de três desinfetantes, azul de metileno, iodopovidona 

e hipoclorito de sódio, avaliando, no Ensaio 1, a viabilidade biológica dos ovos pós-

desinfeção, e, no Ensaio 2, a eficácia microbiológica da desinfeção. 

 

No Ensaio 1, foram avaliadas as taxas de eclosão após um período de incubação de 24 e 

48 horas de ovos desinfetados com 9 concentrações de cada desinfetante (azul de 

metileno: 1, 2, 5, 10, 20, 40 e 100 mg/L; iodopovidona: 2, 5, 10, 20, 40, 80 e 100 mg/L; 

hipoclorito de sódio: 5, 20, 40, 80, 100, 200, 300 mg/L) durante 6 tempos de exposição (5, 

10, 15, 20, 25 e 30 minutos). O azul de metileno e a iodopovidona mostraram ser 

desinfetantes menos prejudiciais para a viabilidade dos ovos de A. tonsa. O hipoclorito de 

sódio revelou ser o desinfetante mais nocivo para a viabilidade dos ovos dos três 

desinfetantes experimentados. A iodopovidona foi o único desinfetante que demonstrou 

aumentar a viabilidade dos ovos de A. tonsa, nomeadamente através da aplicação de 100 

mg/L durante 10 minutos de exposição 

 

No Ensaio 2, foram avaliadas as cargas bacterianas de ovos de A. tonsa desinfetados com 

os dois melhores tratamentos de cada desinfetante do Ensaio 1 (azul de metileno: 10 mg/L 

e 20 mg/L durante 30 minutos; iodopovidona: 20 mg/L durante 30 minutos e 100 mg/L 

durante 10 minutos; hipoclorito de sódio: 5 mg/L durante 30 minutos e 100 mg/L durante 

10 minutos) através da incubação dos ovos pós-desinfeção em dois meios de cultura, 

Trypticase Soy Agar (TSA) e Thiosulfate-Citrate-Bile Salts-Sucrose Agar (TCBS). A grande 

maioria das bactérias presentes nos ovos de A. tonsa são espécies não pertencentes ao 

género Vibrio. Os tratamentos mais eficazes na diminuição da carga bacteriana genérica e 

da carga bacteriana de Vibrio spp. foram 100 mg/L de iodopovidona durante 10 minutos e 

20 mg/L de hipoclorito de sódio durante 20 minutos respetivamente. 
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Como tratamento de desinfeção dos ovos de A. tonsa, é recomendável a aplicação de 100 

mg/L de iodopovidona durante 10 minutos ou a aplicação de 20 mg/L de hipoclorito de 

sódio durante 20 minutos. São necessários trabalhos complementares principalmente 

sobre a eclosão de ovos desinfetados de A. tonsa após diferentes períodos de 

armazenamento no frio. 
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Abstract 

 

Aquaculture is a sector undergoing rapid economic growth, but it has some constraints such 

as larval nutrition of some nutritionally more demanding species. The nutritional superiority 

of copepods as live food can enable larval rearing of these larvae, and Acartia tonsa is one 

of the most studied species with the greatest potential. A. tonsa eggs can be transported 

and stored for long periods and play a role as a commercial and export product, however 

there is a need to ensure their biosafety. 

 

In this context, the present work aimed to test the disinfection potential of A. tonsa eggs 

using three disinfectants, methylene blue, povidone iodine and sodium hypochlorite, 

evaluating, in Assay 1, the biological viability of the eggs after disinfection, and, in Assay 2, 

the microbiological efficacy of the disinfection. 

 

In Assay 1, egg-hatching rates were evaluated after an incubation period of 24 and 48 hours 

for eggs disinfected with 9 concentrations of each disinfectant (methylene blue: 1, 2, 5, 10, 

20, 40 and 100 mg/L; povidone-iodine: 2, 5, 10, 20, 40, 80 and 100 mg/L; sodium 

hypochlorite: 5, 20, 40, 80, 100, 200, 300 mg/L) during 6 exposure times (5, 10 , 15, 20, 25 

and 30 minutes). Methylene blue and povidone-iodine showed to be less harmful 

disinfectants on the egg viability of A. tonsa. Sodium hypochlorite was found to be the most 

harmful disinfectant on egg viability of the three disinfectants tested. Povidone iodine was 

the only disinfectant that was shown to increase the viability of A. tonsa eggs, specifically 

in the application of 100 mg/L for 10 minutes. 

 

In Assay 2, bacterial loads of A. tonsa eggs disinfected with the two best treatments of each 

disinfectant in Assay 1 were evaluated (methylene blue: 10 mg/L and 20 mg/L for 30 

minutes; povidone-iodine: 20 mg/L for 30 minutes and 100 mg/L for 10 minutes; sodium 

hypochlorite: 5 mg/L for 30 minutes and 100 mg/L for 10 minutes) by incubating the eggs  

after disinfection in two growth media, Trypticase Soy Agar (TSA ) and Thiosulfate-Citrate-

Bile Salts-Sucrose Agar (TCBS). Most bacteria present in A. tonsa eggs are non-Vibrio 

species. The most effective treatments in reducing the general bacterial load and Vibrio 

bacterial load. were 100 mg/L povidone iodine for 10 minutes and 20 mg/L sodium 

hypochlorite for 20 minutes, respectively. 

 

 

 



 

 

viii 

 

As a treatment for disinfecting A. tonsa eggs, it is recommended to apply 100 mg/L of 

povidone iodine for 10 minutes or 20 mg/L of sodium hypochlorite for 20 minutes. Further 

investigation is needed, especially on egg-hatching of A. tonsa disinfected eggs after 

different periods of cold storage. 

 

 

Keywords: Acartia tonsa, Eggs, Disinfection, Methylene blue, Povidone-iodine, Sodium 

hypochlorite 
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1.   Introdução 

 

1.1. Importância do alimento vivo em aquacultura 

 

Desde o final da Segunda Guerra Mundial que a procura de pescado aumentou 

significativamente (Little et al., 2016). De acordo com a Organização das Nações Unidas 

para Alimentação e Agricultura (FAO), o consumo de pescado per capita duplicou nos 

últimos 50 anos (FAO, 2020). Assim, o pescado tornou-se num dos recursos alimentares 

mais comercializados a nível mundial e com mais interesse da atualidade, representando 

17% da proteína animal consumida pela população humana (Ottinger et al., 2015). 

Contudo, o estado deste recurso tem vindo a deteriorar-se devido à polução dos oceanos 

e à sobre-exploração dos stocks pesqueiros (Little et al., 2016; FAO, 2020). Grande parte 

dos stocks já se encontram explorados na sua capacidade de carga máxima ou acima 

desse limite, fazendo dos stocks biologicamente sustentáveis uma realidade com um fim à 

vista (Little et al., 2016; FAO, 2020). 

A estagnação nas capturas de pescado selvagem e a crescente necessidade de 

produtos de pescado impulsionaram e ajudaram a prosperar o setor da aquacultura, um 

setor que rapidamente conquistou o seu lugar na economia mundial, sendo responsável 

pelo aumento na oferta de pescado para alimentação humana neste século (Ottinger et al., 

2015; FAO, 2020). 

 

A “Aquacultura” define-se como a produção em cativeiro de organismos aquáticos 

como peixes, moluscos, crustáceos, algas, envolvendo práticas de cultivo que têm como 

objetivo potenciar o crescimento dos organismos cultivados e maximizar a eficiência na 

produção destes (FAO, 2015). Contrapõe-se, portanto, às capturas selvagens pela 

intervenção humana direta no desenvolvimento de uma ou mais fases de vida do 

organismo, seja na alimentação seja no estabelecimento e manutenção de sistemas onde 

os cultivos decorrem (FAO, 2015). 

A este método de produção estão associados vários benefícios, tal como o  

aumento do controlo da produção alimentar, o potencial para reduzir a pressão antrópica 

sobre os recursos marinhos e os oceanos, o incremento significativo da produção de 

diferentes espécies de pescado, a capacidade para promover repovoamentos naturais 

(Troell et al., 2014). Porém, pode também ser causa de impactos ambientais negativos 

como a degradação de ecossistemas aquáticos envolventes às produções, como a 

transmissão de patologias para o meio natural ou como a introdução e disseminação de 

espécies não indígenas provenientes das aquaculturas (Troell et al., 2014). 
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O setor da aquacultura encontra-se em franco desenvolvimento, crescendo mais 

que qualquer um dos principais setores alimentares, incluindo todos os outros setores de 

criação animal (FAO, 2020). A produção global de pescado em cativeiro atingiu os 82 

milhões de toneladas em 2018, representado assim, 46% do pescado produzido (Figura 1) 

e 52% do pescado consumido mundialmente (FAO, 2020). O setor verifica-se em constante 

progresso tecnológico, sendo alvo de um grande investimento por muitos países, 

caracteriza-se pela inovação nas práticas alimentares, nos sistemas de cultivo e na 

reprodução de espécies cultivadas, gera mais de 20 milhões de postos de trabalho e 

encontra-se num próspero crescimento económico, tendo sido avaliado em 250 mil milhões 

de dólares americanos em 2018, valor superior à avaliação atribuída ao setor pesqueiro 

(Troell et al., 2014; FAO, 2020). 

Assim, a aquacultura possui o potencial para produzir mais e melhor pescado no 

futuro. 

 

 

Figura 1 - Contribuição da Aquacultura na produção global de pescado. Adaptado de 
FAO, 2020. 

 

Espera-se, portanto, que a aquacultura venha a contribuir ainda mais para o setor 

alimentar com as projeções de crescimento da população mundial assegurando as 

necessidades alimentares de milhões, com o aumento esperado no consumo de pescado 

e com a disponibilidade limitada de pescado selvagem (Little et al., 2016; Ottinger et al., 

2015).  
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Até aos anos 70 do século XX a aquacultura dependia quase exclusivamente da 

captura de pequenos juvenis do meio selvagem para engorda, uma prática insustentável e 

ultrapassada no final do século, quando muitos dos ciclos de vida começaram a ser 

fechados alcançando a domesticação completa da maioria das espécies cultivadas, sendo 

possível reproduzir e desenvolver os animais até à fase adulta em cativeiro (Lavens & 

Sorgeloos, 1996; Valenti & Moraes-Valenti, 2010). Esta procriação induzida e controlada 

de adultos reprodutores para obter novas larvas é praticada em instalações designadas de 

maternidades produzindo, nos dias de hoje, milhões de larvas de peixes, bivalves e 

crustáceos por todo o mundo (Das et al., 2012; FAO, 2020). 

O cultivo de larvas é das etapas mais delicadas em aquacultura, pois as larvas são 

muito pequenas, extremamente frágeis e ainda fisiologicamente subdesenvolvidas pelo 

que as maternidades requerem condições e técnicas particulares para a sua manutenção 

e crescimento, tais como regimes alimentares específicos e um controlo rigoroso de 

patologias (Lavens & Sorgeloos, 1996; Das et al., 2012). De salientar que o reduzido 

diâmetro bocal e o desenvolvimento incompleto tanto dos órgãos sensoriais como do 

sistema digestivo são fatores que limitam a ingestão e, acima de tudo, a digestão de 

alimento inerte por parte das larvas (Lavens & Sorgeloos, 1996; Rasdi & Qin, 2016). 

 

Por conseguinte, nas maternidades, a alimentação das larvas realiza-se através da 

administração de outros organismos de menor dimensão, também vivos e produzidos em 

cativeiro, designados por “alimento vivo” (Conceição et al., 2010; Rasdi & Qin, 2016). O 

alimento vivo é administrado aquando da transição entre a alimentação endógena e 

exógena e durante o desenvolvimento inicial do organismo variando de espécie para 

espécie (Olivotto et al., 2010; Abate et al., 2015). 

Estes organismos são seres planctónicos, ocupam níveis tróficos primários e 

secundários e integram a base de todas as teias alimentares dos ecossistemas aquáticos 

(Das et al., 2012; Dhont et al., 2013). O zooplâncton, em concreto, apresenta-se como a 

principal dieta da maioria das larvas de peixe e crustáceos no meio natural sendo, por isso, 

considerado um recurso valioso no setor da aquacultura, estritamente crucial para o 

sucesso das maternidades (Das et al., 2012; Abate et al., 2015).  

As larvas são predadoras visuais, acostumadas a capturar presas em movimento 

(Conceição et al., 2010). Como tal, o zooplâncton, ao movimentar-se pela coluna de água 

dos cultivos larvares, promove a sua deteção e estimula um comportamento predatório por 

parte das larvas que, após a captura, também o digerem com facilidade devido ao elevado 

teor em água e aos finos exosqueletos (Conceição et al., 2010; Das et al., 2012; Rasdi & 

Qin, 2016). Independentemente da fácil captura e da boa digestibilidade, o zooplâncton 

apresenta um elevado valor nutricional para as larvas contendo nutrientes essenciais para 
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o seu desenvolvimento, tais como aminoácidos, ácidos gordos, vitaminas, pigmentos, 

esteróis, proteínas, lípidos entre outros (Conceição et al., 2010; Das et al., 2012).  

 

A utilização de alimento vivo e, em particular, de zooplâncton para alimentação das 

larvas nas maternidades é, portanto, essencial e imprescindível consistindo numa dieta 

apropriada e rica em nutrientes essenciais (Dhont et al., 2013; Rasdi & Qin, 2016). 

No entanto, a nutrição larvar tornou-se no maior constrangimento para o cultivo de 

muitas espécies sobretudo marinhas (Sargent et al., 1999; Rasdi & Qin, 2016; Jayalakshmi 

& Santhanam, 2019). Uma nutrição inadequada aumenta a taxa de mortalidade larvar e o 

número de larvas com malformações (Sargent et al., 1999; Rasdi & Qin, 2016). Por isso, a 

produção de organismos zooplanctónicos mais nutritivos e adequados às necessidades 

nutricionais das larvas é extremamente relevante para fornecer larvas de qualidade 

superior ao mercado, com taxas de sobrevivência e de crescimento mais elevadas, 

contribuindo para um aumento de produtividade e redução de custos na aquacultura 

(Fleeger, 2005; Das et al., 2012; Abate et al., 2015). 

 

1.2. Espécies de alimento vivo 

 

Atualmente, as espécies de zooplâncton mais usadas como alimento vivo nas 

maternidades são os rotíferos (Brachionus spp.) e a artémia (Artemia spp.), 

principalmente no cultivo larvar de organismos marinhos (Støttrup & McEvoy, 2008; 

Ferreira, 2009; Conceição et al., 2010; Dhont et al., 2013). 

Os rotíferos, de menores dimensões (120-300 µm), são usualmente administrados 

durante os primeiros dias de alimentação exogénea das larvas, uma vez que muitas 

espécies apresentam aberturas bucais pequenas (Støttrup & McEvoy, 2008; Ferreira, 

2009; Rasdi & Qin, 2016). A artémia, mais concretamente os náuplios e metanáuplios de 

artémia, apresentam dimensões superiores (450-800 µm) e, embora possam também 

servir como primeira alimentação para algumas espécies, é mais comum serem 

administrados mais tarde às larvas, e durante o restante desenvolvimento até estas serem 

capazes de ingerir e processar dietas inertes (Støttrup & McEvoy, 2008; Ferreira, 2009; 

Rasdi & Qin, 2016). 

A vantagem da artémia prende-se com o facto de poder ser preservada em seco ou 

em salmoura durante longos períodos sob a forma de cistos recolhidos diretamente da 

natureza para posterior utilização (Lavens & Sorgeloos, 1996; Ferreira, 2009). 
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Ambas as espécies, antes de serem administradas às larvas, precisam de ser 

alimentadas com microalgas e assim enriquecidas nutricionalmente por forma a satisfazer 

muitas das necessidades nutricionais das larvas, particularmente em ácidos gordos, sendo 

este enriquecimento fundamental para muitas organismos aquáticos, nomeadamente 

peixes marinhos (Watanabe et al., 1983, Das et al., 2012; Ferreira, 2009). 

As técnicas de cultivo destes organismos zooplanctónicos já se encontram 

otimizadas, existindo protocolos estabelecidos e relativamente simples para a produção 

intensiva de rotíferos e para a descapsulação e crescimento da artémia, sendo, por isso, 

espécies muito comercializadas e de fácil obtenção (Støttrup & McEvoy, 2008; Ferreira, 

2009). Deste modo, os cultivos larvares atuais ajustaram-se, na sua maioria, à utilização 

destes organismos como alimento vivo, contribuindo para o sucesso na produção de larvas 

mais de 70 espécies de peixe e crustáceos essencialmente marinhas (Das et al., 2012).  

 

Ainda que moderadamente eficazes como alimento vivo para o desenvolvimento 

larvar, estas espécies apresentam-se como um fator limitante para as maternidades pois, 

mesmo enriquecidos, apresentam perfis nutricionais incapazes de assegurar o melhor 

desenvolvimento, potenciar a resistência a patologias e maximizar a sobrevivência de 

larvas muitas espécies marinhas de interesse (Watanabe et al., 1983; Olivotto et al., 2010; 

Rasdi & Qin, 2016). Carecem principalmente de ácidos gordos altamente insaturados 

(HUFAs) essenciais, que as larvas são incapazes de sintetizar, como o ácido 

docosahexaenóico (DHA) e o ácido eicosapentaenóico (EPA), mas, por vezes, também de 

aminoácidos, de minerais e de vitaminas, sendo insuficientes as quantidades destes 

nutrientes adquiridas através do enriquecimento em microalgas, comprometendo assim o 

cultivo de espécies com exigências mais especificas (Watanabe et al.,1983; Conceição et 

al., 2010; Olivotto et al., 2010). 

Podem também apresentar um tamanho inadequado para a sua ingestão, mesmo 

os rotíferos, no caso de algumas espécies marinhas com larvas recém-eclodidas muito 

pequenas e diâmetros bucais reduzidos (Holt, 2003; Marcus, 2005). 

A artémia tem ainda o constrangimento de ser um produto de elevado custo de 

aquisição que constitui uma relevante fatia das despesas das maternidades, e, para além 

de dispendiosa, também apresenta preços oscilantes e disponibilidade incerta visto que a 

quase totalidade dos cistos utilizados globalmente são provenientes de grandes lagoas 

salinas dos Estados Unidos da América, onde as alterações climáticas podem gerar uma 

rutura nos stocks e a inflação dos preços (Drillet et al., 2006b; Abate et al., 2015). 
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Apesar de todas estas desvantagens são, ainda assim, administrados nas 

maternidades impossibilitando o cultivo de várias espécies marinhas muito procuradas, 

ornamentais e/ou de elevado valor comercial, cujas larvas não se desenvolvem com 

administração de rotíferos nem artémia (Morehead et al., 2005; Rasdi & Qin, 2016). Por 

isso, é de extrema importância a produção de alimento vivo mais adequado e ideal para a 

nutrição larvar representando este, um dos maiores desafios na indústria da aquacultura 

(Mahjoub et al., 2013; Santhanam et al., 2019b). 

 

Existem outros tipos de organismos que podem ser utilizados como alimento vivo 

na aquacultura, todavia nenhuma das alternativas foi intensivamente explorada devido a 

dificuldades encontradas no crescimento, armazenamento ou no transporte destas presas 

(Tabela 1).  

Tabela 1 – Potenciais organismos a ser utilizados como alimento vivo em aquacultura. 
Adaptado de Drillet (2010). 

Sistemas marinhos e salobros Sistemas de água doce 

· Nematoda  

· Copepoda 

· Appendicularia  

· Larvas trocóforas 

· Larvas de poliqueta 

· Daphnia 

· Moina 

 

 

Entre os organismos potenciais, os copépodes são os melhores candidatos a 

alimento vivo alternativo dos rotíferos e da artémia, são reconhecidos como provável 

solução para cultivar espécies nutricionalmente mais exigentes e apresentam, 

inclusivamente, provas dadas na otimização de protocolos de cultivos larvares já existentes 

(Støttrup, 2000; Holt, 2003; Jayalakshmi & Santhanam, 2019). Tendo isso em vista, a 

utilização de copépodes como alimento vivo poderá resultar num incremento sustentado 

da produção de espécies marinhas e, consequentemente, traduzir-se num progresso 

considerável para a indústria da aquacultura (Støttrup, 2000; Payne et al., 2001; Støttrup, 

2006).  
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1.3. Copépodes e as vantagens da sua utilização 

 

Os copépodes são também organismos zooplanctónicos, cujo estádio de náuplio 

pode apresentar dimensões inferiores a 100 µm e os indivíduos adultos variam entre 1 e 5 

mm de comprimento (Lavens & Sorgeloos, 1996; Støttrup & McEvoy, 2008). A subclasse 

Copepoda reúne perto de 12000 espécies e integra o subfilo dos crustáceos, sendo um 

dos metazoários mais numerosos do planeta tanto em abundância como em riqueza 

especifica e constituindo cerca de 80% da biomassa do mesozooplâncton costeiro. Estes 

organismos habitam numa grande variedade de massas de água, desde oceânicas a 

lagunares e estuarinas e representam um elo importante na transferência de nutrientes e 

energia desde os produtores primários até às larvas de espécies marinhas sustentando 

inúmeras teias alimentares (Ianora, 2005; Støttrup & McEvoy, 2008; Drillet, 2010; Rasdi & 

Qin, 2016). As larvas de peixe alimentam-se de náuplios de copépodes e os juvenis 

consomem copépodes adultos (Kleppel et al., 2005; Das et al., 2012). 

Os copépodes têm sido então estudados devido ao papel fundamental que 

desempenham nos ecossistemas aquáticos, em particular os ovos e os náuplios de 

copépodes, que são a principal fonte de alimento das larvas de espécies marinhas durante 

as primeiras semanas de vida estando presentes na maioria dos tratos digestivos e 

chegando muitas vezes a representar 90-100% da sua dieta (Turner, 1984; Chesney, 2005; 

Olivotto et al., 2010). 

Alimentam-se de fitoplâncton rico em HUFAs, importante para o seu metabolismo, 

crescimento e reprodução, e caracterizam-se pela elevada fecundidade, pelo rápido 

desenvolvimento e pelo largo espectro de comprimentos que varia entre os diferentes 

estádios, náuplios, copepoditos e os adultos, e difere também entre as diversas espécies 

podendo, portanto, ser utilizados como alimento em aquacultura desde os primeiros dias 

de alimentação exógena até á introdução do alimento inerte (Buskey, 2005; van der Meeren 

et al., 2008; Santhanam et al., 2019a). Particularmente em cultivos de larvas com 

desenvolvimento altricial e, em especial, na alimentação de pequenas larvas de espécies 

tropicais com bocas muito reduzidas, uma vez que os náuplios de copépodes apresentam 

dimensões suficientemente pequenas (Uye, 2005; Santhanam et al., 2019b). 

 

Assim, o interesse nos copépodes tem vindo a crescer e, apesar de não serem 

normalmente utilizados nas maternidades, a sua administração tem sido alvo de intensa 

pesquisa impulsionada pelos bons resultados que apresenta (Støttrup et al., 1998; Payne 

et al., 2001; Shields et al., 2005; Santhanam et al., 2019a). Inúmeros estudos apontam 

para a superioridade nutricional dos copépodes, tanto em termos quantitativos como 

qualitativos, apresentando-se como uma dieta compatível, apropriada e eficaz para as 
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larvas de organismos marinhos, sobretudo larvas de exigência nutricional mais elevada 

(Watanabe et al.,1983; van der Meeren et al., 2008; Ajiboye et al., 2011). 

 

Estes organismos possuem um perfil lipídico e de ácidos gordos superior dado que, 

contêm, e algumas espécies sintetizam, concentrações elevadas de HUFAs essenciais, 

como o DHA, o EPA e o ácido araquidónico (ARA), mantêm os rácios adequados de 

DHA/EPA e de EPA/ARA exigidos pelas larvas de peixes marinhos e possuem até 90% do 

total de ácidos gordos na forma de fosfolípidos, que são mais fáceis de digerir e potenciam 

a assimilação de outros nutrientes (Watanabe et al.,1983; Støttrup, 2003; van der Meeren 

et al., 2008; Conceição et al., 2010; Rasdi & Qin, 2016; Santhanam et al., 2019b). 

Adicionalmente, dispõem de uma maior eficácia na assimilação de outros nutrientes 

através das microalgas apresentando teores proteicos razoáveis e um bom perfil de 

aminoácidos, em particular aminoácidos essenciais e sob a forma livre, concentrações 

consideráveis de pigmentos como a astaxantina e de vitaminas como a vitamina A, C e E 

e quantidades apreciáveis de minerais, especialmente de iodo (Lavens & Sorgeloos, 1996; 

Støttrup, 2003; van der Meeren et al., 2008; Conceição et al., 2010).  

Portanto, ao contrário dos rotíferos e do artémia, os copépodes não necessitam de 

ser enriquecidos nem perderão rapidamente o seu valor nutricional devido à lixiviação ou 

excreção (van der Meeren et al., 2008; Dhont et al., 2013). 

 

Todas estas qualidades dietéticas superiores dos copépodes conferem múltiplos 

benefícios para a performance das larvas de espécies marinhas, e.g., um aumento da taxa 

de sobrevivência, um maior crescimento, uma melhor e normal pigmentação, um 

incremento do peso corporal, um funcionamento ótimo do sistema imunitário e uma maior 

resistência a doenças e patologias, um aumento da tolerância ao stress e uma melhor 

morfo- e esqueletogénese, que resulta num menor número de malformações e numa taxa 

de metamorfose bem-sucedidas mais elevada (Toledo et al., 2005; van der Meeren et al., 

2008; Conceição et al., 2010). 

Estes efeitos benéficos fomentam a produção de larvas de qualidade superior, com 

um desenvolvimento mais saudável e normal e encontram-se extensamente descritos tanto 

quando os copépodes são administrados em exclusivo e como substituto, como quando 

são administrados em conjunto com rotíferos ou artémia, em dietas combinadas ou apenas 

como suplemento (Nanton & Castell, 1998; Evjemo et al., 2003;  Morehead et al., 2005; 

Phelps et al., 2005; Toledo et al., 2005; Rajkumar, 2006; Olivotto et al., 2008; Sun et al., 

2013; Karlsen et al., 2015). 
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Para além disso, os copépodes apresentam uma digestibilidade superior pelo facto 

de sintetizarem um conjunto de enzimas digestivas exógenas que beneficiam e 

potencializam a digestão da larvas recém-eclodidas (Lavens & Sorgeloos, 1996; Rasdi & 

Qin, 2016; Jayalakshmi & Santhanam, 2019). Sofrem uma passagem mais lenta e 

demorada pelo tubo digestivo das larvas, sendo mais facilmente digeridos e contribuindo 

para uma maior assimilação de nutrientes (Pedersen, 1984; Olivotto et al., 2010; Drillet, 

2010). 

Outra das vantagens dos copépodes é a sua seletividade preferencial por parte das 

larvas, inclusive em dietas combinadas ou suplementadas com rotíferos e artémia, nas 

quais os copépodes tendem não só a ser mais capturados, por serem mais conspícuos e 

palatáveis, como também desencadeiam um comportamento predatório generalizado 

funcionando como estímulo visual e químico (Buskey, 2005; Chesney, 2005; Olivotto et al., 

2010). A grande diversidade de espécies de copépodes e dos seus estádios (náuplio, 

copepodito e adulto) mostra-se promissora e parece corresponder à multiplicidade de 

atributos exigida pela enorme variedade de larvas e respetivas características que 

condicionam a competência predatória, tais como a dimensão, a acuidade visual e a 

capacidade natatória (Buskey, 2005; Chesney, 2005). 

Os copépodes são ainda um produto ambientalmente sustentável, visto que a sua 

obtenção e comercialização não depende nem explora recursos naturais, e com um 

fornecimento estável e consistente ao longo do ano, já que são cultivados sob gestão e 

influência exclusivamente antrópica, o que não se verifica com a artémia (Drillet et al, 

2011c; Abate et al., 2015). Por outro lado, podem também contribuir para um decréscimo 

da pressão sobre os stocks naturais e proteger habitats delicados como os recifes de coral 

ao viabilizar o cultivo larvar de espécies ornamentais com requisitos mais específicos muito 

procuradas e altamente valorizadas na aquariofilia (Holt, 2003; Olivotto et al., 2010; Drillet 

et al, 2011c). 

 

1.4. Constrangimentos no cultivo de copépodes em larga escala 

 

Sendo a superioridade dos copépodes para o desenvolvimento e nutrição de larvas 

marinhas tão clara e evidente seria expectável que a utilização de copépodes como 

alimento vivo nas maternidades fosse predominante, o que está longe de coincidir com a 

realidade. Os copépodes não são comercialmente produzidos, pelo menos em larga 

escala, nem frequentemente administrados nas maternidades (Støttrup, 2003; Mahjoub et 

al., 2013; Abate et al., 2015). 
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A sua produção resume-se a explorações in situ e sob regime extensivo ou semi-

intensivo realizadas através do transporte de colheitas de blooms naturais para tanques 

exteriores (Drillet et al., 2006b; Drillet, 2010; Franco et al., 2017). Apesar do interesse ser 

crescente, vários obstáculos que têm inviabilizado a produção intensiva e em larga escala 

de copépodes. 

 

Um dos principais constrangimentos à produção intensiva e utilização de 

copépodes nas maternidades é a ausência de protocolos e técnicas de cultivo eficientes 

(Conceição et al., 2010; Dhont et al., 2013; Rasdi & Qin, 2016). Em cativeiro, os copépodes 

apresentam uma fraca produtividade, dificuldades em atingir densidades elevadas, 

requerem muitos cuidados e uma manutenção elaborada e as suas culturas são de 

complexo maneio (Uye, 2005; Vu et al., 2017; Kaviyarasan & Santhanam, 2019). A 

escassez de informação e a falta de conhecimentos da indústria e dos aquacultores sobre 

estes organismos acentuam todos estes desafios (Drillet et al., 2006b; Jepsen et al., 2007; 

Drillet et al, 2011c). Outro obstáculo a ser superado é a identificação das espécies de 

copépodes mais compatíveis para o cultivo em larga escala. Atualmente, em laboratório 

foram já cultivadas com êxito mais de 60 espécies, contudo, entre estas ou outras ainda 

não cultivadas, existiram algumas mais aptas à produção intensiva (Drillet et al., 2006b; 

Støttrup, 2006; Kaviyarasan & Santhanam, 2019). Advém, portanto, a necessidade de 

selecionar espécies ideais para regimes mais intensivos, possivelmente espécies mais 

tolerantes a grandes variações de temperatura e salinidade e que apresentem curtos 

intervalos inter-geracionais (Rippingale & Payne, 2005; Støttrup, 2006; Drillet et al., 2008b). 

Por último e não menos importante, coloca-se a questão da viabilidade económica 

e se os cultivos intensivos de copépodes serão lucrativos. Tanto o decréscimo significativo 

das taxas de mortalidade larvares como a qualidade superior das larvas produzidas são 

argumentos fortes para o aumento de produtividade e a rentabilidade das maternidades 

(Drillet et al, 2011c; Abate et al., 2015). Sabe-se ainda que os copépodes são um produto 

muito valorizado no mercado variando os preços de aquisição entre 30 e 200 € por mil 

indivíduos adultos e 150 e 350 € por milhão de ovos, dependendo da espécie e do 

fornecedor (Drillet et al, 2011c; Abate et al., 2015). Como tal, os copépodes apresentam 

potencial para ser uma alternativa rentável e até mais barata que o alimento vivo 

convencional embora sejam necessárias avaliações económicas e de custo-benefício 

sobre a produção intensiva e a utilização de copépodes como alimento vivo antes da sua 

afirmação comercial e de uma possível competição pelo mercado com os rotíferos e a 

artémia (Rippingale & Payne 2005; Drillet et al, 2011c). 
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Logo, de modo a ultrapassar todos estes constrangimentos e corresponder à 

necessidade da indústria em produzir copépodes em larga escala, é necessário mais 

investigação e conhecimento científico sobre as características e a biologia deste grupo 

taxonómico e as suas espécies, como por exemplo identificar os fatores determinantes na 

regulação das dinâmicas populacionais ou otimizar os parâmetros de cultivo, tal como é 

fundamental desenvolver métodos e tecnologias que possibilitem a intensificação das 

culturas de copépodes (Støttrup, 2003; Drillet et al, 2011c; Dhont et al., 2013; Mahjoub et 

al., 2013). 

 

1.5. Copépodes calanóides – Acartia tonsa 

 

No setor da aquacultura, as espécies de copépodes cultivadas com maior sucesso 

e que apresentam melhores resultados em produções intensivas pertencem às ordens 

Calanoida, Harpacticoida e Cyclopoida (O'Bryen & Lee, 2005; Støttrup, 2006; Dhont et al., 

2013). Das três, a ordem Calanoida é vista como a mais promissora pelos investigadores 

(Mauchline, 1998; Marcus, 2005; Dhont et al., 2013). 

 

Os copépodes calanóides predominam em meio marinho sendo o grupo de 

zooplâncton mais abundante e com maior biomassa nos ambientes costeiros e estuarinos, 

chegando a representar cerca de 90% do zooplâncton e constituindo tanto o primeiro como 

a maioria do alimento consumido pelas larvas pelágicas destas regiões (Mauchline, 1998; 

Uye, 2005; Dos Santos et al., 2006). Os calanóides caracterizam-se por todas as fases de 

desenvolvimento ocorrerem na coluna de água, pelo longo par de anténulas com um 

comprimento igual ou superior ao corpo sendo, por isso, facilmente identificáveis e fáceis 

de isolar do meio selvagem, pelo facto de as fêmeas gerarem desovas diárias libertando 

os ovos na água durante um extenso período fértil, e pela capacidade de muitas das 

espécies produzirem ovos de dormência (Mauchline, 1998; Marcus, 2005; Dos Santos et 

al., 2006).  

 

Embora bastante vantajosa por tolerar um largo espectro de condições ambientais, 

por possuir os náuplios dimensões muito reduzidas e por produzir ovos que podem ser 

recolhidos e armazenados como os cistos de artémia, a ordem Calanoida também 

apresenta algumas desvantagens tais como a rápida evasão e resposta antipredatória, 

uma maior exigência nutritiva necessitando de microalgas ricas em HUFAs essenciais uma 

vez que carece dos mecanismos metabólicos para os sintetizar, uma maior dificuldade de 

cultivo por serem mais sensíveis ao maneio e menos tolerantes a águas de qualidade 
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deteriorada e à presença de espécies contaminantes, e densidades de cultivo menores 

precisando de volumes de água maiores para evitar efeitos negativos, entre os quais 

elevadas mortalidades, canibalismo, fecundidade reduzida e diminuição nas taxas de 

eclosão dos ovos (Mauchline, 1998; Kiørboe et al.,1999; Buskey & Hartline, 2003; Rhodes 

& Boyd, 2005; Uye, 2005; Støttrup, 2006; Drillet et al, 2011c).

As espécies de calanóides mais estudadas e com maior potencial integram os 

géneros Acartia spp., Calanus spp., Centropages spp., Eurytemora spp. e Gladioferens

spp. (Lavens & Sorgeloos, 1996; Mauchline, 1998; Marcus, 2005; Conceição et al., 2010; 

Dhont et al., 2013).

A espécie de copépode calanóide utilizada para a realização deste trabalho foi 

Acartia tonsa (Dana, 1849) (Figura 2), classificada taxonomicamente, segundo WoRMS

(2014), como pertencente ao reino Animalia, filo Arthropoda, subfilo Crustacea,

superclasse Multicrustacea, classe Hexanauplia, subclasse Copepoda, infraclasse 

Neocopepoda, superordem Gymnoplea, ordem Calanoida, família Acartiidae, e, por fim, 

género Acartia.

Figura 2 – Espécimes de Acartia tonsa, na fase adulta (1) (exemplar macho à esquerda, 
exemplar fêmea à direita) e na fase de náuplio (2). Adaptado de diArk (2021) e de Alver 
et al. (2011) respetivamente. Fotomontagem meramente ilustrativa e sem a proporção

correta entre as dimensões dos organismos.

1 2
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O pequeno e pelágico crustáceo copépode A. tonsa é uma espécie marinha, de 

águas temperadas e subtropicais embora também ocorra em águas boreais, com uma 

distribuição geográfica global e cosmopolita sendo o calanóide mais comum na maior parte 

dos mares e oceanos (Ogle et al., 2005; Leandro et al., 2006; Peck & Holste, 2006; Marcus 

& Wilcox, 2007; Vitiello et al., 2016; Hagemann et al, 2016 Jørgensen et al., 2019). Habita 

zonas neríticas e de pouca profundidade, principalmente em ambientes costeiros e 

estuarinos dominando assim a maior parte das comunidades zooplanctónicas (Heinle, 

1966; Paffenhöfer & Stearns, 1988; Ogle et al., 2005; Leandro et al., 2006; Holmstrup et 

al., 2006; Marcus & Wilcox, 2007; Drillet et al., 2008a). 

É uma espécie euritérmica e eurialina que tolera temperaturas entre 1 e 32 °C e 

salinidades entre 1 e 72 e que apresenta, portanto, uma elevada plasticidade adaptativa a 

diferentes condições ambientais nomeadamente através de estratégias de dinâmica 

populacional diferentes (Cervetto et al., 1999; Gaudy et al., 2000; Chinnery & Williams, 

2004; Peck & Holste, 2006; Peck et al., 2015). Em águas mais quentes ocorre durante todo 

o ano, já em águas mais frias exibe flutuações populacionais sazonais ocorrendo apenas 

durantes os meses mais quentes (Heinle, 1966; Ambler, 1985; Kleppel, 1992; Leandro et 

al., 2006; Marcus & Wilcox, 2007; Sullivan et al., 2007; Jørgensen et al., 2019). 

Acartia tonsa é uma espécie omnívora e oportunista, consumindo 

preferencialmente fitoplâncton e matéria orgânica em suspensão através de um 

comportamento filtrador e passivo, embora possa alimentar-se também de ciliados ou dos 

próprios ovos e náuplios através de um comportamento predatório de captura ativa e 

emboscada (Allan & Heinle, 1976; Roman, 1984; Stoecker & Sanders, 1985; Gifford & 

Dagg, 1988; Jonsson & Tiselius, 1990; Saiz & Kiørboe, 1995; Kiørboe et al.,1996; Marcus 

& Wilcox, 2007; Drillet et al., 2011a; Drillet et al., 2014). 

 

É um organismo que apresenta doze estádios de desenvolvimento, eclode como 

náuplio I (NI), com cerca de 120 µm de comprimento, de seguida percorre mais cinco 

estádios naupliares (NII-NVI), posteriormente alcança o estádio de copepodito I (CI), depois 

realiza mais cinco mudas (CI-CVI) até atingir finalmente a maturidade sexual e a fase de 

copépode adulto (CVI), com aproximadamente 1,5 mm de comprimento (Figura 2) (Figura 

3) (Dos Santos et al., 2006; Marcus & Wilcox, 2007; Drillet et al., 2008b; Drillet, 2010). 

Reproduzem-se apenas sexualmente, os machos adultos copulam as fêmeas 

utilizando as anténulas e os pleópodes para se agarrarem e depositando o esperma para 

a fertilização dos ovos que, mais tarde, são libertados individualmente pelas fêmeas, 

através do poro genital, diretamente na coluna de água e durante um período contínuo de 

3 a 4 semanas (Figura 3). Por fim, os ovos afundam devido à flutuabilidade negativa e 
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acabam por eclodir novamente em náuplios I (Figura 3) (Marcus, 2005; Støttrup, 2006; 

Marcus & Wilcox, 2007; Vitiello et al., 2016; Jørgensen et al., 2019). 

 

São animais constituídos por um cefalossoma, um metassoma e um urossoma 

(Mauchline, 1998; Dos Santos et al., 2006; Marcus & Wilcox, 2007). Apresentam longas 

anténulas derivadas do rostro que usam como mecano- e quimiorrecetores e para a sua 

deslocação característica em ziguezague seguida um pequeno deslizamento, em conjunto 

com pleópodes (Lavens & Sorgeloos, 1996; Barroso et al., 2013; Drillet et al., 2014). 

Possuem também pares de mandibulas, maxilas e maxilípedes que utilizam para processar 

e ingerir o alimento, e ainda um olho naupliar simples fotossensível à intensidade da luz 

(Lonsdale et al., 1979; Stearns & Forward, 1984; Mauchline, 1998; Ferrari & Dahms, 2007). 

Exibem dimorfismo sexual, sendo diferenciados pelo tamanho – fêmeas maiores, 

pela curvatura e comprimento das anténulas – fêmeas com anténulas mais compridas e 

menos curvas, pelo número de sómitos do urossoma – fêmeas com quatro e machos com 

cinco, e pelos pleópodes – fêmeas com pleópodes mais espessos e filamentosos e machos 

com o 5.º par assimétrico e mais desenvolvido (Figura 2) (Figura 3). Os machos 

apresentam ainda muito menor longevidade que as fêmeas (Gilbert & Williamson, 1983; 

Mauchline, 1998; Dos Santos et al., 2006; Marcus & Wilcox, 2007). 

Possuem um desenvolvimento rápido, cerca de 12-15 dias até a fase adulta, e 

praticamente isócrono, com estádios de desenvolvimento de igual duração (Miller et al., 

1977; Leandro et al., 2006; Støttrup, 2006). Tanto este desenvolvimento como a eclosão 

dos ovos, cerca de 24-48 horas, está estritamente ligado à temperatura da água, obtendo 

Figura 3 – Representação esquemática do ciclo de vida do copépode Acartia tonsa. 
Adaptado de Algae Research Supply, 2021. 
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períodos de desenvolvimento e eclosão mais curtos a temperaturas mais elevadas 

(Leandro et al., 2006; Vitiello et al., 2016; Jørgensen et al., 2019). 

 

De origens indo-pacíficas, invadiu os restantes oceanos do globo ocasionando 

diferentes populações com características variáveis, conforme a zona geográfica, 

resultantes de condições climáticas e habitats diferentes (Caudill & Bucklin, 2004; Drillet et 

al., 2008a; Drillet et al., 2008b; Jørgensen et al., 2019). Exibem assim uma grande 

variabilidade genética, fenotípica, comportamental, fisiológica e ecológica, sendo já 

consideradas pelos investigadores como diferentes estirpes de A. tonsa (Caudill & Bucklin, 

2004; Drillet et al., 2008a; Drillet et al., 2008b; Drillet, 2010; Hansen et al., 2016). 

Além disso, em virtude de ser uma espécie com múltiplos cultivos a decorrer em 

diferentes laboratórios distribuídos pelo globo, estabelecidos com organismos de origens 

diferentes, mantidos em diferentes condições e com durações e número de gerações 

diferentes, a espécie em cativeiro sofreu mais diferenciação, provocada por diferentes 

pressões seletivas e derivas genéticas, divergindo, ainda mais, nas suas características de 

cultivo para cultivo, apresentando diferenças ao nível do comprimento corporal, dos 

períodos de desenvolvimento, das taxas de crescimento e mortalidade diárias, da 

sensibilidade ao manuseamento, do ritmo circadiano, da composição bioquímica, da 

fecundidade das fêmeas, do tamanho dos ovos, do período de eclosão, da taxa de eclosão 

e da viabilidade dos ovos após armazenamento no frio (Tiselius et al., 1995; Drillet et al., 

2008a; Drillet et al., 2008b; Hansen et al., 2016; Jepsen et al., 2017).  

Neste aspeto, os copépodes cultivados na Dinamarca parecem ser os mais 

promissores, superiores às outras estirpes na maior parte dos aspetos de interesse, 

existindo ainda a possibilidade de ser otimizada através seleção artificial de características 

hereditárias mais desejáveis para o cultivo intensivo e utilização como alimento vivo (Drillet 

et al., 2008a; Drillet et al., 2008b; Hammervold et al., 2015; Hansen et al., 2016). 

 

Acartia tonsa é, portanto, uma espécie já cultivada para experimentação e 

investigação em laboratório e para administração, em pequena escala, como alimento vivo 

em cultivos larvares de algumas espécies de peixes e invertebrados marinhos (Munk & 

Kiørboe, 1985; Støttrup et al., 1986; Schipp et al., 1999; Wilcox et al., 2006; Hansen, 2011; 

Barroso et al., 2013; Øie et al., 2017; Højgaard et al., 2018). Serve também como espécie 

bioindicadora para avaliações ambientais e testes ecotoxicológicos e ainda como modelo 

para estudos ecofisiológicos de vários habitats (Durbin et al., 1983; Kiørboe et al., 1985; 

Kiørboe & Nielsen, 1994; Saiz & Kiørboe, 1995; Medina et al., 2002; Wollenberger et al., 

2003; Medina & Barata, 2004; Bielmyer et al., 2006; Nielsen et al., 2006; Richmond et al., 
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2006; Bellas & Thor, 2007; Gorbi et al., 2012; Vitiello et al., 2016; Krause et al., 2017; Bellas 

& Gil, 2020). 

A enorme potencialidade para aquacultura prende-se no facto de ser das espécies 

de manutenção menos complexa e com um desenvolvimento mais rápido entre os 

calanóides, de possuir um largo espetro de dimensões adequadas à ingestão pelas larvas, 

de apresentar uma elevada produtividade de ovos, de ocorrer globalmente permitindo 

cultivos locais e de possibilitar o armazenamento e transporte dos ovos funcionando como 

produto de comercialização e exportação para os mercados globais (O'Bryen & Lee, 2005; 

Holmstrup et al., 2006; Leandro et al., 2006; Hansen et al., 2016; Vitiello et al., 2016; 

Hagemann et al, 2017). 

Por isso, existem já metodologias e técnicas de cultivo para A. tonsa, inclusive 

manuais para a sua produção em cativeiro, ainda que seja necessário otimizar algumas 

condições de cultivo e definir protocolos específicos para o cultivo intensivo, surgindo 

propostas alternativas e inovadoras como a automatização dos sistemas e dos processos 

de cultivo e a produção dos copépodes em sistemas de recirculação de água (RAS) 

(Zillioux, 1969; Marcus & Wilcox, 2007; Alver et al., 2011; Elliott & Tang, 2011; Drillet et al, 

2011c; Abate et al., 2015; Jepsen et al., 2017). 

 

Os cultivos de A. tonsa apresentam também algumas dificuldades tais como 

necessitarem de alimento sempre disponível, por utilizarem rapidamente os nutrientes 

recém-ingeridos sem desenvolver reservas lipídicas, e de elevada qualidade, microalgas 

bastante nutritivas ricas em azoto e fósforo, permitirem apenas densidades reduzidas sem 

efeitos negativos e apresentarem alguma sensibilidade ao manuseamento, ao arejamento, 

à tensão superficial da água e ao efeito da gravidade (Dagg, 1977; Tester & Turner, 1990; 

Tiselius, 1992; Jones et al., 2002; Medina & Barata, 2004, O'Bryen & Lee, 2005; Støttrup, 

2006; Marcus & Wilcox, 2007; Franco et al., 2017; Jepsen et al., 2017; Vu et al., 2017). 

Tendo em vista a mitigação destas desvantagens e a otimização dos cultivos desta 

espécie têm sido estudadas diversas variáveis de cultivo, bióticas e abióticas, tais como, 

as dietas, incluindo diferentes espécies de microalgas, alimentação com ciliados ou 

processados vegetais, a temperatura, a salinidade, o fotoperíodo, a intensidade e 

comprimento de onda da luz, o oxigénio dissolvido na água, o regime alimentar e a 

disponibilidade de alimento, a utilização de probióticos e preparados bacterianos, os níveis 

de amónia e outros produtos de excreção na água e a interação entre muitas delas (Zillioux, 

1969; Breteler, 1980; Turk et al., 1982; Houde & Roman, 1987; Stoecker & Egloff, 1987; 

Berggreen et al., 1988; Støttrup & Jensen, 1990; Besiktepe & Dam, 2002; Broglio et al., 

2003; Marcus et al., 2004; Peck & Holste, 2006; Jepsen et al., 2007; Drillet et al., 2011a; 
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Drillet et al., 2014; Zhang et al., 2015; Jepsen et al., 2015; Franco et al., 2017; Jepsen et 

al., 2017; Vu et al., 2017).

Apesar do cultivo de A. tonsa em larga escala evidenciar ainda algumas limitações

e questões por solucionar, a sua comercialização e introdução nas maternidades mostra-

se, no presente, uma realidade possível e viável. Abate et al. (2015) apresenta um estudo 

empírico de viabilidade económica baseado numa cultura de A. tonsa na Dinamarca e os 

resultados revelam que a produção comercial e intensiva de A. tonsa é economicamente 

rentável e competitiva relativamente a outras produções existentes de alimento vivo como 

de rotíferos, especialmente visando os ovos como produto final para a comercialização.

1.6. Mais-valia dos ovos de Acartia tonsa

Os ovos da espécie A. tonsa são esféricos, com um diâmetro entre 75-85 µm, de 

coloração azul-escura, cobertos de pequenos espinhos e mais densos que a água salgada, 

podendo ser recolhidos através de sifonagem do fundo dos cultivos (Figura 4) (Drillet et al., 

2006a; Marcus & Wilcox, 2007; Hansen et al., 2010; Hansen et al., 2016; Jørgensen et al., 

2019).

Figura 4 – Ovos de Acartia tonsa, em aglomerado à esquerda e em singular à direita. 
Fotografado pelo autor, A. G. Mendes, 2020, e adaptado de Salveson, 2013

respetivamente. Relação entre as imagens meramente ilustrativa.
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Em cativeiro, cada fêmea apresenta fecundidades entre 25 e 50 ovos/L por dia, 

durante ciclos reprodutivos de 5-6 dias, dependendo da disponibilidade e da qualidade do 

alimento, da densidade e do fotoperíodo dos cultivos, podendo as culturas produzir mais 

de 10 000 ovos/L por dia (Parrish & Wilson, 1978; Støttrup & Jensen, 1990; Jónasdóttir, 

1994; Kleppel & Burkart, 1995; Tiselius et al., 1995; Kleppel et al., 1998; Medina & Barata, 

2004; Støttrup, 2006; Peck & Holste, 2006; Peck et al., 2008; Zhang et al., 2015; Hagemann 

et al, 2016; Franco et al., 2017). Já o período de eclosão e a taxa de eclosão dos ovos são 

influenciados não só pela alimentação e densidade dos progenitores, mas também pela 

temperatura, salinidade e fotoperíodo tanto do cultivo dos progenitores como da água de 

incubação dos ovos (Uye & Fleminger, 1976; Ban & Minoda, 1994; Jónasdóttir & Kiørboe, 

1996; Støttrup et al., 1999; Broglio et al., 2003; Holste & Peck, 2006; Peck & Holste, 2006; 

Peck et al., 2008; Hansen et al., 2010; Teixeira et al., 2010; Zhang et al., 2015; Hagemann 

et al, 2016; Jepsen et al., 2017).  

 

As fêmeas de A. tonsa, como de muitos calanóides, têm a capacidade de produzir 

dois tipos de ovos, os ovos ditos “normais” e os ovos de dormência (Holmstrup et al., 2006; 

Drillet, 2010). 

Os ovos normais são ovos de desenvolvimento imediato após a desova sob 

condições ambientais favoráveis, em que a embriogénese e a eclosão acontecem no 

período de 1-2 dias (Figura 4) (Marcus & Wilcox, 2007; Drillet, 2010; Jørgensen et al., 

2019). 

Os ovos de dormência são ovos que entram num estado de diapausa após a 

desova, em que a embriogénese se encontra suspensa e a eclosão não acontece durante 

um período refratário obrigatório de muitos meses a anos independentemente das 

condições ambientais, comportando-se como ovos normais após esse período (Holmstrup 

et al., 2006; Drillet et al., 2008a; Drillet, 2010). Estes ovos são caracterizados por um 

tegumento endurecido e uma atividade metabólica muito reduzida, sendo maioritariamente 

produzidos como resposta adaptativa a condições ambientais desfavoráveis de longa 

duração, possivelmente baixas temperaturas, fotoperíodos com menos horas de luz e/ou 

condições anóxicas, embora também sejam produzidos numa fração muito reduzida 

durante condições ambientais favoráveis (Leandro et al., 2006; Holmstrup et al., 2006; Peck 

& Holste, 2006; Ohs et al., 2009; Jørgensen et al., 2019). Um terceiro tipo é proposto por 

alguns investigadores, ovos de eclosão atrasada, são ovos essencialmente normais e com 

as mesmas características, em que a eclosão apenas acontece após um período de 

algumas semanas, sendo este tipo muito pouco expressivo (Drillet, 2010; Hansen & Drillet, 

2013; Vitiello et al., 2016). 
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Apesar de todo o interesse e elevada aplicabilidade dos ovos de dormência na 

aquacultura, não têm sido possível produzi-los em laboratório e de forma consistente nem 

interromper artificialmente o seu período refratário, sendo, portanto, de momento irrealista 

a utilização destes ovos na indústria (Ohs et al., 2009; Hansen et al., 2016). Assim, tem 

sido experimentada e apontada como solução a utilização dos ovos normais, aproveitando 

outro processo de adaptação da espécie a condições ambientais adversas, o estado de 

quiescência (Drillet et al., 2006b; Drillet et al., 2007; Drillet, 2010; Hansen et al., 2016). 

 

O estado de quiescência dos ovos normais é um estado de “repouso” em que os 

ovos suspendem a sua embriogénese, tal como no estado de diapausa, mas apenas 

durante o período das condições ambientais desfavoráveis retomando o desenvolvimento 

e eclodindo quando as condições voltarem a ser favoráveis (Drillet, 2010; Hagemann et al, 

2016; Hansen et al., 2016; Jørgensen et al., 2019). 

Este estado é uma resposta adaptativa a alterações ambientais mais súbitas e tem 

sido facilmente replicado e induzido em laboratório através da diminuição abrupta da 

temperatura (Drillet et al., 2006b; Vitiello et al., 2016; Kaviyarasan & Santhanam, 2019). Os 

ovos, acabados de recolher, são armazenados no frio a temperaturas de refrigeração (2-4 

°C) forçando o estado de quiescência e permanecendo viáveis durante semanas a meses 

(Støttrup et al., 1999; Drillet et al., 2006b; Holmstrup et al., 2006; Kaviyarasan & 

Santhanam, 2019). Por exemplo, Drillet et al. (2006b) apresenta uma elevada taxa de 

eclosão (>70%) para ovos de A. tonsa armazenados no frio durante 11 meses, sem afetar 

o fitness tanto da geração resultante como das gerações seguintes e mantendo um perfil 

nutricional relevante para alimentação larvar. 

 

A capacidade dos ovos em permanecer no estado de quiescência e de conservar a 

sua viabilidade durante longos períodos de armazenamento poderá estar relacionada com 

o seu diâmetro, a sua ontogénese e o seu metabolismo (Støttrup et al., 1999; Nielsen et 

al., 2006; Drillet et al., 2007; Hansen et al., 2016). Recentemente têm sido experimentados, 

em sinergia com a temperatura reduzida, outros fatores como baixas salinidades, 

condições de hipoxia e anoxia e até tratamentos incluindo crioconservantes e antibióticos 

tendo como objetivo maximizar os períodos de armazenamento dos ovos sem 

comprometer as taxas de eclosão (Lutz et al., 1992; Marcus & Lutz, 1994; Holmstrup et al., 

2006; Drillet et al., 2007; Højgaard et al., 2008; Ohs et al., 2009; Hansen et al., 2012; 

Jørgensen et al., 2019). 
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Esta técnica de armazenamento dos ovos para posterior eclosão é, assim, uma 

alternativa com grande potencial para as maternidades, afigurando-se como um produto 

prático e conveniente, análogo aos cistos de artémia (Drillet et al., 2006b; Drillet, 2010; Das 

et al., 2012; Abate et al., 2015). Possibilita o transporte e o comércio dos ovos para outros 

locais do globo, para utilizar como alimento vivo ou iniciar novos cultivos, e permite também 

o armazenamento de ovos em stocks, servindo para uma futura e não imediata alimentação 

das larvas ou como reserva e garantia dos cultivos decorrentes, no caso de declínio 

populacional ou contaminação (Drillet et al, 2011c; Abate et al., 2015; Hansen et al., 2016). 

 

Os ovos normais de A. tonsa são, portanto, propícios e muito promissores para a 

aquacultura porque são fáceis e baratos de produzir, porque decorrem de uma normal e 

diária reprodução, porque estão disponíveis em grandes quantidades, porque são robustos 

e mais resistentes que os náuplios, porque requerem pouco espaço para armazenamento, 

e porque eclodem, na sua grande maioria, em náuplios no período de 24-48 horas sem 

períodos refratários ou condições de incubação particulares (Drillet et al., 2006a; Holmstrup 

et al., 2006; Jepsen et al., 2015; Hansen et al., 2016; Hagemann et al, 2017). Não obstante, 

a utilização generalizada de ovos de A. tonsa pelo setor da aquacultura enfrenta alguns 

desafios, entre os quais a necessidade imperativa de garantir a biossegurança destes ovos 

(Drillet et al, 2011c).  

 

1.7. Biossegurança e desinfeção dos ovos de Acartia tonsa 

 

A necessidade de assegurar a biossegurança dos ovos, isto é, o controlo e a 

prevenção de ocorrência de organismos patogénicos, aplica-se a vários cenários em 

aquacultura, tais como na utilização de ovos como inóculo de futuros náuplios de A. tonsa 

para alimentação dos cultivos larvares das maternidades, na colheita selvagem com o 

intuito de começar uma cultura sem contaminações e na recolha de ovos das culturas como 

medida de biossegurança passiva, ou ativa no caso já estarem contaminadas, seja para 

reforçar cultivos em declínio seja para recomeçar novas culturas, livres de contaminações 

e espécies infestantes (Naess & Bergh, 1994; Støttrup & McEvoy, 2003;  Toledo et al., 

2005; Drillet et al., 2007; Drillet et al, 2011c; Hagemann et al, 2016). 

Estas espécies contaminantes, muitas vezes patogénicas, são usualmente 

microrganismos oportunistas epibióticos, como bactérias, fungos, vírus, cianobactérias ou 

microalgas que se associam ao tegumento do ovo, todavia ocorrem também 

contaminações de ciliados, protozoários e outros microrganismos planctónicos que 

proliferam na água dos cultivos e que se associam aos copépodes e aos ovos, utilizando-
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os como hospedeiro intermediário para parasitar os organismos que os consomem (Naess 

& Bergh, 1994; Lavens & Sorgeloos, 1996; Støttrup, 2003; Phelps et al., 2005; Su et al. 

2005; Toledo et al., 2005; Gugliandolo et al., 2008; Drillet et al, 2011c; Hagemann et al, 

2016). 

Todos estes organismos podem representar fontes ou vetores de patologias para a 

cadeia alimentar em aquacultura, desde os copépodes, passando pelos peixes e 

crustáceos até ao ser humano, ou apenas provocar efeitos negativos nos cultivos, seja por 

competição pelos mesmo espaço e recursos, seja pela alteração das propriedades físico-

químicas da água e pela perturbação da microbiota e eventualmente da flora intestinal, que 

acaba por prejudicar o estado de saúde e capacidade digestiva principalmente das larvas, 

tornando-as mais suscetíveis a doenças e resultando em malformações e grandes 

mortalidades (Lavens & Sorgeloos, 1996; O'Bryen & Lee, 2005; Morehead et al., 2005; Su 

et al. 2005; Peck & Holste, 2006). Estes efeitos nefastos encontram-se amplamente 

descritos tanto para o alimento vivo convencional, existindo técnicas de descontaminação 

e produtos especializados, nomeadamente para a artémia sendo os cistos descapsulados 

e descontaminados com hipoclorito de sódio, como para espécies de copépodes e em 

particular A. tonsa, já tendo sido relatada a presença de patógenos e espécies 

contaminantes em meio selvagem e de cultivo (Sochard et al., 1979; Lavens & Sorgeloos, 

1996; Lo et al., 1996; Douillet, 1998; Morehead et al., 2005; Su et al. 2005; Rawlings et al., 

2007; Gugliandolo et al., 2008; Steenfeldt and Nielsen, 2010; Hagemann et al, 2016). 

Em cativeiro e mesmo numa esfera mais controlada, sob medidas de esterilização 

e higiene regular, estes organismos surgem nas culturas derivados muito provavelmente 

de uma esterilização incompleta da água captada e utilizada, ou da alimentação dos 

cultivos com microalgas contaminadas e não axénicas, ou possivelmente ainda de material 

partilhado e não exclusivo para cada cultura (Lavens & Sorgeloos, 1996; Morehead et al., 

2005; Conceição et al., 2010). 

 

Assim sendo, o presente trabalho teve como objetivo testar o potencial de 

desinfeção de ovos de A. tonsa através da utilização de diferentes desinfetantes, tendo em 

vista um futuro procedimento de descontaminação como medida profilática. Os 

desinfetantes avaliados para esse efeito foram o azul de metileno (C6H9I2NO), a 

iodopovidona (C16H18ClN3S) e o hipoclorito de sódio (NaClO), a diferentes concentrações 

e tempos de exposição, no sentido de avaliar, primeiro a viabilidade biológica dos ovos 

pós-desinfeção através da taxa de eclosão, e segundo a eficácia microbiológica da 

desinfeção através da carga bacteriana dos ovos pós-desinfeção. Estes desinfetantes 

foram selecionados pela sua facilidade de obtenção e acesso, pelo seu reduzido custo de 

aquisição e pela sua versatilidade, sendo dos mais utilizados em aquacultura. 
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2.   Materiais e métodos 

 

2.1. Estabelecimento e manutenção da cultura parental Acartia tonsa 

 

A cultura parental de A. tonsa foi estabelecida no centro de investigação 

CETEMARES – Politécnico de Leiria em Peniche, Portugal, no início do janeiro de 2020, 

através da incubação de cerca de 150 000 ovos recolhidos no final de dezembro e 

provenientes das culturas do National Institute of Aquatic Resources (DTU Aqua) da 

Technical University of Denmark em Kongens Lyngby, Dinamarca. 

 

Estes ovos foram incubados em 3 tanques cilindrocónicos de 15 L cada, contendo 

água salgada, filtrada e esterilizada por UV, proveniente de uma captação de água em 

profundidade. A cultura foi mantida a uma temperatura de 21±1 °C, a uma salinidade de 

30±1 e sujeita a um arejamento fraco constante fornecido através de pipetas serológicas, 

mangueiras flexíveis de borracha e torneiras de fluxo plásticas. O arejamento é procedente 

de um sistema de bombas de ar atmosférico. A cultura foi também submetida a um 

fotoperíodo de 12 horas de luz e 12 horas de escuro (12L12D). 

 

Os copépodes foram alimentados de 2 em 2 dias com microalgas e em regime ad 

libitum. Contudo, foi tomada sempre atenção para não administrar microalga em excesso, 

acrescentando apenas a quantidade estritamente necessária para conferir uma ténue 

coloração à água dos cilindrocónicos. 

A dieta de microalgas consistiu essencialmente em criptófitas Rhodomonas spp. 

(Rhodomonas baltica e Rhodomonas lens) embora, semanalmente e como suplemento, 

também fossem administradas em menores quantidades a diatomácea Thalassiosira 

weissflogii ou o cocolitóforo Isochrysis sp. (T-Iso), sensivelmente numa proporção de 3:1. 

De salientar que, no dia anterior aos trabalhos experimentais, foi tomado o cuidado prévio 

de alimentar a cultura exclusivamente com Rhodomonas baltica.  

Todas as microalgas administradas foram cultivadas em balões de 1 L e carboys 

de 10 L, com arejamento forte e utilizando meio de cultivo F/2 modificado. Estes cultivos 

de microalgas ocorreram numa sala de temperatura controlada a 20 °C, iluminação com 

lâmpadas de halogénio e fotoperíodo de 14L10D. 
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Para uma correta manutenção do cultivo parental, procedeu-se à sifonagem dos 

tanques e correspondentes trocas parciais de água a cada 3 dias.  

O volume do cilindrocónico era sifonado e transferido para três baldes de 5 L, em 

seguida o tanque era lavado com água doce corrente e novamente preenchido com 2/3 de 

água nova às condições-padrão, depois era cuidadosamente devolvido ao cilindrocónico o 

balde com o primeiro volume sifonado e os restantes dois eram triados com o auxílio de 

vários crivos, de 200 µm, de 125 µm e de 75 µm, com o intuito de remover a matéria 

orgânica particulada, detritos das microalgas, excrementos e restos mortais dos 

copépodes, e de separá-la dos diferentes estádios de desenvolvimento dos copépodes, 

recorrendo à fototaxia positiva, e dos ovos, recorrendo a lavagens sucessivas com um 

esguicho, devolvendo todos eles, por fim, à cultura. Este processo era repetido e realizado 

para os três tanques cilindrocónicos. 

 

A salinidade e o arejamento foram verificados diariamente, sendo a salinidade 

medida através do refratómetro digital Hanna Instruments® HI 96822 e devidamente 

ajustada no caso de não ser igual a 30, e o funcionamento do arejamento observado e 

corrigido no caso de não se encontrar numa intensidade fraca. 

Por último, foram efetuados registos semanais dos parâmetros da cultura como o 

pH, o oxigénio dissolvido (DO) (mg/L), a amónia (mg/L), os nitritos (mg/L) e os nitratos 

(mg/L). O pH e o DO foram medidos através da submersão de uma sonda multiparamétrica 

YSI® Professional Plus e a amónia, os nitritos e os nitratos obtidos através da realização 

de testes kit da marca API® a amostras da cultura. 

 

2.2. Produção de ovos da cultura de Acartia tonsa 

 

Assim que a cultura foi estabelecida com sucesso, ou seja, após atingir uma 

densidade aproximada de 0,5 copépodes/mL, começaram a ser recolhidas desovas de 2 

em 2 dias. Primeiramente para armazenamento numa camara frigorifica a 4 °C, de modo 

a constituir um stock de reserva de ovos como backup. Posteriormente para dar início aos 

ensaios utilizando apenas o número de ovos necessário para o trabalho experimental a 

realizar sendo o restante número também armazenado no frio, por forma a atualizar o stock 

de reserva armazenando ovos mais recentes, dada a viabilidade dos ovos ser 

inversamente proporcional à duração do período de refrigeração. 
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A recolha dos ovos da cultura foi concretizada do seguinte modo: primeiro, eram 

interrompidos os arejamentos durante 2 minutos, a seguir, após os ovos se depositarem, 

o fundo dos tanques era minuciosamente sifonado para um balde de 5 L, depois o volume 

desse balde era submetido a sucessivas crivagens por malhas de 200 µm, de 125 µm e de 

75 µm de modo a separar e devolver os copépodes à cultura retendo os ovos, 

nomeadamente no crivo de 75 µm onde eram extensamente lavados com um esguicho, 

por último, os ovos eram transpostos para um tubo tipo Falcon™ de 15 mL. De seguida, 

estes ovos recolhidos eram ou armazenados, ou contabilizados para o trabalho 

experimental. 

 

Para armazenamento no frio era usado o mesmo tubo da recolha dos ovos, o 

volume total do tubo era perfeito com a adição de água a 30 de salinidade por forma a 

residir o mínimo de ar dentro do tubo após ser encerrado com a respetiva tampa, sendo, 

depois, devidamente identificado, a abertura selada com papel parafilm e coberto 

exteriormente com papel de alumínio antes de ser armazenado na câmara frigorifica a 4 

°C. 

Para utilização nos trabalhos experimentais eram realizadas cinco sucessivas 

amostragens de 10 µL ao tubo após este ter sido perfeito até aos 15 mL. Estas 

amostragens eram pipetadas sequencialmente com recurso a uma micropipeta mecânica 

P20 para uma placa de Petri com grelha de contagem, cada uma após uma agitação 

unidirecional do tubo durante 15 segundos seguida de cinco inversões consecutivas do 

tubo. Em seguida, procedia-se à contagem dos ovos viáveis, i.e., ovos fertilizados, 

presentes nas cinco amostras à lupa Leica Microsystems © EZ4 E e era estimado, a partir 

dos ovos contados e do volume amostrado, o número de ovos total existente no tubo da 

recolha dos ovos. Por fim, após nova homogeneização do tubo, era pipetado com uma 

micropipeta mecânica P5000 o volume correspondente ao número de ovos necessário para 

o trabalho experimental para outro tubo e armazenado o tubo da recolha com os ovos 

sobrantes executando o procedimento de armazenamento acima descrito. 

 

De referir que os ovos viáveis distinguem-se dos não viáveis por apresentarem uma 

coloração azul visivelmente escura, quase preta apresentado um efeito visual pigmentado, 

ao invés de uma coloração azul-clara e desvanecida, parecendo vazios de conteúdo. Estes 

ovos não viáveis degradam-se rapidamente aquando da incubação, sendo possível 

observar um halo de filamentos, de origem bacteriana ou fúngica, associado ao tegumento, 

que acaba por depois lhe atribuir uma coloração castanha opaca. 
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2.3. Preparação das diferentes concentrações dos desinfetantes 

 

Para a realização dos ensaios foram anteriormente preparadas as soluções dos 

três desinfetantes às diferentes concentrações. 

As soluções do desinfetante azul de metileno (desinfetante A) foram obtidas a partir 

de dissoluções do azul de metileno Merck KGaA © Methylene blue (C.I. 52015) Reag. Ph 

Eur, encontrado no estado sólido e em pó, em água a 30 de salinidade, previamente 

microfiltrada por crivos de 0,22 µm e autoclavada em fracos de vidro tipo Schott DURAN® 

de 1 L, sendo os microgramas de azul de metileno pesados numa balança Sartorius AG © 

TE124S e diluídos por forma a alcançar as concentrações pretendidas para os trabalhos 

experimentais. As soluções do desinfetante iodopovidona (desinfetante B) e do 

desinfetante hipoclorito de sódio (desinfetante C) foram obtidas a partir de diluições das 

soluções originais, Betadine® solução cutânea PVP-I 100 mg/mL à concentração de 100 

000 mg/L e Megaclean © HLX-65 7,5% à concentração de 75000 mg/L respetivamente, 

sendo acrescentada água a 30 de salinidade também microfiltrada e autoclavada de modo 

a obter as concentrações desejadas. 

Todas as soluções foram preparadas individualmente e à chama, sendo 

acomodadas em tubos tipo Falcon™ de 50 mL estéreis e individualizados, com o auxílio 

de micropipetas mecânicas P20, P100 e P1000 e pontas novas. Por último, os tubos foram 

cobertos exteriormente com papel de alumínio e armazenados no escuro para posterior 

utilização. 

As diferentes concentrações estabelecidas para três desinfetantes a serem 

experimentadas no decorrer dos ensaios foram as seguintes listadas na Tabela 2. 

 

Tabela 2 – Diferentes concentrações estabelecidas a serem experimentadas para os três 
desinfetantes. 

Azul de metileno (A) Iodopovidona (B) Hipoclorito de sódio (C) 

· 1 mg/L  (A1) 

· 2 mg/L  (A2) 

· 5 mg/L  (A5) 

· 10 mg/L  (A10) 

· 20 mg/L  (A20) 

· 40 mg/L  (A40) 

· 100 mg/L  (A100) 

· 2 mg/L  (B2) 

· 5 mg/L  (B5) 

· 10 mg/L  (B10) 

· 20 mg/L  (B20) 

· 40 mg/L  (B40) 

· 80 mg/L  (B80) 

· 100 mg/L  (B100) 

· 5 mg/L  (C5) 

· 20 mg/L  (C20) 

· 40 mg/L  (C40) 

· 80 mg/L  (C80) 

· 100 mg/L  (C100) 

· 200 mg/L  (C200) 

· 300 mg/L  (C300) 
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Estas concentrações foram delineadas com base na seguinte bibliografia: 

 

Azul de metileno (Carvalho, 2004; Chambel et al., 2014; Sharker et al, 2014; 

Yaesmin et al., 2015; Calado et al., 2017; Mishra et al., 2017; Rahdari et al, 2017; Rahman 

et al., 2017; Mishra et al., 2018; Park et al, 2019); 

Iodopovidona (Chen et al., 1992; Chang et al., 1998; Takahashi et al., 2003; 

Momoyama & Tanimura, 2004; Pangastuti et al., 2009; Allan & Burnell, 2013; Chalupnicki 

et al., 2014; He et al., 2014; Kabir et al., 2014; Kanjanasopa et al., 2015; Singh & Singh, 

2018); 

Hipoclorito de sódio (GomezGil et al., 1994; Mohamed et al., 2000; Tonguthai, 2000; 

Pati & Belmonte, 2003; Takahashi et al., 2003; Ritar et al, 2006; Tsolaki et al., 2010; 

Saejung et al., 2014; Calado et al., 2017; Sebire et al., 2018). 

 

De notar que as soluções foram preparadas no dobro das concentrações 

estabelecidas para que, aquando do procedimento de desinfeção e da mistura dos volumes 

entre a solução e os ovos, se obtivesse a concentração estabelecida para o efeito de 

desinfeção dos ensaios. Assim, as concentrações das soluções dos desinfetantes 

efetivamente preparadas encontram-se na Tabela 3. 

 

Tabela 3 – Diferentes concentrações das soluções preparadas para os três desinfetantes. 

Azul de metileno (A) Iodopovidona (B) Hipoclorito de sódio (C) 

· 2 mg/L 

· 4 mg/L 

· 10 mg/L 

· 20 mg/L 

· 40 mg/L 

· 80 mg/L 

· 200 mg/L 

· 4 mg/L 

· 10 mg/L 

· 20 mg/L 

· 40 mg/L 

· 80 mg/L 

· 160 mg/L 

· 200 mg/L 

· 10 mg/L 

· 40 mg/L 

· 80 mg/L 

· 160 mg/L 

· 200 mg/L 

· 400 mg/L 

· 600 mg/L 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

28 

 

 

2.4. Protocolo de desinfeção dos ovos de A. tonsa 

 

Após a recolha e a contagem dos ovos viáveis, era retirado o volume 

correspondente ao número de ovos necessários para o trabalho experimental para um 

novo tubo tipo Falcon™ de 50 mL estéril e individualizado, com auxílio de uma micropipeta 

mecânica P5000, e acrescentada água à salinidade de 30, previamente microfiltrada por 

crivos de 0,22 µm e autoclavada, por forma a obter a densidade de 400 ovos viáveis/mL. 

Esta foi a densidade predeterminada para a realização dos ensaios de modo que cada 

replicado, após a desinfeção, contivesse cerca 200 de ovos viáveis, sendo este o número 

de ovos padrão utilizado durante todo o trabalho. 

Em seguida, era pipetado 1 mL da solução de desinfetante e 1 mL do tubo dos ovos 

para um tubo tipo Falcon™ de 15 mL estéril e individualizado, com auxílio de uma 

micropipeta mecânica P1000 e pontas novas, sendo este tubo o local onde decorria a 

desinfeção. Os 2 mL de volume do tubo eram sujeitos a três ressuspensões com auxílio da 

micropipeta e a uma homogeneização manual durante 5 segundos. 

Decorridos T-4 minutos do tempo de exposição à solução desinfetante estabelecido 

para o tratamento, era retirado, após nova homogeneização, 1 mL do tubo de desinfeção 

para um tubo tipo Eppendorf AG © de 1,5 mL com auxílio da P1000, tubo esse que era 

imediatamente centrifugado a 4000 rpm durante 4 minutos numa centrífuga Eppendorf AG 

© Centrifuge 5415R. 

Após a centrifugação, era removido o sobrenadante, dada a adsorção dos ovos no 

fundo do tubo de centrifugação como pellet, e adicionado 1 mL de água às condições já 

mencionadas por forma a lavar os ovos do desinfetante, Este processo de lavagem, 

realizado com recurso à P1000 e pontas novas, era repetido mais duas vezes de modo a 

efetuar, no total, três lavagens aos ovos. 

 

Todo este procedimento de desinfeção e de lavagem era executado com vários 

replicados em simultâneo de modo a agilizar o trabalho experimental e apenas depois de 

terminado o procedimento para todos os diferentes tratamentos é que os ovos eram 

utilizados para as avaliações a realizar. 
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2.5. Ensaio 1: Viabilidade biológica dos ovos de A. tonsa pós-desinfeção 

 

O Ensaio 1 realizou-se no sentido de testar exclusivamente a viabilidade biológica 

dos ovos de A. tonsa após serem desinfetados com diferentes concentrações dos três 

desinfetantes e durante tempos de exposição diferentes, avaliando os efeitos na taxa de 

eclosão dos ovos viáveis após um período de incubação de 24 e 48 horas. 

 

2.5.1. Tratamentos e replicados 

 

Para além de todas as diferentes concentrações dos três desinfetantes foram 

também experimentados 6 diferentes tempos de exposição (5, 10, 15 20, 25 e 30 minutos) 

para cada concentração de desinfetante. Assim, foram experimentadas todas as 

combinações possíveis entre concentração de desinfetante e tempo de exposição, 

perfazendo um número total de 126 tratamentos de desinfeção diferentes (Tabela 4).  

Como tratamento de controlo, foi apenas adicionada água a 30 de salinidade, 

previamente microfiltrada por crivos de 0,22 µm e autoclavada ao invés de uma solução de 

desinfetante. Ainda assim, foi repetido o mesmo procedimento de desinfeção e de lavagem 

utilizado para as soluções dos desinfetantes. 

Para todos os tratamentos diferentes foram realizados 9 replicados. 

 

Devido ao elevado número de tratamento e replicados a experimentar, o trabalho 

experimental do Ensaio 1 foi dividido por vários dias, sendo experimentadas todas as 

concentrações de um desinfetante durante um determinado tempo de exposição no mesmo 

dia e tempos de exposição diferentes em dias diferentes. Por isso, foram também 

realizados controlos para cada dia de experiência do Ensaio 1. 
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2.5.2. Protocolo experimental 

 

Após a recolha, a desinfeção conforme o tratamento e a lavagem, o volume do tubo 

de centrifugação de cada replicado foi transposto para um poço de uma placa muiltipoços 

nova com 6 poços com auxílio de uma micropipeta mecânica P1000 e pontas novas. De 

seguida e por duas vezes, foi adicionado 1 mL de água nova às mesmas condições ao 

tubo onde se encontravam os ovos e depois transposto novamente para o poço 

correspondente de modo a garantir que era transferida a totalidade dos ovos contidos no 

tubo. Depois, a cada poço foram acrescentados também 2 mL de água às mesmas 

condições com auxílio de uma micropipeta mecânica P5000 e pontas novas, totalizando 

um volume final de incubação dos ovos de 5 mL por poço. Por último, após finalizar este 

procedimento para todos os replicados e tratamentos experimentados naquele dia, era 

contabilizado, à lupa Carl Zeiss™ Stemi™ DV4 Series, e registado o número de ovos 

viáveis presente em cada poço. Terminadas as contagens, as placas multipoços eram 

colocadas a incubar numa sala a 21 °C e com um fotoperíodo de 12L12D, durante um 

período máximo de 48 horas, sendo este o momento estabelecido como 0 horas 

experimentais para a eclosão dos ovos. 

 

De notar que, nos dias de ensaio com o mesmo desinfetante, foram reutilizadas, de 

forma aleatória, as mesmas placas mulitipoços. Entre o intervalo dos dias de ensaio, estas 

placas eram meticulosamente lavadas com álcool etílico a 70% e posteriormente com água 

destilada sendo depois colocadas a secar numa estufa Memmert GmbH + Co.KG © UFE 

600 a 55 °C. 

 

2.5.3. Taxa de eclosão 

 

Decorridas 24 e 48 horas de incubação, foram contados à lupa os ovos viáveis 

restantes e não-eclodidos. Deste modo, foram calculadas as taxas de eclosão para cada 

replicado após 24 e 48 horas de incubação segundo a seguinte equação: 

 

Taxa de Eclosão (%) = 
(N.º de ovos viáveis inicial - N.º de ovos viáveis restantes)

N.º de ovos viáveis inicial
 × 100! 

Figura 5 – Equação utilizada para calcular a taxa de eclosão dos ovos de A. tonsa após 
24 e 48 horas de incubação. 
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2.6. Ensaio 2: Eficácia microbiológica da desinfeção dos ovos de A. tonsa 

 

O Ensaio 2 realizou-se no sentido de testar a eficácia microbiológica da desinfeção 

dos ovos de A. tonsa após determinados tratamentos de desinfeção, avaliando a carga 

bacteriana dos ovos pós-desinfeção (Ensaio 2.2).  

Em simultâneo, também foi testada a viabilidade biológica dos ovos para os 

mesmos tratamentos (Ensaio 2.1). 

 

2.6.1. Tratamentos 

 

Os tratamentos de desinfeção selecionados para estas duas avaliações foram os 

tratamentos que melhores resultados obtiveram no ensaio anterior (Ensaio 1), isto é, taxas 

de eclosão mais elevadas priorizando tempos de exposição e concentrações superiores. 

Assim, para além do tratamento de controlo, foram selecionados e testados 2 

tratamentos de cada desinfetante durante o Ensaio 2 (Tabela 5). 

 

Tabela 5 – Tratamentos de desinfeção selecionados e experimentados no Ensaio 2. 

Azul de metileno (A) Iodopovidona (B) 
Hipoclorito de sódio 

(C) 

· 10 mg/L durante 

30 minutos 

(A10|30) 

· 20 mg/L durante 

30 minutos 

(A20|30) 

· 20 mg/L durante 

30 minutos 

(B20|30) 

· 100 mg/L durante 

10 minutos 

(B100|10) 

· 5 mg/L durante 

30 minutos 

(C5|30) 

· 20 mg/L durante 

20 minutos 

(C20|20) 

 

De salientar que foram preparadas novas soluções para as concentrações dos 

tratamentos selecionados para os trabalhos experimentais do Ensaio 2. 
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2.6.2. Ensaio 2.1 

 

2.6.2.1. Replicados 

 

Para o Ensaio 2.1, foram realizados 3 replicados dos tratamentos experimentados, 

sendo, na Tabela 6, sumariado o número de tratamentos e replicados utilizados para 

avaliar a viabilidade biológica dos ovos de A. tonsa pós-desinfeção durante o Ensaio 1 e o 

Ensaio 2.1. 

 

Tabela 6 – Número de tratamentos, replicados e ovos por replicado experimentados no 
Ensaio 1 e no Ensaio 2.1. 

 Ensaio 1 Ensaio 2.1 

Tratamentos 127 tratamentos: 

Controlo, sem desinfeção 

(O) 

Todas as combinações 

possíveis entre 

concentrações dos três 

desinfetante e tempos de 

exposição (Tabela 4) 

7 tratamentos: 

Controlo, sem 

desinfeção (O) 

Azul de metileno 

(A10|30 e A20|30) 

Iodopovidona 

(B20|30 e B100|10) 

Hipoclorito de sódio 

(C5|30 e C20|20) 

Replicados 9 replicados 3 replicados 

Ovos por 

replicado 
≈200 ovos viáveis ≈200 ovos viáveis 
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2.6.2.2. Protocolo experimental 

 

O protocolo experimental utilizado para o Ensaio 2.1 foi exatamente igual ao 

protocolo experimental do Ensaio 1, tendo sido executado precisamente o mesmo 

procedimento de transposição, de incubação e de contagem dos ovos viáveis. Assim, a 

taxa de eclosão de cada replicado também foi calculada segundo a equação da Figura 5. 

 

2.6.3. Ensaio 2.2 

 

No Ensaio 2.2, foram avaliadas as cargas bacterianas dos diferentes tratamentos 

através da incubação dos ovos, e posterior contagem de colónias bacterianas, em dois 

meios de cultura: Trypticase Soy Agar (TSA) e Thiosulfate-Citrate-Bile Salts-Sucrose Agar 

(TCBS), ambos da marca VWR® Chemicals BDH®. O meio TSA é um meio geral e não 

seletivo, promovendo o crescimento de diversos grupos de bactérias, e o meio TCBS é um 

meio seletivo para Vibrio spp., onde crescem apenas espécies de bactérias pertencentes 

ao género Vibrio. 

 

2.6.3.1. Preparação e plaqueamento dos meios de cultura 

 

Para a realização dos trabalhos experimentais do Ensaio 2 foram anteriormente 

preparadas placas de Petri, em número suficiente, contendo tanto meio TSA como meio 

TCBS para a inoculação dos ovos após desinfeção. 

Os dois meios de cultura, TSA e TCBS, foram preparados conforme as instruções 

do fornecedor, tendo sido o meio TSA ainda suplementado com 1,5% de cloreto de sódio 

(NaCl). Depois, foram esterilizados através de autoclavagem e vertidos, ainda quentes, 

para as respetivas placas de Petri em condições assépticas no interior de câmara de fluxo 

laminar Telstar® Bio II Advance Plus. Após serem plaqueados, os meios foram deixados a 

arrefecer e solidificar dentro da câmara de fluxo laminar, sendo depois fechadas as placas 

com a tampa correspondente e logo armazenadas na câmara frigorifica a 4 °C até utilização 

posterior. 

 

 

 

 



 

 

35 

 

2.6.3.2. Protocolo experimental 

 

Após a recolha, a desinfeção e a lavagem dos ovos e em paralelo com o Ensaio 

2.1, o volume de 1 tubo de centrifugação por tratamento foi consecutivamente diluído na 

proporção de 1:10, sendo as diluições realizadas e a concentração original posteriormente 

inoculadas nas placas dos dois meios de cultura. 

 

A fim de realizar apenas o número necessário de diluições por forma a garantir que, 

após as inoculações, é possível contar numa das placas entre 30 e 300 colónias 

bacterianas, número de colónias academicamente convencionado, foi previamente 

concretizado um teste com uma amostra de 200 ovos sem desinfeção, tendo sido 

realizadas 6 diluições decimais sucessivas a partir da amostra e depois todas inoculadas, 

mais a amostra original, em ambos os meios. Por conseguinte, foi determinado que seria 

preciso realizar 2 diluições decimais (1:10) consecutivas das amostras iniciais para o 

Ensaio 2.2, ou seja, até à diluição 10-2, inoculando, em meio TSA c/ 1,5% NaCl, a amostra 

à concentração original e as 2 diluições decimais resultantes (10-1 e 10-2), e em meio TCBS, 

a amostra à concentração original e apenas a 1.ª diluição decimal (10-1). De referir que 

todas as diluições decimais foram realizadas pipetando 1 volume da amostra, ou da 

diluição anterior, para 9 volumes de soro com 1,5% de NaCl. 

 

Assim, operando na câmara de fluxo laminar, foram executadas estas 2 diluições 

das amostras de cada tratamento, sempre após uma homogeneização moderada com 

recurso ao vórtex e com auxílio de uma micropipeta mecânica P1000 e pontas novas, 

pipetando 1 mL de amostra para tubos de ensaio autoclavados já preenchidos por 9 mL de 

soro c/ 1,5% NaCl. Em seguida, procedeu-se à inoculação de 100 µL de cada amostra 

inicial em duplicado e das respetivas diluições em triplicado para as placas contendo os 

meios TSA c/ 1,5% NaCl e TCBS, também após homogeneizações com vórtex e com 

auxílio de uma micropipeta mecânica P100 e pontas novas. Depois seguiu-se o 

espalhamento do inóculo de forma persistente e uniforme pela placa, com um espalhador 

novo para cada placa e por último, foram fechadas todas as placas de Petri inoculadas com 

as tampas correspondentes e seladas com papel parafilm pela periferia de ambas metades. 

Findo o procedimento anterior, as placas foram transportadas para uma estufa de 

incubação Memmert GmbH + Co.KG © IPP110 a 22 °C, tendo sido colocadas a incubar, 

durante um período de 48 horas no caso das placas de meio TSA e durante um período de 

24 horas no caso das placas de meio TCBS. 
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2.6.3.3. Unidades formadoras de colónias (CFUs) 

 

Decorridos os períodos de incubação, foram retiradas as placas da estufa e foi 

contado, num contador de colónias Stuart® Colony Counter SC6, e registado o número de 

colónias bacterianas existente em cada placa correspondente à carga bacteriana do 

inóculo que se desenvolveu durante o respetivo período de incubação.  

 

Assim, foram calculadas as unidades formadoras de colónias (CFUs) para cada 

amostra conforme a equação representada na Figura 6, selecionando a diluição cujas 

placas apresentavam entre 30 e 300 colónias e realizada uma média entre as contagens 

de colónias dessas placas. 

 

CFU/mL = Média do número de colónias × 
1

Diluição 
 × 

1

Volume do inóculo (mL)
  

Figura 6 – Equação utilizada para calcular as CFUs das amostras de ovos de A. tonsa 
inoculadas em meio TSA e TCBS. 
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2.7. Análise estatística 

 

Todos os dados foram tratados estatisticamente com recurso ao software R v.3.6.1 

(The R Project for Statistical Computing, © The R Foundation) e as análises gráficas foram 

produzidas através do programa Microsoft® Excel® v.16.0 (Microsoft® Office 365 versão 

2104). Os resultados, sempre que aplicável, foram apresentados sobre a forma de média 

± desvio-padrão (SD) ou sobre a forma média ± limites dos intervalos de confiança de 95% 

(95% CI) sendo o formato apresentado sempre devidamente referenciado. 

 

Os testes estatísticos aplicados aos resultados obtidos variaram conforme a sua 

natureza, tendo sido realizados: testes t de Student, teste paramétrico, e U de Mann-

Whitney, teste não paramétrico, para o tratamento do número efetivo de ovos incubados; 

teste de Kruskal-Wallis, análise não paramétrica, seguido do teste a posteriori de Dunn 

quando observadas diferenças significativas, e teste t de Student para o tratamento das 

taxas de eclosão dos ovos às 48 h dos tratamentos de controlo; testes Z para duas 

proporções, teste paramétrico, testes Qui-quadrado para duas proporções com a correção 

de continuidade de Yates, teste não paramétrico, para o tratamento das proporções de 

ovos eclodidos 24/48 h; correlação de Spearman, medida não paramétrica, para o 

tratamento da relação entre a taxa de eclosão e o período de eclosão dos ovos; análises 

de variância (ANOVAs) com um fator, análise paramétrica, seguidas do teste a posteriori 

de Dunnett, comparações múltiplas com o tratamento de controlo, quando observadas 

diferenças significativas, e testes de Kruskal-Wallis, análise não paramétrica, seguidos do 

teste a posteriori de Dunn para comparações múltiplas com o tratamento de controlo com 

o método de Bonferroni para o ajuste dos valores p quando observadas diferenças 

significativas, para o tratamento das taxas de eclosão dos ovos às 48 h dos tratamentos 

realizados no Ensaio 1 e no Ensaio 2.1. 

Todos os pressupostos de normalidade e homocedasticidade das amostras foram 

verificados quando necessário através do teste de Shapiro–Wilk e do teste de Bartlett 

respetivamente. 

Para todos os testes e análises realizadas o nível de significância utilizado foi 

sempre de p < 0,05. 
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3.   Resultados 

 

3.1 Parâmetros da água da cultura 

 

Os valores registados para os parâmetros da cultura de A. tonsa avaliados foram 

os seguintes: 8,09 ± 0,07 de pH (média ± desvio-padrão (SD)), 5,78 ± 0,53 mg/L de oxigénio 

dissolvido, 0,26 ± 0,09 mg/L de amónia, 0,10 ± 0,07 mg/L de nitritos e 5,83 ± 2,64 mg/L de 

nitratos. 

 

3.2 Número efetivo de ovos incubados 

 

No total de 1296 replicados realizados durante o Ensaio 1, o número efetivo de ovos 

viáveis de A. tonsa contabilizados e colocados a incubar às 0 horas experimentais por 

replicado foi de 170 ± 33 ovos (média ± SD). 

 

O conjunto destes ovos de todos os replicados realizados durante o Ensaio 1, 

resultantes de todos os procedimentos de desinfeção e lavagem executados, mostra-se 

significativamente diferente de 200 (Teste U de Mann-Whitney, U = 92993; p < 0,001), o 

número de ovos padrão e expectável de encontrar por replicado. 

 

 

Para o Ensaio 2.1, o número efetivo de 

ovos viáveis incubados por replicado foi de 174 ± 

29 ovos, mostram-se também significativamente 

diferente de 200 (Teste t de Student, t = -4,036; p 

< 0,001). Contudo, não se mostra 

significativamente diferente dos ovos dos 

replicados do Ensaio 1 (Teste U de Mann-

Whitney, U = 12752; p > 0,05) (Figura 7). 

 

 

 

 

 

Figura 7 – Número efetivo de ovos 
viáveis de A. tonsa incubados por 
replicado às 0 horas durante o Ensaio 
1 (n = 1296) e 2.1 (n = 21). 
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3.3 Taxas de eclosão dos ovos às 48 h dos tratamentos de controlo

A taxa média de eclosão dos ovos viáveis de A. tonsa às 48 horas (h) de todos os 

tratamentos de controlo (O) realizados no decorrer do Ensaio 1 foi de 90,93% ± 4,93% 

(média ± SD) e para o Ensaio 2.1 foi de 95,83% ± 1,47%.

O Ensaio 1 apresenta um elevado desvio-padrão mostrando diferenças 

significativas entre as taxas de eclosão às 48 h dos controlos (O) realizados para o 

desinfetante azul de metileno (A) (95,99% ± 2,15%), para o desinfetante iodopovidona (B) 

(89,80% ± 3,48%) e para o desinfetante hipoclorito de sódio (C) (87,00% ± 3,76%) (Teste 

de Kruskal-Wallis, H = 98,931; p < 0,001) (Figura 8).

No entanto, as taxas de eclosão às 48 h dos controlos do azul de metileno (O (A)) 

não se mostraram significativamente diferentes das taxas de eclosão às 48 h do controlo 

do Ensaio 2.1 (O (2.1) (Teste de t de Student, t = 0,179; p > 0,05) (Figura 8).

Figura 8 – Taxas de eclosão (%) médias dos ovos às 48 h de 
A. tonsa (barras) e respetivos intervalos de confiança de 95% 
(barras de erro) dos tratamentos de controlo (O) do
desinfetante azul de metileno (A) (n = 54), do desinfetante 
iodopovidona (B) (n = 54) e do desinfetante hipoclorito de sódio 
(C) (n = 54) do Ensaio 1 e também do tratamento de controlo 
(O) do Ensaio 2.1 (n = 3).
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3.4 Proporção de ovos eclodidos 24/48 h e a relação com a taxa de eclosão 

às 48h 

 

A proporção média de ovos de A. tonsa eclodidos 24/48 horas (h) de todos os 

tratamentos de controlo (O) realizados durante todo o Ensaio 1 foi de 87,67% ± 7,43% 

(média ± SD) e de 96,12% ± 1,24%. para o Ensaio 2.1. 

 

Uma vez mais o Ensaio 1 apresenta um elevado desvio-padrão evidenciando 

diferenças apreciáveis entre as proporções de ovos eclodidos 24/48 h dos tratamentos de 

controlo (O), nomeadamente diferenças significativas entre os controlos do desinfetante 

azul de metileno (O (A)) (94,70% ± 3,76%) e os controlos do desinfetante hipoclorito de 

sódio (O (C)) (81,30% ± 6,29%) (Teste Qui-quadrado para duas proporções, χ2 = 6,562; p 

= 0,010) (Figura 9). 

As proporções 24/48 h do tratamento de controlo do Ensaio 2.1 (O (2.1) e dos 

controlos do desinfetante hipoclorito de sódio também se mostraram significativamente 

diferentes (Teste Qui-quadrado para duas proporções, χ2 = 8,625; p = 0,003) (Figura 9). 

Já as proporções 24/48 h dos restantes tratamentos de controlo não se mostraram 

significativamente diferentes entre si (Testes Z para duas proporções e Testes Qui-

quadrado para duas proporções; p > 0,05) (Figura 9). 

 

Para além disso, as proporções de ovos eclodidos 24/48 h do conjunto de todos 

tratamentos de desinfeção realizado para cada desinfetante não se mostrou 

significativamente diferente dos respetivos controlos, nem as proporções 24/48 h dos 

diferentes tempos de exposição experimentados de cada desinfetante entre si, nem mesmo 

a proporção 24/48 h de nenhum tratamento em particular, de todas as combinações 

testadas de concentração de desinfetante e tempo de exposição, evidenciou diferenças 

significativas relativamente ao controlo correspondente (Testes Z para duas proporções e 

Testes Qui-quadrado para duas proporções; p > 0,05) (Figura 9) (Figura 10). 
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De salientar que, embora não sendo estatisticamente significativo, os tratamentos 

de desinfeção com concentrações mais elevadas de hipoclorito de sódio apresentaram 

uma ligeira tendência para proporções 24/48 h superiores comparativamente com 

concentrações mais baixas e os controlos (Figura 9), e os tratamentos de desinfeção com 

tempos de exposição ao hipoclorito de sódio mais elevados exibiram uma pequena 

tendência para proporções 24/48 h inferiores em comparação com tempos de exposição 

mais reduzidos (Figura 10).

Figura 9 – Proporções de ovos de A. tonsa eclodidos 24/48 h (%) médias (barras) dos 
tratamentos de controlo (O), de 5 mg/L e de 100 mg/L do desinfetante azul de metileno 
(A) (n = 54), do desinfetante iodopovidona (B) (n = 54) e do desinfetante hipoclorito de 
sódio (C) (n = 54) do Ensaio 1 e também do tratamento de controlo (O) do Ensaio 2.1 (n
= 3).

Figura 10 – Proporções de ovos de A. tonsa eclodidos 24/48 h (%) médias (barras) dos 
tratamentos com tempos de exposição de 5, 20 e 30 minutos do desinfetante azul de 
metileno (A) (n = 63), do desinfetante iodopovidona (B) (n = 63) e do desinfetante 
hipoclorito de sódio (C) (n = 63) do Ensaio 1.
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Quanto à relação entre a taxa de eclosão às 48 h e a proporção de ovos eclodidos 

24/48 h, as duas variáveis mostram-se significativa e positivamente correlacionadas entre 

si (Correlação de Spearman, ρ = 0,749; p < 0,001). 

Esta forte correlação positiva (ρ = 0,749) entre a taxa de eclosão às 48 h e a 

proporção 24/48 h quer dizer que ovos com taxas de eclosão às 48 h mais elevadas tendem 

a apresentar proporções 24/48 h mais elevadas e vice-versa. Já ovos com taxas de eclosão 

às 48 h mais baixas tendem a apresentar proporções 24/48 h menores e vice-versa 

também. 

 

3.5 Taxas de eclosão dos ovos às 48 h do Ensaio 1 

 

Todas as taxas médias de eclosão dos ovos viáveis às 48 horas (h) e os respetivos 

limites dos intervalos de confiança de 95% da totalidade dos tratamentos experimentados, 

dos três desinfetantes, azul de metileno, iodopovidona e hipoclorito de sódio, com as 

concentrações e os tempos de exposição diferentes, no decorrer do Ensaio 1 (Tabela 4) 

encontram-se indicadas no Anexo 1. 

 

Começando pelos resultados dos diferentes tratamentos testados do desinfetante 

azul de metileno (A) e os tratamentos de controlo correspondentes (O) encontram-se 

representados graficamente na Figura 11 sob a forma de taxas de eclosão médias às 48 h 

e respetivos intervalos de confiança de 95%. 

 

As diferentes concentrações de azul de metileno a que os ovos foram submetidos 

(1, 2, 5, 10, 20, 40 e 100 mg/L) não mostraram influenciar significativamente as taxas de 

eclosão dos ovos às 48 h após 5 minutos de exposição (Análise de variância (ANOVA), F 

= 1,136; p > 0,05) (Figura 11). 

Já para os 10 minutos (ANOVA, F = 2,862; p = 0,012), os 15 minutos (ANOVA, F = 

5,555; p < 0,001), os 20 minutos (ANOVA, F = 23,35; p < 0,001), os 25 minutos (Teste de 

Kruskal-Wallis, H = 38,859; p < 0,001) e 30 minutos (ANOVA, F = 59,97; p < 0,001) de 

tempo de exposição às diferentes concentrações de azul de metileno experimentadas os 

ovos evidenciaram diferenças significativas entre as suas taxas de eclosão às 48 h e as 

taxas dos tratamentos de controlo (Figura 11). 
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As taxas de eclosão às 48 h dos tratamentos com concentrações de 1, 2, 5, 10 e 

20 mg/L de azul de metileno não se mostraram significativamente diferentes das taxas dos 

controlos em nenhum dos tempos de exposição (5, 10, 15, 20, 25 e 30 minutos) embora a 

concentração 20 mg/L após 30 minutos de exposição apresente taxas de eclosão dos ovos 

às 48h quase significativamente inferiores às taxas do controlo (Teste a posteriori de 

Dunnett; p = 0,068) (Figura 11). 

 

As taxas de eclosão às 48 h dos tratamentos com a concentração 40 mg/L de azul 

de metileno não se apresentaram significativamente diferentes das taxas dos controlos 

após 5, 10, 15, 20 minutos de exposição, contudo já apresentaram diferenças significativas 

e taxas de eclosão às 48h inferiores relativamente aos tratamentos de controlo para 25 

minutos (Teste a posteriori de Dunn c/ controlo; p = 0,021) e 30 minutos de exposição 

(Teste a posteriori de Dunnett; p < 0,001) (Figura 11). 

 

As taxas de eclosão às 48 h dos tratamentos com a concentração 100 mg/L de azul 

de metileno apenas não evidenciariam diferenças significativas em relação às taxas dos 

controlos para 5 minutos de exposição. Após 10 minutos (Teste a posteriori de Dunnett; p 

= 0,002), 15 minutos (Teste a posteriori de Dunnett; p < 0,001), 20 minutos (Teste a 

posteriori de Dunnett; p < 0,001), 25 minutos (Teste a posteriori de Dunn c/ controlo; p < 

0,001) e 30 minutos de exposição (Teste a posteriori de Dunnett; p < 0,001) as taxas de 

eclosão às 48 h já se mostraram significativamente inferiores às taxas do controlo (Figura 

11). 
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Passando aos resultados dos diferentes tratamentos experimentados do 

desinfetante iodopovidona (B) e os respetivos tratamentos de controlo (O) encontram-se 

reproduzidos graficamente na Figura 12 no formato de taxas de eclosão médias às 48 h e 

respetivos intervalos de confiança de 95%. 

 

As diferentes concentrações de iodopovidona com que os ovos foram desinfetados 

(2, 5, 10, 20, 40, 80 e 100 mg/L) não mostraram influenciar significativamente as taxas de 

eclosão dos ovos às 48 h após 5 minutos de exposição (Análise de variância (ANOVA), F 

= 1,791; p > 0,05) (Figura 12).  

 

Já após 10 minutos de exposição, as diferentes concentrações exibiram diferenças 

significativas entre as suas taxas de eclosão às 48 h e as taxas de eclosão do controlo 

(Teste de Kruskal-Wallis, H = 20,173; p = 0,005) porém estas diferenças significativas 

voltaram a não se verificar após 15 minutos (Teste de Kruskal-Wallis, H = 12,504; p > 0,05) 

e 20 minutos (ANOVA, F = 1,585; p > 0,05) de exposição dos ovos às diferentes 

concentrações de iodopovidona (Figura 12). 

Para restantes os tempos de exposição, 25 minutos (ANOVA, F = 7,162; p < 0,001) 

e 30 minutos (Teste de Kruskal-Wallis, H = 34,906; p < 0,001), as diferentes concentrações 

de iodopovidona testadas apresentaram diferenças significativas entre as suas taxas de 

eclosão às 48 h e as taxas de eclosão dos ovos dos tratamentos de controlo (Figura 12). 

 

As taxas de eclosão às 48 h dos tratamentos de iodopovidona com as 

concentrações 2, 5, 10, 20 e 40 mg/L não se mostraram significativamente diferentes das 

taxas dos controlos após nenhum dos tempos de exposição (5, 10, 15, 20, 25 e 30 minutos) 

apesar de a concentração 40 mg/L após 30 minutos de exposição revelar taxas de eclosão 

quase significativamente inferiores às taxas do controlo (Teste a posteriori de Dunn c/ 

controlo; p = 0,074) (Figura 12). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

47 

 

As taxas de eclosão às 48 h dos tratamentos com a concentração 80 mg/L de 

iodopovidona apenas se demonstraram significativamente inferiores às taxas de eclosão 

dos controlos após 30 minutos de exposição (Teste a posteriori de Dunn c/ controlo; p = 

0,006), todavia para os 25 minutos de exposição já exibia diferenças quase significativas e 

taxas às 48 h inferiores em comparação ao tratamento de controlo (Teste a posteriori de 

Dunnett; p = 0,057). Já após apenas 10 minutos de exposição revela também diferenças 

quase significativas, mas com taxas de eclosão dos ovos desta vez superiores às taxas do 

controlo Teste a posteriori de Dunn c/ controlo; p = 0,093) (Figura 12). 

 

As taxas de eclosão dos ovos às 48 h dos tratamentos com concentrações de 100 

mg/L de iodopovidona apenas não se mostraram significativamente diferentes 

relativamente às taxas dos controlos para os tempos de exposição de 5, 15, e 20 minutos. 

Após 10 minutos de exposição as taxas de eclosão apresentaram-se significativamente 

superiores comparativamente com o controlo (Teste a posteriori de Dunn c/ controlo; p = 

0,023) e após 25 minutos e 30 minutos de exposição (Teste a posteriori de Dunnett e Teste 

a posteriori de Dunn c/ controlo; p < 0,001) as taxas de eclosão às 48 h já se demonstraram 

significativamente inferiores às taxas às 48h do controlo (Figura 12).
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Por último, os resultados dos diferentes tratamentos realizados com o desinfetante 

hipoclorito de sódio (C) e os respetivos tratamentos de controlo (O) apresentam-se 

graficamente retratados na Figura 13 sob a forma de taxas de eclosão médias às 48 h e 

respetivos intervalos de confiança de 95%. 

 

Todos os tempos de exposição experimentados a que os ovos foram expostos com 

hipoclorito de sódio (5, 10, 15, 20, 25 e 30 minutos) evidenciaram diferenças significativas 

entre as taxas de eclosão dos ovos às 48 h das diferentes concentrações e as taxas de 

eclosão dos tratamentos de controlo (5 minutos: (Análise de variância (ANOVA), F = 4,28; 

p < 0,001); 10 minutos: (Teste de Kruskal-Wallis, H = 36,056; p < 0,001); 15 minutos: (Teste 

de Kruskal-Wallis, H = 41,92; p < 0,001); 20 minutos: (Teste de Kruskal-Wallis, H = 46,101; 

p < 0,001); 25 minutos: (Teste de Kruskal-Wallis, H = 45,797; p < 0,001) e 30 minutos 

(ANOVA, F = 8,78; p < 0,001)) (Figura 13).  

 

Apenas as taxas de eclosão às 48 h dos tratamentos de hipoclorito de sódio com a 

concentração de 5 mg/L não se apresentaram significativamente diferentes das taxas dos 

controlos para nenhum dos tempos de exposição (5, 10, 15, 20, 25 e 30 minutos) (Figura 

13). 

 

As taxas de eclosão às 48 h dos tratamentos com a concentração 20 mg/L de 

hipoclorito de sódio apenas se revelaram significativamente inferiores às taxas dos 

tratamentos de controlo após 25 minutos (Teste a posteriori de Dunn c/ controlo; p = 0,048) 

e 30 minutos de exposição (Teste a posteriori de Dunnett; p = 0,004) (Figura 13). 

 

Já as taxas de eclosão às 48 h de hipoclorito de sódio com a concentração de 40 

mg/L exibiram diferenças significativas e taxas inferiores às taxas dos controlos para o 

tempo de exposição de 20 minutos (Teste a posteriori de Dunn c/ controlo; p = 0,024), 25 

minutos (Teste a posteriori de Dunn c/ controlo; p = 0,012) e 30 minutos (Teste a posteriori 

de Dunnett; p = 0,002) (Figura 13). 
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As taxas de eclosão às 48 h dos tratamentos com a concentração 80 mg/L de 

hipoclorito de sódio mostraram-se significativamente inferiores às taxas de eclosão dos 

controlos após 15 minutos (Teste a posteriori de Dunn c/ controlo; p = 0,018), 20 minutos 

(Teste a posteriori de Dunn c/ controlo; p = 0,004), 25 minutos (Teste a posteriori de Dunn 

c/ controlo; p = 0,002) e 30 minutos de exposição (Teste a posteriori de Dunnett; p < 0,001). 

Ainda para os 10 minutos de exposição relevava já diferenças quase significativas e taxas 

inferiores em relação às taxas de eclosão dos ovos do controlo (Teste a posteriori de Dunn 

c/ controlo; p = 0,055) (Figura 13). 

 

As taxas de eclosão dos ovos às 48 h dos tratamentos com concentrações de 100, 

200 e 300 mg/L de hipoclorito de sódio evidenciaram-se significativamente inferiores 

comparativamente com as taxas dos tratamentos de controlo para todos os tempos de 

exposição, 5, 10, 15, 20, 25 e 30 minutos (5 minutos: (100 mg/L: (Teste a posteriori de 

Dunnett; p = 0,025); 200 mg/L: (Teste a posteriori de Dunnett; p = 0,002); 300 mg/L: (Teste 

a posteriori de Dunnett; p < 0,001)); 10 minutos: (100 mg/L: (Teste a posteriori de Dunn c/ 

controlo; p = 0,007); 200 e 300 mg/L: (Testes a posteriori de Dunn c/ controlo; p < 0,001)); 

15 minutos: (100 mg/L: (Teste a posteriori de Dunn c/ controlo; p = 0,002); 200 e 300 mg/L: 

(Testes a posteriori de Dunn c/ controlo; p < 0,001)); 20, 25 e 30 minutos: (100, 200 e 300 

mg/L: (Testes a posteriori de Dunnett e Testes a posteriori de Dunn c/ controlo; p < 0,001))) 

(Figura 13). 
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Analisando as diferenças entre as taxas de eclosão médias às 48h dos tratamentos 

com 5, 20 e 100 mg/L dos três desinfetantes (azul de metileno (A), iodopovidona (B) e 

hipoclorito de sódio (C)) após 30 minutos de exposição e as taxas às 48 h dos respetivos 

tratamentos de controlo (O), verifica-se que, apenas os tratamentos com hipoclorito de 

sódio registaram uma taxa de eclosão apreciavelmente inferior relativamente aos controlos 

para todas as concentrações, ultrapassando os -5% de eclosão logo na exposição de 5 

mg/L durante 30 minutos (-5,58%), e os -10% de eclosão dos ovos quando expostos a 100 

mg/L durante 30 minutos (-10,68%) (Figura 14). 

Já para os desinfetantes azul de metileno e iodopovidona apenas após a exposição 

de 100 mg/L durante 30 minutos é que os ovos revelaram diferenças consideráveis e 

negativas na sua eclosão, superiores a -10% no caso do azul de metileno, sendo até o 

tratamento com uma diferença mais inferior em relação ao controlo das concentrações 

comparadas entre os três desinfetantes (-11,45%), e entre os -5% e os -10% de eclosão 

para o caso da iodopovidona (-7,28%) (Figura 14). 

A diferença menor em comparação ao tratamento de controlo e positiva neste caso, 

apresentando uma taxa de eclosão média às 48 h superior à obtida para os ovos do 

controlo, foi registada para a concentração 5 mg/L de azul de metileno durante 30 minutos 

de exposição (+1,61%) (Figura 14). 

 

Considerando desta vez as diferenças entre as taxas de eclosão médias às 48h dos 

tratamentos apenas com 100 mg/L dos três desinfetantes (azul de metileno (A), 

iodopovidona (B) e hipoclorito de sódio (C)) mas após 5, 10, 20 e 30 minutos de exposição 

e as taxas às 48h dos respetivos tratamentos de controlo (O), é possível verificar uma vez 

mais que apenas os tratamentos com hipoclorito de sódio registaram taxas às 48h 

consideravelmente inferiores relativamente aos controlos para todos os tempos de 

exposição, superando os -5% de eclosão não após 5 mas após 10 minutos de exposição 

a 100 mg/L (-7,43%), e os -10% de eclosão dos ovos quando expostos apenas durante 30 

minutos a 100 mg/L (-10,68%) (Figura 15). 

Para o desinfetante azul de metileno apenas durante 20 minutos de exposição a 

100 mg/L é que as diferenças negativas entre as taxas excederam os -5% (-7,08%) e após 

30 minutos de exposição a 100 mg/L ultrapassaram já os -10%, sendo novamente a 

diferença mais inferior dos tratamentos comparados (-11,45%) (Figura 15). 
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Para o desinfetante iodopovidona os tempos de exposição 5 e 10 minutos a 100 

mg/L apresentaram as menores diferenças e positivas também, tendo sido registadas taxas 

médias às 48 h superior às dos tratamentos de controlo (+2,19% e +3,52% 

respetivamente). Já para os tempos de exposição 20 e 30 minutos a 100 mg/L verificaram-

se diferenças negativas entre as taxas que, no caso dos 30 minutos de exposição, superam 

os -5% (-7,28%) (Figura 15).

Figura 14 – Diferenças das taxas de eclosão (%) médias dos ovos às 48 h entre 
os tratamentos de controlo (0%) e os tratamentos com 5, 20 e 100 mg/L dos três 
desinfetantes (azul de metileno (A), iodopovidona (B) e hipoclorito de sódio (C)) 
após 30 minutos de exposição do Ensaio 1 (barras) (n = 9).

Figura 15 – Diferenças das taxas de eclosão (%) médias dos ovos às 48 h entre os 
tratamentos de controlo (0%) e os tratamentos com 100 mg/L dos três desinfetantes 
(azul de metileno (A), iodopovidona (B) e hipoclorito de sódio (C)) após 5, 10, 20 e 30 
minutos de exposição do Ensaio 1 (barras) (n = 9).
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3.6 Taxas de eclosão dos ovos às 48 h do Ensaio 2.1 

 

Todas as taxas médias de eclosão dos ovos viáveis às 48 horas (h) e os respetivos 

intervalos de confiança de 95% dos tratamentos de desinfeção selecionados e realizados 

no Ensaio 2.1 (A10|30; A20|30; B20|30; B100|10; C5|30; C20|20 (Tabela 5)) encontram-se 

apresentadas no Anexo 2 e representadas graficamente na Figura 16. 

 

As taxas de eclosão dos ovos às 48 h resultantes dos tratamentos designados para 

o Ensaio 2.1 mostraram-se significativamente diferentes das taxas de eclosão do 

tratamento de controlo (O) (Análise de variância (ANOVA), F = 11,56; p < 0,001), 

nomeadamente taxas às 48 h superiores para o tratamento de desinfeção de 100 mg/L de 

iodopovidona durante 10 minutos de exposição (B100|10) (Teste a posteriori de Dunnett; p 

= 0,020) e taxas inferiores para o tratamentos com 5 mg/L de hipoclorito de sódio durante 

30 minutos (C5|30) (Teste a posteriori de Dunnett; p = 0,010) (Figura 16). 

 

Quanto às as diferenças entre as taxas de eclosão médias às 48h dos tratamentos 

selecionados e experimentados no Ensaio 2.1 e as taxas de eclosão do controlo apenas 

os mesmos dois tratamentos acima referidos apresentaram diferenças destacáveis, acima 

ou abaixo dos 2%, registando o tratamento com 100 mg/L de iodopovidona durante 10 

minutos uma diferença de eclosão de +2,65% e o tratamento de desinfeção de 5 mg/L de 

hipoclorito de sódio durante 30 minutos de exposição uma diferença entre taxas médias de 

-2,91% (Figura 17). 
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Figura 16 – Taxas de eclosão (%) médias dos ovos às 48 h (barras) e 
respetivos intervalos de confiança de 95% (barras de erro) dos
diferentes tratamentos do Ensaio 2.1 (n = 3). Diferenças significativas 
(p < 0,05) resultantes das análises estatísticas e das posteriores 
comparações múltiplas com o tratamento de controlo (O) indicadas 
com um “*”.

Figura 17 – Diferenças das taxas de eclosão (%) médias dos ovos 
às 48 h entre o tratamento de controlo (0%) e os restantes
tratamentos do Ensaio 2.1 (barras) (n = 3).
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3.7 CFUs determinadas em meio TSA e TCBS do Ensaio 2.2 

 

Todas as unidades formadoras de colónias (CFUs) por mililitro (mL) determinadas 

em meio TSA e TCBS para os tratamentos de desinfeção selecionados e testados no 

decorrer do Ensaio 2.2 (A10|30; A20|30; B20|30; B100|10; C5|30; C20|20 (Tabela 5)) 

encontram-se indicadas no Tabela 7. 

 

Tabela 7 – Unidades formadoras de colónias (CFUs) por mL determinadas em meio TSA 
e TCBS para os tratamentos realizados no Ensaio 2.2 (n = 1). 

Tratamento 
Concentração 
(mg/L) 

Tempo de 
exposição 

CFUs/mL 
em meio TSA 

CFUs/mL 
em meio TCBS 

Controlo (O) 0  1,28 x 104 5,85 x 102 

Azul 
de metileno (A) 

10 30 min 8,80 x 103 5,60 x 102 

Azul 
de metileno (A) 

20 30 min 9,03 x 103 5,20 x 102 

Iodopovidona (B) 20 30 min 1,14 x 104 6,00 x 102 

Iodopovidona (B) 100 10 min 5,30 x 103 3,30 x 102 

Hipoclorito 
de sódio (C) 

5 30 min 1,20 x 104 5,33 x 102 

Hipoclorito 
de sódio (C) 

20 20 min 3,00 x 103 4,60 x 102 

 

 

Estas unidades formadoras de colónias (CFUs) determinadas em meio TSA e TCBS 

para os mesmos tratamentos realizados no Ensaio 2.2 encontram-se também reproduzidas 

graficamente, por ovo e não por mL, na Figura 18 para ambos os meios, e na Figura 19, 

em pormenor, apenas para o meio TCBS. 

 

Relativamente às unidades formadoras de colónias (CFUs) determinadas em meio 

TSA, a totalidade dos tratamentos de desinfeção experimentados revelaram uma 

diminuição e menores CFUs que o tratamento de controlo (O) (Tabela 7) (Figura 18) mas 

o tratamento com 20 mg/L de iodopovidona durante 30 minutos (B20|30) e o tratamento de 

5 mg/L de hipoclorito de sódio durante 30 minutos (C5|30) apresentaram diferenças muito 

pequenas e inferiores a -10 CFUs por ovo em comparação com o controlo (Figura 18). 
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Os dois tratamentos com azul de metileno, 10 e 20 mg/L durante 30 minutos (A10|30 

e A20|30), registaram diferenças entre os -10 e os -20 CFUs por ovo comparativamente ao 

tratamento de controlo e os tratamentos 100 mg/L de iodopovidona durante 10 minutos 

(B100|10) e 20 mg/L de hipoclorito de sódio durante 20 minutos (C20|20) mostraram

diferenças substanciais e superiores a -20 CFUs por ovo em relação ao controlo, nomeada 

e respetivamente de -37 e -49 CFUs por ovo (Figura 18).

Figura 18 – Unidades formadoras de colónias (CFUs) por ovo 
determinadas em meio TSA (barras claras) e TCBS (barras escuras) 
para os tratamentos realizados no Ensaio 2.2 (n = 1).
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Quanto às unidades formadoras de colónias (CFUs) determinadas em meio TCBS, 

os tratamentos de desinfeção testados demonstraram CFUs muito idênticas ao tratamento 

de controlo (O) (Tabela 7) (Figura 18), de destacar apenas o tratamento com 20 mg/L de 

hipoclorito de sódio durante 20 minutos (C20|20) com uma diferença de -0,63 CFUs por 

ovo relativamente ao controlo e o tratamento com 100 mg/L de iodopovidona durante 10 

minutos (B100|10) com uma diferença de -1,28 CFUs em comparação com o controlo 

(Figura 19).

Figura 19– Unidades formadoras de colónias (CFUs) por ovo 
determinadas em meio TCBS (barras) para os tratamentos 
realizados no Ensaio 2.2 (n = 1).
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4.   Discussão 

 

4.1 Qualidade da água da cultura de A. tonsa 

 

Os valores obtidos de todos os parâmetros avaliados, pH, DO, amónia, nitritos e 

nitratos, relativos à qualidade da água da cultura, são semelhantes a valores obtidos 

noutras culturas de A. tonsa (Drillet et al., 2008b; Pham, 2014; Franco et al., 2017; Jepsen 

et al., 2017) e encontram-se dentro dos valores recomendados e adequados para o normal 

desenvolvimento e reprodução desta espécie em cativeiro (Marcus et al., 2004; Jepsen et 

al., 2015; Jørgensen et al., 2019). 

 

4.2 Técnica de desinfeção e de lavagem dos ovos de A. tonsa 

 

O protocolo concretizado de desinfeção e lavagem dos ovos e a técnica 

desenvolvida e executada para esse efeito revelaram-se resultados pouco consistentes e 

ligeiramente ineficazes em conservar o número de ovos inicialmente submetido à 

desinfeção e pretendido para as avaliações realizadas neste trabalho, número padrão este 

de 200 ovos. 

 

Tanto o Ensaio 1 como o Ensaio 2.1, realizado meses depois e após muitos dias 

experimentais do Ensaio 1, apresentaram um número de ovos médio por replicado final de 

cerca de 170 ovos, o que relativamente aos 200 ovos do número padrão e estimado para 

cada replicado representa uma perda média de 15% em todo o processo desde o início da 

desinfeção nos tubos tipo Falcon™ de 15 mL, passando pelos tubos tipo Eppendorf AG© 

de 1,5 mL e as sucessivas centrifugações incluindo remoção de sobrenadantes e adição 

de água microfiltrada e autoclavada, até à transposição final dos ovos para os poços de 

incubação das placas multipoços. 

Esta perda média de 15% dos ovos iniciais pode dever-se a vários fatores como a 

adsorção às paredes dos tubos e das pontas das pipetas e resistência na transposição de 

tubo para tubo por parte de alguns ovos, como velocidade de rotação (4000 rpm) ou 

duração (4 minutos) de centrifugação insuficientes para aglomerar todos os ovos em 

suspensão no pellet, ou ainda a homogeneização manual algo ineficaz não permitindo uma 

concentração uniforme e uma suspensão homogénea dos ovos no interior dos tubos. 
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Em todo o caso, a ser aplicada na indústria e em ordens de grandeza dos milhares 

ou até dos milhões de ovos, esta técnica necessita de otimização e aperfeiçoamentos nos 

processos pois perdas médias de 15% a nível empresarial são extremamente 

inconvenientes e penosas em termos lucrativos. 

 

4.3 Eclosão dos ovos de A. tonsa sem desinfeção 

 

As taxas de eclosão de ovos viáveis de A. tonsa às 48 horas (h) obtidas para os 

tratamentos de controlo do Ensaio 1 e do Ensaio 2.1 apresentaram-se, no cômputo geral, 

acima dos 90% e, em alguns casos, até acima dos 95%. 

 

Estas taxas de eclosão de ovos viáveis às 48 h bastante elevadas e relativamente 

próximas da eclosão total dos ovos avaliados para os controlos já foi registada em outros 

estudos para esta espécie, nomeadamente organismos da estirpe dinamarquesa, como é 

o caso (Drillet et al., 2008a; Drillet et al, 2011b; Hagemann et al, 2016; Hansen et al., 2016; 

Jørgensen et al., 2019), sendo por isso, numa cultura saudável e produtiva, uma espécie 

não só caracterizada, em condições favoráveis, por taxas de eclosão de ovos viáveis muito 

apreciáveis e satisfatórias (Marcus & Lutz, 1994; Burkart & Kleppel, 1998; Peck et al., 2008; 

Ohs et al., 2009; Zhang et al., 2015) mas também por elevadas percentagens de ovos 

viáveis entre o número total de ovos produzidos (A. G. Mendes, observação pessoal; 

Burkart & Kleppel, 1998; Jepsen et al., 2007; Drillet et al, 2011b). 

 

Todavia, as taxas de eclosão às 48 h dos controlos realizados para os desinfetantes 

iodopovidona e hipoclorito de sódio exibiram taxas de eclosão significativamente inferiores 

em relação aos controlos do azul de metileno e do Ensaio 2.1 (Figura 8). 

O decréscimo no sucesso de eclosão dos ovos pode suceder devido a diversos 

motivos como alterações nas condições de cultivo e nos parâmetros físico-químicos da 

água da cultura e de incubação dos ovos, ao nível da temperatura, do fotoperíodo, da 

salinidade, do oxigénio dissolvido, do pH ou dos compostos azotados, como variações na 

disponibilidade e na qualidade do alimento fornecido à cultura, como flutuações na 

dinâmica populacional da cultura em termos de densidades, de estádios de 

desenvolvimento e de senescência dos organismos, como ainda pela introdução de 

espécies ou químicos contaminantes para o cultivo (Uye & Fleminger, 1976; Sullivan & 

Ritacco, 1985; Lutz et al., 1992; Marcus & Lutz, 1994; Jónasdóttir & Kiørboe, 1996; Castro-

Longoria 2003; Nielsen et al., 2006; Peck & Holste, 2006; Hansen et al., 2010; Hagemann 

et al, 2016; Zhang et al., 2015; Franco et al., 2017; Jepsen et al., 2017). 
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Neste caso, pelo facto de não se terem verificado alterações nas condições de 

cultivo e incubação, na disponibilidade e quantidade de alimento e por não se terem 

observado, à lupa, espécies contaminantes, crê-se que as razões para que as taxas às 48 

h dos controlos da iodopovidona e do hipoclorito de sódio se terem revelado 

significativamente menores foram o deterioramento da qualidade da microalga 

administrada Rhodomonas baltica (A. G. Mendes, observação pessoal), podendo ter 

fornecido níveis nutricionais subótimos, em particular níveis lipídicos (Kleppel et al., 2005; 

Franco et al., 2017), ou podendo ainda ter introduzido microrganismos ou compostos 

adversos e menos favoráveis à eclosão dos ovos (Poulet et al.,1994; Marcus et al., 2004; 

Hagemann et al, 2016), e/ou devido à maior densidade e longevidade de indivíduos 

adultos, já relacionada e associada a menores taxas de eclosão (Marcus & Wilcox, 2007; 

Franco et al., 2017), tendo os ensaios para estes desinfetantes ocorrido posteriormente, 

pela seguinte ordem: azul de metileno; iodopovidona; hipoclorito de sódio, e com uma 

densidade da população adulta superior (A. G. Mendes, observação pessoal). 

 

4.4 Período de eclosão dos ovos de A. tonsa 

 

As proporções de ovos eclodidos 24/48 horas (h) registadas paras todos os 

tratamentos de controlo realizados durante o Ensaio 1 e o Ensaio 2.1 mostraram-se, na 

sua grande maioria, superiores a 85%, chegando as proporções mais elevadas a superar 

os 95%. 

 

Estas proporções 24/48 h substancialmente elevadas e, em alguns casos, perto de 

alcançar a eclosão da totalidade dos ovos eclodidos em apenas 24 h também já havia sido 

descrita em outros trabalhos para este organismo e uma vez mais em particular para ovos 

“dinamarqueses” (Drillet et al., 2008b; Jepsen et al., 2015; Zhang et al., 2015; Hagemann 

et al., 2016), mas mais genericamente quando os ovos são colocados a incubar a 

temperaturas altas e superiores a 20 °C, que aceleram o processo da embriogénese nos 

ovos e, portanto, favorecem períodos menores até a eclosão dos ovos (McLaren et 

al.,1969; Vitiello et al., 2016). 

Novamente, os tratamentos de controlo para os desinfetantes iodopovidona e 

hipoclorito de sódio exibiram resultados menos promissores quando comparadas com os 

controlos do azul de metileno e o controlo do Ensaio 2.1, inclusive as proporções 24/48 h 

dos controlos do hipoclorito de sódio chegaram mesmo a revelar-se significativamente 

inferiores em comparação com às proporções dos controlos do azul de metileno e Ensaio 

2.1 (Figura 9). 
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Para além disso, as taxas de eclosão às 48 h e as proporções de ovos eclodidos 

24/48 h demonstraram ser duas variáveis significativamente correlacionadas apresentando 

uma forte correlação positiva entre si. 

Posto isto, é possível afirmar, como já referido na introdução, que estas duas 

variáveis mostram ser influenciadas maioritariamente pelos mesmos fatores, como indica 

o coeficiente de correlação obtido de 0,749. Por isso, é provável que os motivos 

aparentemente responsáveis pelo decréscimo nas taxas às 48 h dos controlos da 

iodopovidona e hipoclorito de sódio, o deterioramento da qualidade da microalga 

administrada e a maior densidade e longevidade de indivíduos adultos, sejam também os 

reesposáveis pela diminuição nas proporções 24/48 h dos tratamentos de controlo dos 

mesmos desinfetantes. 

 

Analisando as proporções de ovos eclodidos 24/48h registadas para os tratamentos 

de desinfeção, nenhuma destas proporções se mostrou significativamente diferente nem 

dos respetivos controlos nem entre si, seja comparando as concentrações ou os tempos 

de exposição em conjunto, seja comparando cada um dos tratamentos em particular 

(Figura 9) (Figura 10). Pati & Belmonte (2003), após a desinfeção de cistos de artémia e 

de rotíferos com um composto idêntico à iodopovidona, concluiu também que o tempo de 

exposição ao desinfetante não influencia a velocidade de eclosão. 

Assim, apresentando todos os tratamentos de desinfeção uma tendência geral para 

proporções 24/48 h muito semelhantes aquelas obtidas para os respetivos controlos, pode-

se concluir que os fatores preponderantes para a duração do período de eclosão dos ovos 

são, de facto, fatores intrínsecos já enumerados da qualidade dos ovos ao invés de 

quaisquer tratamentos de desinfeção posteriores. 

Exceção disso, apresentando alguma influência ainda que relativa, é o caso da 

desinfeção com hipoclorito de sódio, tendo sido obtidas proporções 24/48 h superiores em 

tratamentos com concentrações mais elevadas (Figura 9) e proporções 24/48 h inferiores 

em tratamentos com tempos de exposição mais elevados (Figura 10), sendo que esta 

última observação já havia sido constatada por Pati & Belmonte (2003) na desinfeção de 

cistos de artémia e de rotíferos durantes tempos de exposição superiores. 

 

Como tal, o hipoclorito de sódio parece ser o único dos três desinfetantes com 

capacidade para influenciar e acelerar o processo de eclosão dos ovos através da 

utilização de tratamentos de desinfeção com concentrações de hipoclorito de sódio mais 

elevadas (Figura 9). 
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4.5 Viabilidade biológica dos ovos de A. tonsa pós-desinfeção 

 

Começando por analisar os resultados do Ensaio 1 e as taxas de eclosão às 48 h 

dos ovos desinfetados com azul de metileno (Figura 11), é possível verificar que este 

desinfetante apresenta uma influência reduzida sobre a viabilidade biológica dos ovos de 

A. tonsa, salvo quando aplicado nas concentrações mais elevadas que mostraram diminuir 

apreciavelmente a viabilidade dos ovos, na concentração de 100 mg/L durante quase todos 

os tempos de exposição, superiores a 5 minutos, e na concentração de 40 mg/L durante 

tempos de exposição mais prolongados, superiores a 20 minutos. 

Em Hanks (1976), a aplicação de 100 mg/L de azul de metileno também já tinha 

sido resgistada como adversa e, no caso, como dose letal de 50 e 100% (LC50 e LC100) de 

um outro crustáceo, Penaeus californiensis, após 60 minutos de exposição. 

 

Tratamentos de desinfeção com concentrações relativamente mais baixas de azul 

de metileno, 1, 2, 5, 10 e 20 mg/L, não mostraram praticamente efeitos negativos para a 

viabilidade biológica dos ovos de A. tonsa até aos 30 minutos de exposição 

experimentados. 

A utilização de concentrações também mais baixas de azul de metileno, mas 

durante tempos de exposição muito mais prolongados, superiores a 24 horas, foram 

apontadas como prejudiciais e letais para outras espécies de crustáceos (Johnson, 1974; 

Abrahams & Brown,1977; Müller, 1982; Calado et al., 2017). 

 

Quanto às taxas de eclosão às 48 h dos ovos desinfetados com iodopovidona 

(Figura 12), verifica-se que este desinfetante mostra uma influência muito diminuta sobre 

a viabilidade biológica dos ovos de A. tonsa, tendo como exceções os tratamentos com  

concentrações mais elevadas, de 100 e 80 mg/L, durante tempos de exposição mais 

prolongados, superiores a 20 minutos, que revelaram reduzir consideravelmente a 

viabilidade dos ovos e o tratamento com a concentração mais elevada, 100 mg/L, mas com 

um tempo de exposição de 10 minutos, que, pelo contrário, demonstrou aumentar 

moderadamente a viabilidade dos ovos. 

A exposição de iodopovidona durante tempos de exposição mais prolongados já 

haviam sido relatadas como nefastas e com mortalidades associadas para outras espécies 

de crustáceos mesmo quando aplicada em concentrações mais baixas, como 5 mg/L (Guo 

& Liao, 1994; Rojjananavin, 1996; Pati & Belmonte, 2003; Momoyama & Tanimura, 2004; 

Melendre et al., 2006; Liu et al., 2011). 
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Já Pietrak & Opitz (2004) tinha verificado também efeitos positivos e vantajosos na 

aplicação de iodopovidona em concentrações elevadas, 500 mg/L, durante tempos de 

exposição mais curtos para uma outra espécie de copépode, Lepeophtheirus salmonis. 

 

A aplicação de iodopovidona em qualquer das concentrações testadas durante 

tempos de exposição relativamente mais curtos, inferiores a 25 minutos, não apresentaram 

efeitos negativos para a viabilidade biológica dos ovos de A. tonsa. 

É possível observar também esta ausência de efeitos negativos durante tempos de 

exposição igualmente curtos para outro calanóide, A. clausi, para outra espécie de 

copépode, L. salmonis, e para outros crustáceos, mesmo quando expostos a 

concentrações de iodopovidona superiores a 100 mg/L (Chen et al., 1992; Naess & Bergh, 

1994; Maeda et al., 1998; Mushiake et al., 1999; Mohamed et al., 2000; Takahashi et al., 

2003; Momoyama & Tanimura, 2004; Pietrak & Opitz, 2004; He et al., 2014; Kabir et al., 

2014; Sebire et al., 2018). 

 

Em relação às taxas de eclosão às 48 h dos ovos após desinfeção com hipoclorito 

de sódio (Figura 13), é possível constatar que este desinfetante revela uma influência 

substancial sobre a viabilidade biológica dos ovos de A. tonsa, exibindo efeitos negativos 

na maioria das concentrações testadas exceto na concentração mais baixa, 5 mg/L, 

principalmente quando aplicadas durante tempos de exposição mais prolongados, 

superiores a 15 minutos. 

Efeitos negativos e letalidades derivadas da exposição de hipoclorito de sódio em 

concentrações relativamente mais elevadas, superiores a 10 mg/L, já tinham sido descritas  

para A. tonsa, para outros copépodes calanóides e para outras espécies de copépodes e 

de crustáceos, mesmo durante tempos de exposição menos prolongados (Gentile, 1976; 

Capuzzo, 1979; Dempster et al., 1988; Takahashi et al., 2003; Pietrak & Opitz, 2004; Lin et 

al., 2009; Tsolaki et al., 2010; Kerrison et al., 2016 Sebire et al., 2018; Daw et al., 2021). 

 

Apenas a aplicação de hipoclorito de sódio numa concentração muito baixa, 5 mg/L, 

parece não diminuir a viabilidade biológica dos ovos de A. tonsa.  

Concentrações também mais baixas de hipoclorito de sódio, inferiores a 10 mg/L, 

mas quando aplicadas durante tempos mais prologados já demonstraram provocar efeitos 

adversos e mortalidades em A. tonsa, noutro calanóide, Eurytemora affinis, e noutras 

espécies de copépodes e de crustáceos (Behrens & Larsson, 1976; Bradley, 1977; 

Capuzzo et al., 1977; Davis & Coughlan, 1978; Brown et al., 1994; GomezGil et al., 1994; 

Manning et al., 1996; Bamber & Seaby, 2004). 



 

 

65 

 

Analisando agora comparativamente as taxas de eclosão médias às 48h dos ovos 

desinfetados com 5, 20 e 100 mg/L de cada um dos três desinfetantes durante um tempo 

de exposição de 30 minutos (Figura 14), é possível observar que todos os desinfetantes 

reduzem amplamente a viabilidade dos ovos quando aplicados na concentração de 100 

mg/L, no entanto, quando aplicados nas concentração de 20 e 5 mg/L, apenas o hipoclorito 

de sódio evidencia diminuições apreciáveis da viabilidade biológica dos ovos de A. tonsa. 

 

Comparando já as taxas de eclosão médias às 48h dos ovos desinfetados apenas 

com 100 mg/L dos três desinfetantes mas durante 5, 10, 20 e 30 minutos de exposição 

(Figura 15), constata-se que o hipoclorito de sódio diminui consideravelmente a viabilidade 

dos ovos durante quase todos os tempos de exposição, 10, 20 e 30 minutos, que o azul de 

metileno diminui consideravelmente a viabilidade durante tempos de exposição mais 

prolongados, de 20 e 30 minutos, e que a iodopovidona apenas diminui consideravelmente 

a viabilidade biológica dos ovos de A. tonsa após 30 minutos de exposição, não exibindo 

efeitos negativos durante tempos de exposição de 5, 10 e 20 minutos e revelando 

inclusivamente aumentos da viabilidade dos ovos durante tempos de exposição mais 

curtos, de 5 e 10 minutos. 

 

Realizando uma análise comparativa global dos três desinfetantes experimentados 

através dos resultados do Ensaio 1, é possível afirmar que a iodopovidona e o azul de 

metileno aparentam ser desinfetantes menos nocivos e mais favoráveis para utilizar na 

desinfeção de ovos de A. tonsa e que, pelo contrário, o hipoclorito de sódio parece ser o 

desinfetante mais nefasto e desfavorável dos três desinfetantes experimentados 

De realçar que a iodopovidona foi o único desinfetante que demonstrou aumentar 

efetivamente a viabilidade biológica dos ovos de A. tonsa, nomeadamente através da 

aplicação de 100 mg/L durante 10 minutos de exposição, revelando ser o tratamento de 

desinfeção mais promissor no que a viabilidade dos ovos diz respeito. 

Outros desinfetantes, designadamente o glutaraldeído e o formaldeído, também 

obtiveram resultados satisfatórios na desinfeção de ovos de A. tonsa e outros calanóides, 

A. tsuensis e E. affinis, durante um tempo de exposição mais curto, 3 minutos de exposição, 

o glutaraldeído numa concentração mais elevada, 250 mg/L, e o formaldeído em 

concentrações mais baixas, entre 5 e 20 mg/L (Naess & Bergh, 1994; Toledo et al., 2005). 

.  
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Para a iodopovidona, é recomendável a utilização de concentrações até 20 mg/L 

durante um tempo de exposição máximo de 30 minutos ou de concentrações até 100 mg/L 

durante um tempo de exposição máximo de 20 minutos. 

Para o azul de metileno, recomenda-se a utilização de concentrações até 10 mg/L 

durante um tempo de exposição máximo de 30 minutos ou concentrações até 40 mg/L 

durante um tempo de exposição máximo de 20 minutos. 

Para o hipoclorito de sódio, é recomendável a utilização da concentração de 5 mg/L 

durante um tempo de exposição máximo de 30 minutos ou concentrações até 40 mg/L 

durante um tempo de exposição máximo de 15 minutos. 

 

Analisando, por último, os resultados do Ensaio 2.1 e as taxas de eclosão às 48 h 

dos ovos desinfetados com os 6 tratamentos selecionados (Figura 16) (Figura 17), apenas 

a aplicação de 5 mg/L de hipoclorito de sódio durante 30 minutos de exposição mostrou 

reduzir de modo considerável a viabilidade biológica dos ovos de A. tonsa. 

Contrariamente, o tratamento que obteve resultados mais positivos e o único a 

aumentar de forma relevante a viabilidade dos ovos foi o de 100 mg/L de iodopovidona 

durante 10 minutos de exposição, confirmando, uma vez mais, ser o tratamento mais 

vantajoso quanto à viabilidade biológica dos ovos de A. tonsa de entre todos os tratamentos 

de desinfeção experimentados neste trabalho. 

 

 

4.6 Eficácia microbiológica da desinfeção dos ovos de A. tonsa 

 

Ao analisar os resultados do Ensaio 2.2 e as unidades formadoras de colónias 

(CFUs) determinadas em meio TSA e TCBS para os 6 tratamentos selecionados (Figura 

18), é possível verificar, em primeiro lugar, que a grande maioria das bactérias presentes 

nos ovos de A. tonsa são espécies não pertencentes ao género Vibrio, bactérias 

pertencentes a este género também ocorrem, mas num número substancialmente inferior. 

O género Vibrio já havia sido documentado em A. tonsa, tanto em meio selvagem 

como em cativeiro, noutros calanóides e noutras espécies de copépodes, mas com uma 

representatividade muito superior (Kaneko & Colwell, 1975; Sochard et al., 1979; Huq et 

al., 1983; Carli et al., 1993; Dumontet et al., 1996; Montanari et al., 1999; Maugeri et al., 

2004; Maugeri et al., 2006; Gugliandolo et al., 2008; Zidour et al., 2017). 
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Muitas espécies de Vibrio são responsáveis por patologias e doenças epidémicas 

graves em crustáceos, como necrose hepatopancreática aguda, em peixes, como diversas 

vibrioses, e até seres humanos, como gastroenterites e cólera, sendo portanto bactérias 

preocupantes e de elevado risco sanitário para a indústria da aquacultura e para a saúde 

pública (Anderson & Conroy, 1970; Blake et al., 1979; Blake et al., 1980; Colwell & Grimes, 

1984; Tison & Kelly, 1984; McLaughlin et al., 2005; Pridgeon & Klesius, 2012; Haenen et 

al., 2014; Farmer III et al., 2015; Novriadi, 2016; Chandrakala & Priya, 2017; Haenen, 2017; 

OIE, 2019; Arunkumar et al., 2020). 

Como tal, verifica-se que é possível produzir ovos de A. tonsa relativamente mais 

biosseguros apresentando uma perigosidade patogénica reduzida para os cultivos que se 

alimentam e poderão vir a alimentar desta espécie. 

 

Avaliando as CFUs determinadas em meio TSA para os 6 tratamentos selecionados 

(Figura 18), constata-se que a maior parte dos tratamentos de desinfeção diminuíram de 

modo considerável a carga bacteriana genérica dos ovos, sendo os tratamentos com 20 

mg/L de hipoclorito de sódio durante 20 minutos de exposição e com 100 mg/L de 

iodopovidona durante 10 minutos de exposição os mais eficazes e aqueles que 

apresentaram reduções bacterianas mais expressivas. 

Tratamentos de desinfeção com concentrações semelhantes de hipoclorito de sódio 

e de iodopovidona já tinham revelado moderada atividade antibacteriana embora 

concentrações mais elevadas, superiores a 20 e a 100 mg/L respetivamente, apresentem 

maior eficácia na redução da carga bacteriana genérica (GomezGil et al., 1994; Naess & 

Bergh, 1994; Salvesen & Vadstein, 1995; Brown et al., 1997; Mohamed et al., 2000; 

Wagner et al., 2008; Pangastuti et al., 2009; Mainous et al., 2010; Saejung et al., 2014; 

Huysman et al., 2018). 

 

Por outro lado, ao avaliar as CFUs determinadas em meio TCBS para os 6 

tratamentos selecionados (Figura 19), é possível observar que a maioria dos tratamentos 

de desinfeção se mostra ineficaz a reduzir a carga bacteriana de Vibrio spp. à exceção dos 

tratamentos com 20 mg/L de hipoclorito de sódio durante 20 minutos de exposição e com 

100 mg/L de iodopovidona durante 10 minutos de exposição, sendo este último o 

tratamento o mais eficaz e que apresentou um decréscimo mais significante do número de 

bactérias do género Vibrio. 
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A exposição de hipoclorito de sódio e de iodopovidona em concentrações similares, 

e mesmo em concentrações mais baixas, já haviam demonstrado uma elevada eficácia 

bactericida contra Vibrio spp. (Sako et al., 1988; GomezGil et al., 1994; McCarthy & Miller, 

1994; Muroga et al., 1994; Rojjananavin, 1996; Castro-Rosas & Escartin, 1999; Tendencia, 

2001; Pangastuti et al., 2009). 

 

Atendendo ao perigo que representam as bactérias do género Vibrio, é possível 

considerar a desinfeção com 100 mg/L de iodopovidona durante 10 minutos de exposição 

o tratamento mais eficaz em eliminar bactérias possivelmente patogénicas e em assegurar 

a biossegurança dos ovos de A. tonsa. 

Todavia, também já foram detetadas, em menor número, outras bactérias 

patogénicas não pertencentes ao género Vibrio tanto para organismos marinhos como para 

a espécie humana em A. tonsa, noutros copépodes calanóides e noutras espécies de 

copépodes, tais como, Aeromonas spp., Arcobacter spp., Campylobacter spp., 

Enterococcus spp., Flavobacterium spp., Pseudomonas spp., Shewanella spp. e 

Staphylococcus spp. (Sochard et al., 1979; Dumontet et al., 1996; Maugeri et al., 2006; 

Gugliandolo et al., 2008; Zidour et al., 2017). 

Logo, a desinfeção com 20 mg/L de hipoclorito de sódio durante 20 minutos de 

exposição também poderá apresentar uma eficácia bastante interessante na eliminação de 

outras bactérias com patologias associadas dos ovos de A. tonsa. 

 

De referir que, apesar de não ter sido avaliado como uma variável para a avaliar de 

eficácia microbiológica da desinfeção, verificou-se um crescimento de colónias de fungos 

em simultâneo durante o período de incubação das placas, ocorrendo em quase todos os 

tratamentos, inclusive no tratamento de controlo, exceto nas placas contendo os ovos 

desinfetados com 20 mg/L de hipoclorito de sódio durante 20 minutos podendo isto 

significar que o hipoclorito de sódio possui um efeito fungicida superior em relação ao azul 

de metileno e à iodopovidona. 
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5.   Considerações finais e perspetivas futuras 

 

Em primeiro lugar, é preciso afirmar que, perante as diminutas cargas bacterianas 

genérica e específica de Vibrio spp. apresentada pelos ovos de A. tonsa sem desinfeção, 

é questionável a necessidade de um procedimento de desinfeção de ovos. Ao invés, 

poderá ser mais aconselhável garantir uma correta manutenção da cultura de A. tonsa, 

realizando trocas de água, sifonagens e limpezas dos tanques com bastante frequência e 

utilizando apenas água totalmente esterilizada, material exclusivo e descontaminado e 

microalgas axénicas por forma, não só a assegurar culturas com uma carga bacteriana 

reduzida e livres de bactérias potencialmente patogénicas, mas também a promover uma 

produtividade de ovos máxima só alcançada através da administração de alimento de 

qualidade superior e de uma dinâmica populacional estável. 

No entanto, é provável que, num regime de produção intensiva e em larga escala 

de A. tonsa ou num outro contexto regional ou circunstancial, venha a ser necessário 

desinfetar os ovos, até para serem comercializados com a garantia de ser um produto 

biosseguro. 

Porém, no cenário de desinfeção dos ovos com uma solução aquosa, é fundamental 

encontrar uma técnica de desinfeção alternativa à realizada durante o trabalho de modo a 

não ocorrerem perdas apreciáveis de ovos, por exemplo através da utilização de um crivo 

de uso exclusivo para a desinfeção, de 75 µm ou de malhagem mais fina, submergindo o 

crivo com ovos na solução de desinfetante durante o tempo de exposição pretendido e 

podendo ser depois lavados através de imersões em água esterilizada e com auxílio de um 

esguicho. 

 

Como tratamento de desinfeção dos ovos de A. tonsa, tendo em conta, tanto a 

viabilidade biológica pós-desinfeção, como a eficácia microbiológica da desinfeção 

avaliadas no trabalho realizado, é recomendável a aplicação de 100 mg/L de iodopovidona 

durante 10 minutos ou a aplicação de 20 mg/L de hipoclorito de sódio durante 20 minutos. 

Poderão ainda existir concentrações e tempos de exposição não testados para estes 

desinfetantes, pelo menos quanto à eficácia microbiológica, com maior potencial de 

desinfeção de ovos de A. tonsa, nomeadamente concentrações superiores a 100 mg/L de 

iodopovidona durante tempos de exposição curtos e concentrações superiores a 20 mg/L 

de hipoclorito de sódio também durante tempos de exposição mais curtos. De notar ainda 

que os resultados da eficácia microbiológica necessitam de ser reproduzidos com um 

número maior de replicados de forma a oferecer a solidez estatística e a tirar conclusões 

mais consistentes. 
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Não obstante, seria sensato experimentar outros desinfetantes, o glutaraldeído e o 

formaldeído por exemplo, e outros métodos de desinfeção ainda, como por exemplo ozono 

ou UV, podendo estes revelar-se mais vantajosos, não só ao nível da eficácia 

microbiológica da desinfeção, como também ao nível da viabilidade biológica pós-

desinfeção dos ovos de A. tonsa.  

 

Para além das variáveis avaliadas neste trabalho, é necessário testar muitas outras 

antes de estabelecer um determinado tratamento como viável e promissor na indústria da 

aquacultura, tais como a sobrevivência e desenvolvimento de náuplios até adultos, as taxas 

de crescimento e mortalidade diárias; a capacidade reprodutiva e fecundidade dos adultos, 

as taxas de eclosão e o período de eclosão dos ovos e a performance das gerações 

seguintes, os perfis bioquímicos da F1 e da F2, entre outras. Uma das variáveis mais 

relevantes é a eclosão de ovos desinfetados de A. tonsa após diferentes períodos de 

armazenamento no frio, sendo este armazenamento o principal motivo de interesse para o 

setor da aquacultura. 
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Anexo 2 – Taxas de eclosão (%) médias dos ovos às 24 h e 48 h ± limites dos intervalos de confiança de 95% 
dos tratamentos realizados no Ensaio 2.1 (n = 3). 

Tratamento 
Concentração 
(mg/L) 

Tempo de 
exposição 

Taxa de eclosão (%) 
às 24 h 

Taxa de eclosão (%) 
às 48 h 

Controlo (O) 0  92,10±3,55 95,83±3,65 

Azul 
de metileno (A) 

10 30 min 93,59±7,51 96,97±1,36 

Azul 
de metileno (A) 

20 30 min 91,07±6,52 95,65±2,10 

Iodopovidona (B) 20 30 min 87,57±4,62 94,29±3,13 

Iodopovidona (B) 100 10 min 94,52±6,31 98,47±1,20 

Hipoclorito 
de sódio (C) 

5 30 min 88,30±1,74 92,91±0,98 

Hipoclorito 
de sódio (C) 

20 20 min 89,77±8,14 94,20±2,71 

 


