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RESUMO

As diatomáceas são amplamente utilizadas na alimentação de larvas de camarões

peneídeos, destacando-se as espécies Conticribra weissflogii e Chaetoceros muelleri

como as mais utilizadas, porém até o momento ainda são escassos os estudos sobre suas

influências no sistema antioxidante dos organismos em cultivo. Com isso, o objetivo

deste trabalho foi avaliar o efeito das microalgas C. weissflogii e C. muelleri nas

respostas antioxidantes e desenvolvimento das larvas de L. vannamei. No experimento 1

utilizou-se a microalga C. weissflogii ofertada para as larvas na forma in natura em dois

tratamentos: (i) C. weissflogii (coletada e ofertada no 4° dia de cultivo da microalga) e

(ii) controle (coletada e ofertada em dias distintos do cultivo). O tratamento em que a

microalga foi coletada no 4° dia do cultivo (C. weissflogii) apresentou maior

concentração de flavonoides totais e os animais alimentados com esse tratamento

apresentaram maior sobrevivência final e maior tamanho corporal quando comparado ao

controle (p<0,05). Para os parâmetros de qualidade de água, polifenóis totais, taxa de

metamorfose, teste de estresse de temperatura e geração de espécies reativas de

oxigênio (ERO) in vivo não houve diferenças significativas. O segundo experimento foi

constituído de duas etapas (A e B) com dois tratamentos utilizando as microalgas C.

muelleri e C. weissflogii, coletadas no 5° dia do cultivo e ofertadas na forma de pasta. A

etapa A teve duração da fase de protozoea I a mysis I e a etapa B da fase de mysis I a

pós-larva 1. Foi avaliado o conteúdo de flavonoides e polifenóis totais no 3°, 5° e 7° dia

de cultivo e verificou-se que o 5° dia apresentou maiores teores de polifenóis e o 7° dia

de flavonoides (p<0,05) nas duas espécies de microalgas. O tratamento onde foi

utilizada a microalga C. muelleri apresentou maior sobrevivência final na etapa A,

enquanto na etapa B, o tratamento usando C. weissflogii apresentou maior sobrevivência

final e tamanho corporal das larvas (p<0,05). Para a concentração de ERO foi observada

uma redução significativa na fase de mysis II no tratamento C. muelleri (p<0,05). Em

pós-larva 1 os dois tratamentos apresentaram um elevado aumento na concentração de

ERO quando comparados com as outras fases larvais (p<0,05). Ambas as microalgas

apresentaram vantagens importantes quando ofertadas em um dia específico do cultivo,

se propondo, em estudos futuros considerar a oferta de um “mix” controlado de C.

muelleri e C. weissflogii.
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ABSTRACT

The diatoms are used to feed larvae of peneid shrimps, with the most notable being

the species Conticribra weissflogii and Chaetoceros muelleri, but to date the studies

about their influence on the antioxidant system of the organisms in cultivation are still

scarce. The objective of this work was to evaluate the effect of the microalgae C.

weissflogii and C. muelleri on the antioxidant responses and development of L.

vannamei larva. In the experiment 1, the microalgae C. weissflogii was offered to the

larvae in natura form in two treatments: (i) C. weissflogii (collected and offered in the

4th day of cultivation) and (ii) control (collected and offered in different days of

cultivation). The treatment in which the microalga was collected on the 4th day of

culture (C. weissflogii) presented a higher concentration of total flavonoids and the

animals fed this treatment presented higher final survival and greater body size when

compared with control group (p <0.05). For water quality parameters, total polyphenols,

metamorphosis rate, temperature stress test and generation of reactive oxygen species

(ROS) in vivo, there were no significant differences. The second experiment consisted

of two stages (A and B) with two treatments using the microalgae C. muelleri and C.

weissflogii, collected on the 5th day of cultivation and offered as a paste. The stage A

lasted from protozoea I to mysis I and stage B from mysis I to post-larva 1. The content

of total flavonoids and polyphenols was evaluated on the 3rd, 5th and 7th day of culture

and It was verified that the 5th day presented higher levels of polyphenols and the 7th

day of flavonoids in the two microalgae species (p<0.05). The C. muelleri treatment

presented higher final survival in stage A, while in stage B, C. weissflogii treatment

presented higher final survival and body size of the larvae (p <0.05). For the ROS

concentration, a significant reduction in the mysis II was observed in the C. muelleri

treatment. In post-larvae 1 the two treatments presented a high increase in ROS

concentration when compared to the other larval phases (p <0.05). Both microalgae

presented important advantages when offered on a specific day of cultivation, and in

future studies the supply of a controlled mix of C. muelleri and C. weissflogii was

proposed.

Key words: Chaetoceros muelleri, Conticribra weissflogii, larviculture, ROS, non-

enzymatic antioxidants.
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1. INTRODUÇÃO

O camarão Litopenaeus vannamei pertence à família penaeidae de crustáceos

decápodas e atualmente está entre uma das espécies de maior comercialização e de

maior importância econômica no mercado de produção de organismos aquáticos (FAO

2016). Seu grande sucesso se dá, entre outros motivos, devido a sua alta adaptabilidade

a diferentes temperaturas e salinidade, rápido crescimento, resistência a baixos teores de

oxigênio, diferentes níveis de nitrogenados, alta produtividade, entre outros (Briggs et

al., 2004; Teixeira et al., 2011; Krummenauer et al., 2011; Souza et al., 2016; Cui et al.,

2017). Essa espécie conhecida como camarão branco se distribui ao longo da costa do

Pacífico da América Central e do Sul e tem seu ciclo de vida em mar aberto, na zona

costeira e no estuário (Zhou et al., 2009).

Os camarões peneídeos possuem 3 estágios larvais, sendo eles de naúplio (dividido

em 5 sub-estágios), protozoea e mysis (ambos divididos em 3 sub-estágios) (Figura 1),

todos caracterizados por grandes modificações morfológicas (Barbieri & Ostrensky

Neto, 2001).

Figura 1: Esquema do ciclo de vida do camarão L. vannamei.

(Fonte: López-Martínez et al., 2008).
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Os náuplios são organismos planctônicos com fototaxia positiva e, portanto

procuram se deslocar em direção a luz onde se encontra o fitoplâncton, alimento

principal na fase seguinte de protozoea I e determinante para sua sobrevivência. Na fase

de náuplio o animal possui reserva vitelínica que irá durar aproximadamente 30 horas

(Jones et al., 1997a; Kumlu, 1999) (Figura 2a e 2b). Após o esgotamento das reservas, o

animal encontra-se com a mandíbula já formada e está pronto a mudar para a fase

seguinte de protozoea I.

Figura 2: Camarão L. vannamei na fase de náuplio V onde a seta

branca indica a reserva vitelínica.

A larva protozoea se alimenta de partículas em suspensão, que na sua maioria são

microalgas presentes na coluna d’agua. Neste período ocorrem grandes e importantes

modificações anatômicas e fisiológicas, como diferenciação entre cefalotórax e

abdômen e desenvolvimento do sistema digestório em protozoea I (Figura 3a),

formação do rostro, somitos abdominais e pedúnculo ocular em protozoea II (Figura 3b)

e surgimento dos urópodos em protozoea III (Figura 3c) (Kitani, 1986).

Figura 3: Subestágios da fase de protozoea a do camarão L. vannamei onde: (a)

protozoea I com trato digestório desenvolvido e cefalotórax e abdômen já divididos, (b)

protozoea II com os olhos pedunculados e rostro em formação e (c) protozoea III com

os urópodos em desenvolvimento e presença de cordão fecal.

a b c

a b
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No estágio seguinte de mysis I (Figura 4), a carapaça passa a recobrir o tórax e

começam a aparecer os primeiros indícios do surgimento dos pleópodos. Quando

chegam a mysis II (Figura 4b), ocorrem modificações nas antenas e os pleópodos

formam espécies de brotos, que se transformam em pleópodos segmentados assim que

atingem a fase de mysis III, em que o animal passa a perseguir e capturar zooplâncton.

A fase larval se encerra quando o animal sofre nova mudança morfológica e é

considerado uma pós-larva (Figura 5), com os apêndices funcionais e passando a ser um

organismo bentônico. Nesse momento o animal se desloca da zona costeira em direção

a ambientes mais protegidos (estuários), onde irá permanecer durante toda a fase de

juvenil (Kitani, 1986).

Figura 4: Subestágios da fase de mysis do camarão L. vannamei

onde as setas indicam (a) mysis I com o primórdio dos

pleópodos e (b) mysis II com os pleópodos em forma de brotos.

Após as sucessivas metamorfoses e a transformação para juvenil, a migração

recomeça com o retorno para a zona costeira, passando pelo estágio de sub adulto, até

chegar ao mar aberto na fase adulta, pronto para reproduzir e dar começo a um novo

ciclo de vida (Quackenbush, 1991).

a b
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Figura 5: Pós-larvas de camarão L. vannameii.

Nas fases iniciais a primeira alimentação é um fator determinante para a

sobrevivência e o crescimento das larvas, pois essas dependem do fornecimento de uma

alimentação com quantidade adequada, com boa composição bioquímica, com fácil

digestão (relacionada à estrutura e composição da parede celular), assimilação e

tamanho correto de partícula, para desta forma não afetar negativamente o

desenvolvimento do organismo (Sirvas-Cornejo et al., 2007; Jones et al., 1997b). As

microalgas são o alimento principal de grande parte dos animais (moluscos, crustáceos e

peixes) em pelo menos uma fase do ciclo de vida, pois são fonte de proteínas (Silva et

al., 2008), carboidratos (Lavens & Sorgeloos, 2000) e lipídios (Borges et al., 2011). Para

larvas de crustáceos são adequadas, pois atendem ao requerimento de proteína dos

animais que varia entre 23 a 55% do peso seco das dietas (Rodriguez et al., 1994).

As diatomáceas pertencem a um grande grupo de microalgas e estão entre as

classes mais abundantes em ambientes marinhos (Bonecker et al., 2002), destacando as

diatomáceas dos gêneros Chaetoceros e Conticribra entre as mais cultivadas para o

período de larvicultura (FAO 2004; Brown, 2002). A espécie Conticriba weissflogii

(Figura 6a) é amplamente utilizada por possuírem altas concentrações de proteínas,

carboidratos e lipídios. Apresentam células retangulares entre 10 e 20 µm de diâmetro

(Alfonso & Leal, 1995). A microalga Chaetoceros muelleri (Figura 6b) é utilizada

devido ao perfil de ácidos graxos, seu tamanho adequado para larvas e também por

apresentar a valva pouco silificada, o que propicia menor resistência e facilidade na

digestão (Brown et. al., 1997).
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Figura 6:Microalgas (a) C. weissflogii e (b) C. muelleri.

(Fonte: www.google.com.br)

A obtenção de biomassa com alto padrão nutricional é essencial na aquicultura.

Dependendo da escala de produção, os laboratórios de larvicultura podem ter de

produzir milhares de litros de cultivos de microalgas por dia (Coutteau & Sorgeloos

1992). A produção de microalgas em larga escala é considerada uma etapa que requer

grande atenção, necessita de grandes cuidados (Coutteau & Sorgeloos 1992), demanda

alto custo operacional (Guedes & Malcata, 2012) e esse setor pode ser facilmente

contaminado, colocando em risco toda a produção. Por esses motivos, pesquisas vêm

sendo direcionadas para substituição da microalga in natura e a oferta de concentrados

de microalgas tem apresentado bons resultados como substituinte (Duerr, et al., 1998;

Ponis et al., 2003; Sales, et al., 2016) em cultivos de peixes (Sales et al., 2016),

moluscos (Heasman et al., 2000) e crustáceos (D’Souza et al., 2010). A concentração da

biomassa também possibilita a criação de um estoque de microalgas coletadas em uma

fase de interesse, podendo ser armazenada de 2 a 8 semanas na geladeira a 4 C° sem

perder sua integridade (Guedes & Malcata, 2012) e composição bioquímica

(carboidratos, ácidos graxos e proteínas) (Sales et al., 2016. A floculação vem sendo

empregada para concentrar biomassa de microalgas, pois possibilita uma alta taxa de

colheita da biomassa de microalgas com baixo custo (Roselet et al., 2015). O processo

de floculação consiste na agregação da biomassa com a finalidade de formar flocos e

sua ação pode ocorrer de 4 maneiras: (i) promovendo a adsorção na interface partícula-

solução, (ii) através de ligações por pontes de hidrogênio, (iii) por forças hidrofóbicas,

(iv) através de ligação química e/ou eletrostática (Oliveira & Rubio, 2011).

Além disso, cada cultivo de microalgas pode assumir características próprias

quanto a sua composição, já que essa pode ser variável por influência de fatores

abióticos e também pode variar ao longo do tempo de cultivo (Lourenço,1996). Porém

a b



14

pouco ainda se sabe sobre a composição bioquímica das microalgas em dias específicos

do cultivo. Dessa forma, existe uma necessidade de pesquisas visando conhecer seu

metabolismo e os fatores que podem influenciar a composição bioquímica da célula ao

longo da curva de crescimento (Lourenço et al., 1997; Borowitza, 1999; Molina, 2003),

já que a biomassa de microalgas é capaz de fornecer compostos de interesse

biologicamente ativos aos consumidores, como os antioxidantes (Gouveia et al., 2007;

Klejdus et al., 2010; Shanab et al., 2012). Pesquisas vêm sendo conduzidas a fim de

determinar a presença de compostos antioxidantes nas microalgas devido as suas amplas

aplicações, dentre elas a suplementação animal (Li et al., 2007; Goh et al., 2010;

Hajimahmoodi et al., 2010). Os antioxidantes podem estar presentes de forma

enzimática (enzimas presentes no organismo) e na forma não enzimática, na qual são

adquiridos através da alimentação (como carotenóides e compostos fenólicos). Os

antioxidantes são moléculas capazes de inibir ou atrasar a ação deletéria de espécies

reativas de oxigênio (ERO), através da doação de um átomo de hidrogênio e a

estabilização de uma molécula instável. As ERO possuem um átomo desemparelhado na

sua ultima camada de valência o que as torna reativas com tendência a se estabilizar

roubando átomos das moléculas mais próximas, podendo ocasionar uma reação em

cadeia. Porém, as ERO também são parte importante na sinalização de apoptose celular

e são produzidas naturalmente durante o metabolismo energético (Halliwell, 2006). Para

manter-se saudável, um organismo deve equilibrar seu sistema de defesas antioxidantes

e suas moléculas pró-oxidantes, um aumento destas últimas por sobre a capacidade do

sistema antioxidante pode levar ao estresse oxidativo (EO), podendo acarretar em

oxidação de lipídios de membrana, ataque a proteínas e danos no DNA (Radhakrishnan

et al., 2014). No entanto uma boa alimentação suplementada com antioxidantes não

enzimáticos pode prevenir e proteger os animais contra danos oxidativos (Hwang & Lin,

2002).

Os compostos fenólicos são um importante grupo de antioxidantes com alta

habilidade de doar átomos de hidrogénio para estabilizar as ERO (Hajimahmoodi, et al.,

2010) e são sintetizados no cultivo ao final da fase log e ao início da fase estacionária

(Robbins, 2003). Os polifenóis são um subgrupo dos compostos fenólicos na qual se

destaca os flavonoides, metabólitos secundários capazes de inibir o dano oxidativo nos

organismos (Pietta, 2000). Estas moléculas possuem alta atividade antioxidante devido

sua capacidade de interação com biomembranas e devido algumas especificidades da
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sua estrutura química como o numero de hidroxilas (quanto mais, maior a atividade

como agente doador de H+ e de elétrons) (Barreiros et al., 2006).

Em consequência ao alto valor econômico da espécie L. vannamei diversas

pesquisas surgem para obter-se maior conhecimento sobre as exigências e

características fisiológicas da espécie (Racotta et al., 2004; Palacios & Racotta, 2007;

Cobo et al., 2012; Macias-Sancho et. al., 2014; Suita et al., 2015; Suita at al., 2016).

Ainda que as pesquisas tenham avançado para a espécie nas fases de pós-larva, juvenil e

adulto, poucos são os avanços e disponibilidade de informações para a fase larval, o que

deveria ser prioritário e demonstra a grande importância deste tipo de estudo

considerando que o sucesso na produção é consequência da qualidade das larvas geradas

na larvicultura (Subuntith et al., 2011; Sanudin et al., 2014).

2. OBJETIVO GERAL

O objetivo desse trabalho foi avaliar a capacidade antioxidante de duas espécies de

microalgas C. weissflogii e C. muelleri, ofertadas como alimento para larvas do camarão

L. vannamei na forma in natura ou em pasta e comparar sua influência nas respostas

antioxidantes e desempenho zootécnico.

2.1 Objetivos específicos

 Determinar a capacidade antioxidante das microalgas C. weissflogii e C.

muelleri através da avaliação do conteúdo de flavonoides e polifenóis totais em

diferentes dias do cultivo;

 Determinar a influência da alimentação com as microalgas C. weissflogii e C.

muelleri na taxa de virada, sobrevivência final, tamanho corporal, resistência ao teste de

estresse de temperatura em larvas de camarão L. vannamei;

 Determinar a influência da alimentação com as microalgas C. weissflogii e C.

muelleri na geração de ERO em larvas de camarão L. vannamei através da dosagem in

vivo.

3. METODOLOGIA GERAL
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3.1 Pré-teste
Previamente ao início dos experimentos foi avaliado o conteúdo de flavonoides

totais em extratos das microalgas C. weissflogii e Nannochloropsis oceanica produzidas

na Estação Marinha de Aquicultura. Foram coletadas amostras de algas ao longo de

vários dias de produção, sendo as coletadas no 4° e 6° dia as que apresentaram maiores

concentrações de flavonoides, especialmente C. weissflogii, quando comparada a N.

oceanica.

3.2 Delineamento experimental

Foram realizados três experimentos de larvicultura no Laboratório de

Carcinocultura na Estação Marinha de Aquicultura (EMA) – FURG. As larvas utilizadas

foram adquiridas do laboratório comercial Aquatec (Rio Grande do Norte) e

transportadas para Rio Grande em sacos plásticos de 10L no estágio de náuplio V. Os

animais foram aclimatados para as condições dos experimentos. Uma amostra de 100

ml foi retirada assim que os animais chegaram ao laboratório para a realização do teste

de fototaxia positiva para avaliação da atividade natatória das larvas recém adquiridas

(FAO, 2004). Em seguida, foram estocados aproximadamente 100 organismos/L em

cada unidade experimental com volume útil de 3 L, mantidas a uma temperatura de 30

ºC e salinidade 30 (Figura 7).
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Figura 7: Unidades experimentais mantidas em banho

termostatizado.

O primeiro experimento foi conduzido em novembro de 2016 e teve início quando

100% dos animais atingiram a fase de protozoea I e foi finalizado em mysis III. Os

camarões foram submetidos a dois tratamentos distintos utilizando a microalga C.

weissflogii in natura. Ao primeiro tratamento (controle) foi empregado o mesmo regime

alimentar utilizado no setor de Larvicultura, onde a microalga é coletada e ofertada

como alimento em dias distintos do cultivo e para o segundo tratamento, a microalga (C.

weissflogii) foi coletada somente no 4° dia de cultivo (Figura 9), armazenada e ofertada

ao longo da larvicultura. Cada unidade experimental foi estocada com larvas de

camarões e com microalgas, a uma densidade de 4x104 cel/L, cuja concentração foi

mantida através de contagem celular em câmara de Neubauer, com reposição sempre

que necessário. Houve renovações de água de 100% todas as manhãs, a fim de manter o

fitoplâncton ofertado sempre no 4° dia de cultivo. Ao final do experimento (mysis III) a

sobrevivência final e a taxa de virada (percentual de metamorfose) foram contabilizadas

e um grupo de cada tratamento foi submetido ao teste de estresse de temperatura (n=30)

e um segundo grupo para ensaio do ERO in vivo e determinação do tamanho corporal

(n=32).

O segundo experimento foi conduzido em abril de 2017 e foi dividido em duas

etapas:

A: Início do experimento com os organismos em protozoea I e finalizando quando

eles chegaram ao estágio mysis I;

B: Início do experimento com os organismos em mysis I e finalizando quando eles

chegaram ao estágio pós-larva 1.

Para ambas as etapas, os camarões foram submetidos a dois tratamentos distintos:

um composto por C. weissflogii como alimento e o outro por Chaetoceros muelleri. As

microalgas foram coletadas no 5° dia cultivo, momento em que ambas as espécies já se

encontravam na fase estacionária (Figura 8) e com maior síntese de compostos fenólicos

segundo Robbins (2003). Após a coleta, as microalgas foram floculadas e então foram

oferecidas na forma de pasta para os animais. Os tratamentos foram estocados e cada

unidade experimental foi mantida com uma densidade de microalgas de 5x104 cel/L.

Duas vezes ao dia foram realizadas contagens celulares em câmara de Neubauer e as
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concentrações ajustadas sempre que necessário para manter a densidade inicial. Durante

o experimento foram coletados animais nas fases de protozoea II (n=96), mysis II (n=96)

e pós-larva 1 (n=96) para determinação de ERO in vivo. Ao final de cada etapa, a

sobrevivência final, sobrevivência ao teste de estresse de temperatura (n=30) e a taxa de

virada foram contabilizadas e na fase de pós-larva 1 foi determinado o tamanho corporal

dos animais (n=32).

Figura 8: Curva de crescimento dada pela densidade celular (cel/mL)

durante o tempo de cultivo (dias) para as microalgas C. muelleri e C.

weissflogii onde as setas pretas indicam a transição entre o fim da fase

log e da fase estacionária, a seta verde indica o dia de coleta e oferta da

microalga no 1° experimento e as setas azuis indicam o dia de coleta e

oferta da microalga no 2° experimento (Fonte: adaptado de Derner, 2005).

Em todos os experimentos a partir da fase de protozoea III foram ofertados, em

conjunto com a microalga avaliada, náuplios congelados de Artemia sp. fornecidos duas

vezes ao dia (manhã e noite).
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3.3 Parâmetros de qualidade de água

Toda a água utilizada neste experimento foi esterilizada com hipoclorito de sódio

(15 ppm) adicionado a água do mar filtrada, mantido por no mínimo 2 horas e

neutralizada com ácido ascórbico (1 ppm). A aeração foi mantida constante por meio de

soprador e pedras porosas colocadas individualmente em cada unidade experimental.

Valores de oxigênio dissolvido, temperatura (oxímetro YSI 55), pH (pHmetro YSI 100),

amônia (Unesco, 1983) e nitrito (Strickland & Parsons, 1972) foram mensurados

diariamente.

No experimento 1, após mensurar os parâmetros de qualidade da água no período

da manhã, foi realizada renovação da água de 100% do volume total diariamente.

Para o experimento 2 a amônia e o nitrito foram aferidos ao início e ao final de

cada etapa utilizando a mesma metodologia já descrita com renovação somente se a

amônia atingisse níveis de 1 mg/L.

3.4 Cultivo e coleta das microalgas

As cepas de C. muelleri e C. weissflogii (anteriormente denominada Thalassiosira

weissflogii) utilizadas neste estudo foram obtidas do Laboratório de Ecologia de

Fitoplâncton e Microorganismos Marinhos – EMA, cultivadas em meio F/2, modificado

segundo Guillard (1975). Esse meio foi escolhido por ser adequado para o cultivo de

diatomáceas marinhas, composto por: 150 g L-1 de nitrato, 9 g L-1 de fosfato e 6 g L-1

silicato, além de micronutrientes.

Previamente ao início dos experimentos, as cepas foram cultivadas em Erlenmeyer

de 2 L e após o cultivo foi transferido para unidades experimentais de cultivo com

volume de 20 L. As unidades experimentais foram preenchidas com 18L de água

marinha (previamente filtrada e esterilizada), 1 mL L-1 de meio F/2 e 2L de cultivo

microalgal. Os cultivos foram mantidos com agitação e iluminação constante

(fotoperíodo de 24:0), em salinidade 30, pH em torno de 8,0, temperatura em torno de

30. Para o experimento 1 os cultivos foram repicados diariamente a fim de sempre tem

estoque de microalga no 4° dia de cultivo.

A coleta ocorreu quando as mesmas atingiram a fase de interesse para cada

tratamento. No primeiro experimento a microalga in natura foi coletada (2 L) e

centrifugada (2439 x g por 15 minutos a 5 ºC) a fim de concentrar a biomassa. O
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sobrenadante foi descartado e a biomassa armazenada para posteriores análises (Figura

9). Os tratamentos foram inoculados nas unidades experimentais a uma densidade de

4x104 cel/mL.

Figura 9: Coleta da biomassa no experimento 1 onde (a)

biomassa de microalga após a centrifugação e (b) biomassa

restante após descartar o sobrenadante (imagens da autora).

Já no segundo experimento, o volume foi coletado após a adição do floculante

Flopam® (5 ppm). Para isto, utilizou-se o método modificado de Roselet et al. (2015)

onde o meio de cultivo foi agitado vigorosamente para formar um vortex central, a

solução floculante foi adicionada seguida de uma última agitação lenta para permitir a

formação dos flocos. Após a decantação (30 min) a pasta formada foi coletada e

armazenada na geladeira para ser utilizada ao longo do experimento e para as análises

posteriores. Os tratamentos foram inoculados nas unidades experimentais a uma

densidade de 5x104 cel/mL.

3.5 Extração dos pigmentos, dosagem de flavonoides e polifenóis totais

A extração ocorreu com a homogeneização das amostras em metanol (1:5, P/V) e

permaneceu três horas sob agitação constante e sem iluminação (4 °C). Após, foram

centrifugadas a 4000 x g por 5 minutos (4 ºC). O sobrenadante foi retirado e

armazenado em eppendorfs para as análises.

A determinação do teor de flavonoides foi feita seguindo o método descrito por

Moura (2009), utilizando AlCl3 como agente para reagir com os flavonoides gerando

a b
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um complexo cuja absorbância a 450 nm foi determinada por espectrofotômetro em

leitora de microplacas (Biotek Elx 800).

Os polifenóis totais foram quantificados pelo método modificado de Peixoto et al.

(2016). Foi adicionado 1,25 ml do reagente Folin-Ciocaltou 0,1 M a 50 μl de extrato.

Após 5 min, foi adicionado 1 ml de Na2CO3 7,5% (P/V). Após 60 min de incubação no

escuro foi lido em espectrofotômetro a 740 nm.

3.6 Determinação de ERO in vivo por fluorescência

A produção de espécies reativas de oxigênio em larvas de L. vannamei foi medida

pelo método de H2DCFDA modificado de Xie et al. (2006). Uma solução estoque (0,5

mg DCF em 4,275 metanol) foi diluída para uma concentração de 0,0117 mg/mL de

DCF. Uma solução de exposição foi preparada a partir da solução estoque (35 µL em

2,965 ml de etanol). O DCFH-DA é um composto amplamente utilizado por possuir

permeabilidade celular, que facilita o carregamento e a acumulação intracelular. Após

sofrer dissociação pelas esterases não específicas em DCFH (não fluorescente) é

oxidado em DCF e é retido dentro da célula produzindo fluorescência (Ortega-

Villasante et al., 2016) (Figura 10).
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Figura 10: Proposta do mecanismo de entrada do DCFH-

DA nas células (fonte: Lebel et al., 1992).

As larvas foram cuidadosamente transferidas de forma individual para poços de

uma microplaca contendo 150 µL de água marinha filtrada e logo depois foi adicionado

rapidamente 10 µL de solução de exposição (Figura 11a). A placa foi lida

imediatamente em espectrofotômetro (Biotek Elx 800) durante 30 minutos com

fluorescência monitorada a cada 3 minutos em um comprimento de onda de excitação

de 485 nm e emissão de 530 nm (Figura 11b).

Após o termino, em mysis III no exérimento 1 e pós-larva 1 experimento 2, os

animais utilizados nesse ensaio tiveram o comprimento do corpo (da ponta do rostro à

ponta do telson) medidos com auxílio de uma folha milimetrada.
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Figura 11: Imagens do ensaio de geração de ERO in vivo no experimento 1, onde (a)

montagem da microplaca com as pós larvas nas poças e (b) leitura de fluorescência

ao longo do tempo (minutos) de ensaio (imagens da autora).

3.7 Teste de estresse de temperatura

Para realização do teste de estresse de temperatura foi feita uma adaptação dos

métodos descritos por Wang & Chen (2006) e Martins (2006). Ao final do experimento

um grupo de n=30 animais de cada tratamento foram retirados das unidades

experimentais (28 °C) e transferidos para unidades previamente preparadas com

temperatura 10 °C menor que a inicial do experimento (18 °C) onde permaneceram

durante 30 minutos. Depois de transcorrido o tempo, os animais foram novamente

transferidos para as condições de cultivo normais (28 °C) permanecendo por 30 minutos.

Após este período, os animais foram observados durante 10 minutos para verificar a

atividade das larvas e sobrevivência.

3.8 Análise estatística

As análises estatísticas foram realizadas após serem avaliadas normalidade

(Kolmogorov-Smirnov) e homocedasticidade (Levene) e quando preciso, foram feitas

transformações matemáticas para atender as premissas. Análise de variância (ANOVA)

foi utilizada para verificar a influência das diferentes alimentações na capacidade

antioxidante do camarão. O teste de Newman-Keuls foi realizado para verificar

diferenças entre médias com nível de significância empregado para todos os testes de

5%. Para os dados de sobrevivência foi utilizada análise não paramétrica (teste de chi-

quadrado, com α= 0,05).

a b
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4. RESULTADOS

4.1 Flavonoides e polifenóis totais nas microalgas-
No experimento 1, para polifenóis totais não foram observadas diferenças

significativas (p>0,05) entre os tratamentos (Figura 12a). Para flavonoides totais o

tratamento C. weissflogii apresentou teores significativamente maiores do que o

tratamento controle (Figura 12b).

Figura 12: Conteúdo de (a) polifenóis totais (b) flavonoides

totais nos tratamentos controle (CTR) e C. weissflogii (CW). O

asterisco (*) indica diferenças significativas (p<0,05) entre os

tratamentos. Os dados estão expressos como média ± erro

padrão.

No experimento 2, o tratamento C. muelleri mostrou aumento na concentração de

polifenóis totais ao longo do tempo, sendo no 5° e o 7° dia observados os maiores

teores para o composto. Para o tratamento C. weissflogii o 5° dia apresentou altas
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concentrações de polifenóis totais quando comparado ao 3° e ao 7° dia de cultivo

(Figura 13a).

Para ambos os tratamentos foi observado um aumento na concentração de

flavonoides totais à medida que o tempo de cultivo transcorria. Somente no 3° dia foi

encontrada diferença significativa entre as microalgas C. muelleri e C. weissflogii. Altas

concentrações de flavonoides foram observadas no 7° dia de cultivo (Figura 13b).

Figura 13: Concentração de (a) polifenóis totais e (b) flavonoides

totais nos extratos das microalgas C. muelleri (CM) e C. weissflogii

(CW) coletadas em três dias distintos (3°, 5° e 7°) da curva de

crescimento. Letras diferentes indicam diferenças significativas

(p<0,05). Os dados estão expressos como média ± erro padrão.

(a)

(b)
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4.2 Parâmetros de qualidade de água

Amédia dos resultados obtidos para temperatura, pH, oxigênio dissolvido e amônia

para ambos os experimentos estão apresentados na Tabela 1. Não foram observadas

diferenças significativas (p>0,05) entre os tratamentos durante nenhum dos

experimentos.

Tabela 1 – Resultados dos parâmetros físico-químicos da água (média ± erro padrão)

como temperatura (ºC), pH, oxigênio dissolvido (mg/L) e amônia (mg N-AT/L) no

experimento 1 nos tratamentos controle (microalga coletada em dias distintos) C.

weissflogii (microalga coletada no 4° dia de cultivo) e no experimento 2 nos tratamentos

C. weissflogii (microalga coletada no 5° dia de cultivo) e C. muelleri (microalga

coletada no 5° dia de cultivo).

Experimento Tratamento Temperatura pH Oxigênio
dissolvido Amônia

1
Controle 28,7 (± 0,22) 8,25 (± 0,01) 7,26 (± 0,07) 0,01 (± 0,18)

C. weissflogii 29,0 (± 0,29) 8,22 (± 0,01) 7,41 (± 0,04) 0,01 (± 0,20)

2A
C. weissflogii 29,2 (± 0,12) 8,07 (± 0,01) 4,05 (± 0,08) 0,00 (± 0,00)
C. muelleri 30,9 (± 0,26) 8,10 (± 0,02) 3,81 (± 0,07) 0,01 (± 0,00)

2B
C. weissflogii 30,3 (± 0,59) 7,82 (± 0,05) 4,85 (± 0,11) 0,02 (± 0,13)
C. muelleri 30,2 (± 0,11) 7,49 (± 0,12) 4,77 (± 0,12) 0,03 (± 0,17)

4.3 Desempenho zootécnico

No experimento 1, não foi observada diferença significativa entre os tratamentos

para a taxa de virada e a sobrevivência final (p>0,05). O tratamento C. weissflogii

apresentou maior sobrevivência após o teste de estresse e tamanho corporal

significativamente maior do que o tratamento controle (Tabela 2);

Tabela 2: Dados da taxa de virada (dias), sobrevivência final (%), sobrevivência

ao teste de estresse (%) (n=30) e tamanho corporal (mm) (n=32) de larvas em fase

de mysis III alimentadas com os tratamentos controle (microalga coletada em dias

distintos) C. weissflogii (microalga coletada no 4° dia de cultivo). Letras

diferentes indicam diferenças significativas (p<0,05). Os dados estão expressos

como média ± erro padrão.
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Tratamento Taxa de
virada

Sobrevivência
final

Sobrevivência
teste de estresse

Tamanho
corporal

Controle 8 85 a 83 a 5,16 a

C. weissflogii 8 100 a 97 b 6,16 b

Para o experimento 2, foi observado diferença significativa entre os tratamentos

(p<0,05) na etapa A, sendo o tratamento com a microalga C. weissflogii o que

apresentou menor tempo para chegar até a fase final de mysis I. Foi observada diferença

significativa entre os tratamentos na sobrevivência final, mas não houve diferenças entre

os tratamentos para nenhuma das etapas após o teste de estresse. Na etapa B os animais

alimentados com tratamento C. weissflogii apresentaram tamanho corporal

significativamente maior do que os do tratamento C. muelleri (Tabela 3).

Tabela 3: Dados da taxa de virada (dias), sobrevivência final (%), sobrevivência ao

teste de estresse (%) (n=30) e tamanho corporal (mm) (n=32) de larvas em fase de

pós-larva 1 alimentadas com os tratamentos C. weissflogii (microalga coletada no 5°

dia de cultivo) e C. muelleri (microalga coletada no 5° dia de cultivo). Letras

diferentes indicam diferenças significativas (p<0,05). Os dados estão expressos como

média ± erro padrão.

Experimento Tratamento Taxa de virada Sobrevivência
final

Sobrevivência
teste de
estresse

Tamanho
corporal

2A
C. weissflogii 4 16 (± 16,42) a 90 (± 2,25) ª -

C. muelleri 5 75 (± 4,62) b 70 (± 1,75) ª -

2B
C. weissflogii 4 30 (± 12,39) a 83 (± 2,09) ª 6,50 (± 0,24) a

C. muelleri 4 12 (± 12,34) b 70 (± 1,75) ª 5,55 (± 0,24) b
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4.4 Determinação de ERO in vivo

Não houve diferenças (p>0,05), no experimento 1, na concentração de ERO dos

organismos entre os tratamentos controle (CTR) e C. weissflogii (CW) (Figura 14).

Figura 14: Concentração de ERO gerada para os tratamentos

controle (CTR) e C. weissflogii (CW) ao final do experimento

1 na fase de mysis III (n=32). Os dados estão expressos como

média ± erro padrão.

Os resultados da produção de ERO no experimento 2 estão apresentados na figura

15. O primeiro dado na fase de protozoea I nos mostra os níveis basais dos animais

utilizados no experimento. Não houve diferenças significativas entre os tratamentos

para protozoea II (p>0,05). Em mysis II o tratamento C. muelleri apresentou redução na

concentração de ERO quando comparado ao tratamento C. weissflogii. A fase de pós-

larva 1 teve uma elevada produção de ERO para ambos os tratamentos, apresentando

diferença significativa quando comparada com as outras fases larvais, porém não houve

diferença significativa entre os tratamentos (p>0,05).
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Figura 15: Concentração de ERO geradas nas fases de

protozoea I (níveis basais), protozoea II (n=96), mysis II (n=96)

e pós-larva 1 (n=32) para os tratamentos C. weissflogii (CW) e

C. muelleri (CM). Letras diferentes indicam diferenças

significativas (p<0,05). Os dados estão expressos como média

± erro padrão.

5. DISCUSSÃO

No setor de larvicultura a qualidade da água pode ser rapidamente degradada

dificultando o crescimento, aumentando a mortalidade e a ocorrência de doenças

(Decamp, et al., 2008; Cobo et al., 2012). Um estudo realizado por Belettini et al. (2011)

mostrou que o tipo de alimento influencia na qualidade da água e observou que a

microalga Thalassiosira weissflogii pode assimilar e diminuir as concentrações de

amônia e fósforo em cultivos de pós-larvas de L. vannamei quando não há renovação de

água. No experimento 1 deste trabalho todos os parâmetros físico-químicos da água

foram mantidos através de renovações diárias, favorecendo para que os valores médios

de pH (próximo a 8), oxigênio dissolvido (> 5 mg/L), amônia (< 1,0 mg/L) e

temperatura (28° - 32°) se mantivessem dentro dos limites e das recomendações

técnicas da FAO (2004) para o período de larvicultura. O mesmo ocorreu para o

experimento 2 em ambas as etapas, onde os parâmetros de qualidade de água também se

mantiveram dentro dos limites de segurança determinados por Marchiori (1996).

Belletini et al. (2011), utilizando pós-larvas de L. vannamei alimentadas com T.

weissflogii obteve resultados dentro dos índices recomendados pela FAO (2004) para

pH (7,95) e oxigênio dissolvido (> 5,00 mg/L) mas acima do recomendado para amônia

(1,88 mg/L). Os baixos índices para oxigênio dissolvido encontrados no experimento 2
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pode estar associado a utilização de floculantes que ocasionou excesso de grumos de

microalgas dentro das unidades experimentais que possivelmente foi o responsável por

obstruir ou colmatar as pedras porosas usadas no experimento.

O tamanho da microalga ofertada como alimento também é um fator determinante

para a sobrevivência na fase de larvicultura (Barbieri & Ostrensky, 2001). Os mesmos

autores citam que o tamanho celular da microalga deve variar entre partículas <53 μm

para o início da fase larval em protozoea e de 125 - 250 μm para ser adequada à

alimentação de larvas de camarões em estágios mais avançados, já que o sistema

digestivo nesta período encontra-se em constantes modificações, principalmente durante

a metamorfose de protozoea para mysis. Neste estudo no experimento 1, obtivemos alta

sobrevivência de 85% e 100% para o tratamento controle e C. weissflogii,

respectivamente, corroborando com Belettini e colaboradores (2011) em que obtiveram

altos índices (>90%) de sobrevivência para pós-larvas alimentadas com T. weissflogii e

N. oculata. Marchiori (1967) descreveu para Penaeus paulensis um limite aceitável na

mortalidade de até 30% para a espécie durante a larvicultura. Porém, no segundo

experimento obtivemos uma menor sobrevivência em diferentes fases. Na etapa A, o

tratamento com a microalga C. muelleri apresentou maior sobrevivência final (75%)

enquanto na etapa B, o tratamento C. weissflogii apresentou maior sobrevivência final

(16 %) As diferenças podem estar ligadas ao tamanho mais adequado de cada espécie de

microalga para cada fase larval, sugerindo que nas fases de protozoea e mysis há uma

seletividade no tamanho dos alimentos pelos animais (Villegas & Kanuza, 1979). Em

contrapartida, um estudo realizado por D’Souza et al. (2002) utilizando alimento em

pasta obteve alta sobrevivência (>75%) para larvas de Penaeus monodon alimentadas

com pasta de C. muelleri e Thalassiosira pseudonana e baixa sobrevivência para pasta

de C. calcitrans (<17%) e Skeletonema sp. (45%).

A menor sobrevivência obtida ao final do experimento 2 pode estar associada ao

fato das microalgas terem sido ofertadas em forma de pasta, já que nas fases larvais os

animais necessitam de alimento constante e disponível na coluna d’água (Barbieri &

Ostrensky, 2001) e o fato de ter sido utilizado floculante para coleta das microalgas

pode ter influenciado na formação de aglomerados de células dentro das unidades

experimentais, tornando o alimento menos disponível (Figura 16). A formação de

grumos de microalgas sobre as larvas pode ter aumentado as incrustações na superfície

corporal do animal podendo levar a problemas durante a muda (Barbieri & Ostrensky,

2001; Samocha et al., 1989). Além disso, os baixos resultados para sobrevivência pode
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estar associado a presença de algum patógeno (não monitorado) no cultivo ou

problemas na qualidade do lote.

Figura 16: Imagens do experimento 2 onde (a) grumo de células após floculação, (b)

vista lateral do animal com microalga aderida a superfície corporal e com ausência de

alimento no trato digestório, (c) trato digestório sem alimento e (d) animal com trato

digestório com presença de alimento.

Para avaliar a qualidade dos lotes gerados, a FAO (2004) indica que os laboratórios

devem realizar teste de estresse em amostras aleatórias coletadas de cada unidade

experimental e os resultados devem indicar sobrevivência superior a 75% após o teste.

A temperatura da água é um parâmetro importante para organismos aquáticos, pois pode

a b

c d
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influenciar na sobrevivência e na produção de ERO (Wang & Chen, 2006; Na & Choi,

2010). No presente estudo, a qualidade das larvas foi avaliada através do teste de

estresse de temperatura onde obtivemos sobrevivência >80% para os tratamento

controle e C. weissflogii no experimento 1. Os resultados obtidos corroboram com o

encontrado por Belettini et al. (2011), que submeteram larvas de camarão alimentados

com T. weissflogii ao teste de estresse salino, obtendo resultados de sobrevivência acima

de 90%. No segundo experimento, na etapa A, o tratamento C. weissflogii apresentou

melhor desempenho que o tratamento C. muelleri e na etapa B não foi observada

diferença entre larvas alimentadas com C. weissflogii e C. muelleri. Um estudo

realizado por Racotta e colaboladores (2004), demonstrou sobrevivência de 64% após

teste de estresse de salinidade para animais alimentados com o mix de microalgas

(Chaetoceros muelleri, Tetraselmis suecica, Isochrysis galbana e Thalassiosira

pseudonana). Martins et al. (2006) obtiveram alta sobrevivência ao o teste de estresse

de temperatura (17°) para larvas de Farfantepenaeus paulensis alimentados com C.

muelleri, T. fluviatilis e Artemia sp. Os autores Palacios & Racotta (2007) sugerem em

seu trabalho que a sobrevivência dos animais após o teste de estresse pode ser

influenciada pela alimentação ofertada, consequentemente a dieta adequada irá produzir

pós-larvas com maior sobrevivência ao teste de estresse, mas não necessariamente com

maior sobrevivência final e crescimento.

As diatomáceas apresentam valor nutricional adequado para crustáceos em termos

de proteínas (30 – 40%), lipídios (10 a 20%) e carboidratos (5 a 15%) (Brown et al.,

1997; Brown et al., 1993) e são amplamente utilizadas na alimentação animal em

função de possuir os nutrientes essenciais aliados a sua alta digestibilidade (Barreto &

Cavalcanti, 1997; Derner, 2006), fatores essenciais para o desenvolvimento e

crescimento dos camarões (Dantas et al. 2007). Um estudo realizado por Emmerson

(1980) com larvas de Penaeus indicus alimentadas com T. weissflogii, apresentou

tamanho corporal médio de 5,2 mm na fase de pós-larva 1. Neste estudo, os animais

apresentaram tamanho corporal médio variando entre 5,16 mm e 6,16 mm para o

experimento 1 e 5,55 mm e 6,5 mm para C, muelleri e C. weissflogii, consecutivamente,

no experimento 2. Kitani (1986) descreveu em seu trabalho o desenvolvimento larval

do camarão L. vannamei no qual encontrou média corporal para mysis III entre 3,68 -

3,80 mm. Lima e colaboradores (2007) utilizando a microalga T. weissflogii em

combinação com náuplios de Artemia, obtiveram um valor médio de 6,4 mm para L.

vannamei na fase de pós-larva 2, evidenciando o bom crescimento alcançado por esta
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pesquisa. Martins e colaboradores (2006) utilizando larvas de Farfantepenaeus

paulensis alimentados com cultivo fresco de C. muelleri e T. fluviatilis e Artemia sp.

encontraram valores entre 5,83 mm e 5,93 mm quando atingiram a fase de pós-larva 1.

O bom desenvolvimento dos animais alimentados com a microalga C. weissflogii

também pode ser observado pela maior velocidade na taxa de virada. Os animais

alimentados com esse tratamento na etapa A fizeram a muda até o estágio de mysis I

com um dia a menos que o tratamento C. muellerii, completando a fase larval em 4 dias.

Em laboratório de larvicultura, um dia a menos na produção pode trazer vantagens

quanto ao numero de larviculturas possíveis, menos tempo de mão de obra e significar

um dia a menos com gasto de ração e produção de fitoplâncton, além dos gastos com

renovação de água, manutenção e riscos de contaminação.

Estudos vêm sendo realizados a fim de conhecer mais sobre a composição da

biomassa de microalgas, sendo os antioxidantes um dos compostos que recebem grande

atenção (Mallick & Mohn, 2000; Gouvea et al, 2007; Goiris et al, 2012; Choochote et al,

2014). Ainda há poucas informações sobre as funções dos compostos fenólicos em

microalgas, no entanto estudos realizados por Geetha et al (2010) e Custódio et al (2011)

mostraram que os extratos de microalgas com altos teores de compostos fenólicos

possuíam alta capacidade antioxidante. Goiris e colaboradores (2012) avaliaram o

conteúdo fenólico de 32 espécies de microalgas e destacou as do gênero Isochrysis,

Phaeodactylum e Tetraselmis com teores > 3 mg/g de compostos fenólicos. Choochote

& Suklampoo (2014) encontraram concentrações de 35 mg/g para conteúdo fenólico no

extrato da microalga verde Chlorella sp. Klejdus et al. (2010) mostraram que várias

classes de flavonoides, como isoflavonas, flavanonas e flavonóis podem ser encontradas

em microalgas. Neste estudo obtivemos concentrações de polifenóis >1.000 µg/g e de

flavonoides variando de 50 µg/g até 114 µg/g para os tratamentos para controle e C.

weissflogii. No experimento II encontramos variações no conteúdo de polifenóis e

flavonoides totais ao longo da curva de crescimento variando entre o tratamento C.

weissflogii (<400 µg/g e <6.000 µg/g) e C. muelleri (<300 µg/g e <5.000 µg/g). Um

estudo realizado por Gómez et al. (2016) avaliou a quantidade de polifenóis totais em

pasta de T. weissflogii e C. muelleri coletadas no 6° dia de cultivo, através de floculação

com sulfato de alumínio, obtendo resultados de 0,58 e 0,32 mg/g peso seco,

respectivamente. A capacidade antioxidante de um determinado composto pode ser

mensurada através da determinação de ERO, porém os antioxidantes podem apresentar
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dinâmicas diferentes quando testadas in vitro e in vivo, podendo sofrer metabolizações

complexas. Essa variabilidade entre as duas formas faz com que seja necessário o

acompanhamento in vivo do composto de interesse a ser produzido (Suzuki et al., 2012).

Halliwell (2008) citou a necessidade da realização de teste in vitro e in vivo, de

substâncias antioxidantes e formação de espécies reativas de oxigênio (ERO), já que

algumas substâncias podem mudar suas propriedades quando aplicadas em modelos in

vivo.

Poucos estudos são encontrados na literatura utilizando a técnica de medição de

ERO in vivo em crustáceos, porém já é empregada por outros autores utilizando o

crustáceo de água doce Daphnia magna para avaliar geração de ERO in vivo e

capacidade antioxidante de diferentes compostos (Xie et. al., 2006; Kim et al., 2009).

LeBel e colaboradores (1992) destacaram a técnica utilizando DCF com potencial para

avaliar a influência de antioxidantes no animal vivo, já que esse é um composto pouco

específico para as diferentes espécies reativas de oxigênio e nitrogênio. Xie e

colaboradores (2006) avaliaram a capacidade antioxidante do ácido ascórbico em D.

magna expostas a diferentes contaminantes e mediram com H2DCFDA a geração de

ERO. No mesmo estudo os autores verificaram um efeito positivo do ác. ascórbico nos

organismos, capaz de reduzir mais de 50% a geração de ERO. No primeiro experimento

realizado neste estudo, observamos uma tendência a menor concentração de ERO pelos

animais alimentados com a microalga CW utilizada em um dia específico do cultivo. No

segundo experimento houve uma redução de ERO, na faze de mysis II para o grupo de

animais alimentados com C. muelleri, e um aumento significativo na fase de pós-larva 1

para ambos os tratamento, o que pode ter sido provocado devido ao desenvolvimento

ontogenético dos organismos, maior atividade natatória ou ativação sistema de defesa

do organismo para sinalização celular contra invasão de patógenos (Cerenius et al.,

2010) . Lobato et al (2013) mostraram que a suplementação com ácido lipóico pode

diminuir as concentrações de ERO hepatopâncreas de L. vannamei, sugerindo que a

suplementação com antioxidantes na dieta é benéfica e pode ser utilizada como

estratégia contra danos oxidativos dos organismos em sistemas de cultivo.

Kumlu (1997) sugere que a utilização de um “mix” de microalgas para camarões

peneídeos favorece o desenvolvimento sobrevivência devido ao maior equilíbrio na

oferta de nutrientes. Neste estudo podemos verificar que ambas as microalgas coletadas

em dias específicos do cultivo apresentaram vantagens importante no seu uso, onde a
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microalga C. muelleri pode favorecer o sistemas de defesa antioxidantes dos animais

enquanto C. weissflogii favoreceu o desempenho zootécnico, mostrando que a oferta de

uma mistura controlada de microalgas pode ser uma boa alternativa para a produção de

pós-larvas de qualidade.

CONCLUSÃO

A oferta da microalga C. muelleri e C. weissflogii em dias específicos do cultivo

pode favorecer a ingesta de antioxidantes não enzimáticos auxiliando no bom

desenvolvimento dos organismos. A determinação da concentração de flavonoides totais

na microalga C. weissflogii coletada em diferentes dias do cultivo, demonstrou uma

elevada concentração desse tipo de composto no 4° dia de crescimento. A oferta dessa

microalga como alimento para larvas de camarão L. vannamei em um dia específico do

cultivo pode favorecer a maior sobrevivência final, resistência a diferentes tipos de

estresse e melhor crescimento dos animais.

Apesar das melhores respostas apresentadas pela microalga C. weissflogii para o

desempenho zootécnico, as larvas protozoea alimentadas com a microalga C. muelleri

coletada no 5° dia em que há grande síntese de polifenóis, apresentaram redução nas

concentrações de ERO medidas de forma in vivo.
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