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Resumo 

Historicamente, muitas espécies de quelônios em diversas partes do mundo 

apresentam grande importância alimentar, econômica e cultural. Dentre  as 

espécies amazônicas, a tartaruga-da-Amazônia (Podocnemis expansa) é a com 

maior potencial comercial, devido ao seu alto desempenho e aceitação pelo 

mercado consumidor. No entanto, a reprodução desses animais nos criadores 

comerciais legalizados vem ao longo dos anos apresentando problemas, com 

índices de eclosão  baixos e poucos estudos abordando a eficiência reprodutiva 

em cativeiro. Neste trabalho objetivamos: avaliar a influência dos diferentes 

sistemas de incubação (natural, com transferência e artificial) sobre o sucesso 

reprodutivo da tartaruga-da-Amazônia (P. expansa) em cativeiro. Foram 

analisados os índices de eclodibilidade de ovos, razão sexual e desempenho de 

filhotes de tartarugas-da-Amazônia (Podocnemis expansa) incubados em ninho 

natural, chocadeira e incubadoras com temperaturas de 29ºC, 30ºC e 33ºC. O 

experimento foi conduzido, desde 2021, no criatório Bicho de Rio, no Iranduba, 

AM e no Laboratório de Animais Silvestres da UFAM (LAS). Em 2021 e 2023, 

foram monitoradas as praias dos tanques de reprodução, sendo registrados e 

marcados em cada ano, ninhos naturais (3), dos quais alguns foram transferidos 

(3) para chocadeira (praia artificial cercada) e outros para incubadoras com 

temperatura controlada (3). As temperaturas de incubação nos três sistemas 

foram monitoradas com dataloggers HOBO TidbiTv2© e a umidade/temperatura 

por termo-higrômetros. Foram analisadas as características de cada ninho, 

biometria dos ovos, taxa de eclosão e biometria dos filhotes. As taxas de eclosão 

médias foram: natural (33,1±36,7), chocadeira (43,3±32,6), incubadora de 29ºC 

(46,9±20,7), incubadora de 30ºC (51,7±28,6) e incubadora 33ºC (31,1±34,7). 

Entretanto, não houve diferença significativa entre tratamentos para as taxas de 

eclosão. Não ouve diferença na razão sexual, entre tratamentos, mas foi 

verificada uma tendência (R²=0,35), quanto mais altas as temperaturas, menor 

a quantidade de filhotes machos. Há correlação forte (R²=0,97) entre a 

temperatura (ºC) e os dias de incubação, quanto menores as temperaturas, 

maior o é período de incubação. Há uma tendência (R²=0,13) que quanto maior 

o tempo da incubação, menores são as taxas de eclosão. 

Palavras-chave: Criação; Manejo; Ovos; Quelônios; Reprodução. 
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Abstract 

Historically, many species of chelonians around the world have significant 

importance in terms of food, economy, and culture. Among the Amazonian 

species, the Giant South American River Turtle (Podocnemis expansa) holds the 

greatest commercial potential due to its high performance and acceptance in the 

consumer market. However, the reproduction of these animals in legal 

commercial breeding facilities has faced challenges over the years, with low 

hatching rates and limited studies addressing reproductive efficiency in captivity. 

This study aims to evaluate the influence of different incubation systems (natural, 

with transfer, and artificial) on the reproductive success of the Giant South 

American River Turtle (P. expansa) in captivity. The study analyzed egg 

hatchability rates, sex ratio, and the performance of Giant South American River 

Turtle hatchlings incubated in natural nests, incubators, and hatcheries with 

temperatures set at 29°C, 30°C, and 33°C. The experiment has been ongoing 

since 2021 at the Bicho de Rio breeding facility in Iranduba, AM, and the Wildlife 

Laboratory of UFAM (LAS). In 2021 and 2023, the reproduction tank beaches 

were monitored, and natural nests (3) were recorded and marked each year, 

some of which were transferred (3) to hatcheries (enclosed artificial beach) and 

others to incubators with controlled temperatures (3). Incubation temperatures in 

all three systems were monitored using HOBO TidbiTv2© data loggers, and 

humidity/temperature levels were recorded with thermohygrometers. The 

characteristics of each nest, egg biometrics, hatching rates, and hatchling 

biometrics were analyzed. The average hatching rates were as follows: natural 

(33.1±36.7), hatchery (43.3±32.6), 29°C incubator (46.9±20.7), 30°C incubator 

(51.7±28.6), and 33°C incubator (31.1±34.7). However, there was no significant 

difference between treatments for hatching rates. There was no difference in sex 

ratio between treatments, but a trend was observed (R²=0.35), indicating that 

higher temperatures resulted in fewer male hatchlings. There is a strong 

correlation (R²=0.97) between temperature (°C) and incubation days; lower 

temperatures prolong the incubation period. There is also a trend (R²=0.13) 

indicating that longer incubation times lead to lower hatching rates. 

Keywords: Breeding; Eggs; Management; Reproduction; Turtle. 

  



 

1. Introdução 

 

Historicamente, muitas espécies de quelônios em diversas partes do 

mundo apresentam grande importância alimentar, econômica e cultural, tendo 

seus ovos, carne, vísceras, gordura e casco, utilizados intensamente pelo 

homem (van Dijk et al., 2014; Rhodin et al., 2020; Andrade et al., 2022). 

No Brasil, não foi diferente, a exploração das espécies de quelônios que 

ocorrem na Amazônia data do Período Colonial, tendo sido documentada em 

relatos de naturalistas como Alexandre Rodrigues Ferreira, Johann Baptist von 

Spix, Karl Friedrich Philipp von Martius, Francis de la Porte de Castelnau, Alfred 

Russel Wallace e Henry Walter Bates. Esses relatos também foram feitos por 

diversos pesquisadores e escritores que viajaram pelo Rio Amazonas e seus 

afluentes, como Silva Coutinho, José Veríssimo Dias de Matos, Alípio de Miranda 

Ribeiro, Emílio Augusto Goeldi e Manuel Nunes Pereira, descrevendo 

densidades extraordinárias de ninhos e o emprego maciço de ovos para a 

produção comercial de óleo (Vogt, 2008; Andrade, 2017). 

Na Amazônia, devido à grande predação das populações naturais de 

tartarugas, sem nenhuma preocupação com a reposição dos estoques naturais, 

houve uma diminuição significativa na quantidade de indivíduos na natureza, 

potencializada principalmente pela retirada dos ovos, e captura das fêmeas. 

(Andrade, 2008, 2017). 

Nesse contexto, foi instaurada a Lei de Proteção à Fauna, Lei Nº 5.197, 

de 1967, que proibiu a captura e comércio de animais silvestres no Brasil, mas 

mesmo com a redução da pressão humana, ainda havia grande demanda pela 

carne e ovos (Andrade, 2008). Demanda essa, que começou a ser suprida pelo 

comércio ilegal. 

Em uma tentativa de atender essa demanda com produtos de origem 

legalizada, o antigo IBDF (Instituto Brasileiro de Desenvolvimento Florestal) 

estabelece, a partir de 1987, as primeiras normatizações para a regulamentação 

de criatórios de tartarugas (P. expansa) e tracajás (P. unifilis) como estratégia de 

conservação ex-situ.  A partir de 1990, para registrar uma  criação em cativeiro, 
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os interessados deveriam se cadastrar junto ao IBAMA (Instituto Brasileiro do 

Meio Ambiente e dos Recursos Naturais Renováveis) para receber filhotes 

provenientes de tabuleiros com grande produção. O sistema de criação era, 

portanto, no formato de ranching, onde os filhotes para o plantel inicial vinham 

da natureza, e eram recriados e engordados para venda, sendo que , 10% do 

montante recebido deveria ser reservado para formação do plantel de 

reprodutores e matrizes. Uma vez que atingissem a idade reprodutiva, o ciclo 

tornava-se completo em cativeiro, e a criação passava a ser no sistema farming, 

com todas as produções futuras dos filhotes para criação, provenientes das 

matrizes e reprodutores dos quelonicultores (Andrade, 2008; IBAMA, 2019; 

Andrade et al., 2021). 

Os demais filhotes recebidos, eram recriados e engordados e, 

posteriormente, comercializados legalmente, com lacres e autorização do IBAMA 

diretamente ao consumidor ou para restaurantes ou mercados especializados 

para a . O peso mínimo para comercialização foi estabelecido como 1,5 kg de 

peso vivo, no entanto, os produtores ficavam mais tempo com os animais e 

comercializavam eles com maior peso (4-5 kg) aos 36 meses de cultivo (Andrade 

et al., 2021). 

Esse processo foi acompanhado desde o início, tanto pelo IBAMA quanto 

pela UFAM. E muitos produtores obtiveram sucesso, conseguindo a partir de 

seus plantéis reprodutores e matrizes, iniciarem a reprodução  nas praias 

artificias com aproximadamente 10 anos e 10 kg de peso vivo (Andrade, 2008; 

Garcez, 2009; Andrade et al., 2021). 

No começo era animador, à medida que a cada ano mais animais 

entravam na fase de reprodução, e mais filhotes nasciam e eram postos na 

cadeia de produção. No entanto, como passar dos anos sem a manutenção das 

praias artificiais, um problema começou a ser notado. 

Ovos gorados eram cada vez mais comuns, ovos fungados também, a 

taxa de eclosão era cada vez menor, causando preocupação para os 

quelonicultores. Essas praias artificiais estavam começando a se degradar, 

devido ao alto custo de manutenção e logística, na maioria dos criadouros da 

zona metropolitana de Manaus,  Iranduba e Manacapuru) (Andrade, 2008; 
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Andrade et al., 2021. Com a erosão da praia, foi aumentando a quantidade de 

matéria orgânica, de vegetação, a praia foi ficando mais baixa e úmida, 

potencializando baixas taxas de eclosão, mesmo quando haviam muitos ninhos 

(Catique, 2009). 

Como alternativa foi proposto uso de chocadeiras, nos moldes utilizados 

no Programa Pé-de-Pincha (Andrade et al., 2016), onde era cercada uma parte 

mais alta da praia, e os ovos eram coletados e transplantados pra esse local com 

melhores condições à incubação. Essa alternativa conseguiu contornar parte do 

problema, porém, anos depois, mesmo com a utilização de chocadeiras, as 

baixas taxas de eclodibilidade ainda representam preocupação aos criadouros. 

Um outro sistema de incubação testado antes por Duarte et al., (1998) foi o uso 

de incubadoras artificiais, onde foi possível, inclusive fazer o controle da 

temperatura de incubação. 

Como forma de tentar minimizar as perdas, e ter novamente bons 

resultados de eclosão, faz-se necessário a elaboração de novas tecnologias e 

técnicas que visam não somente a eficiência na produção, bem como a 

viabilidade econômica da atividade, uma vez que altos gastos na manutenção 

de praias artificiais que atendam os requisitos desejados para desova e 

incubação de ovos são muito altos. 

No presente estudo, buscamos avaliar a influência dos diferentes 

sistemas de incubação sobre a taxa de eclosão e desempenho dos filhotes de 

tartaruga (Podocnemis expansa) em cativeiro no Amazonas. 
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2. Objetivos 

 

2.1. Objetivo Geral: 

 

• Avaliar a influência de diferentes sistemas de incubação (natural, 

transferência e artificial) sobre o sucesso reprodutivo de tartaruga-da-Amazônia 

(Podocnemis expansa) em cativeiro no Amazonas, Brasil. 

 

2.2. Objetivos Específicos: 

 

• Quantificar os índices de eclodibilidade de ovos de tartarugas-da-

Amazônia incubados em ninho natural, chocadeira (transferência) e incubadoras 

com temperaturas de 29ºC, 30ºC e 33ºC; 

• Quantificar a razão sexual de machos e fêmeas incubados em 

ninho natural, chocadeira e incubadoras com temperaturas de 29ºC, 30ºC e 

33ºC; 

• Avaliar o desempenho (crescimento, ganho de peso e 

sobrevivência) de filhotes produzidos nos diferentes sistemas nos primeiros 

meses de vida; 

• Analisar a eficiência de incubadoras com temperaturas de 

incubação de 29º, 30ºC e 33ºC; 

• Analisar a viabilidade econômica dos sistemas de incubação com 

ninho natural, chocadeira e incubadoras com temperaturas de 29ºC, 30ºC e 

33ºC. 

  



 
 

5 
 

3. Revisão Bibliográfica 

 

3.1. História e biologia 

 

A tartaruga-da-Amazônia (Podocnemis expansa) (figura 1) pertence ao 

reino Animalia, filo Chordata, subfilo Vertebrata, superclasse Tetrapoda, classe 

Reptilia, subclasse Anapsida e ordem Chelonia. Dentro da ordem dos quelônios, 

pertence à subordem Pleurodira, que são as espécies que retraem a cabeça e o 

pescoço lateralmente e se colocam sob a margem da carapaça, além de 

possuírem a pelve unida ao plastrão. Por fim, pertence à família Podocnemidae 

(Almeida, 2007). 

 

 

Figura 1 – Tartaruga-da-Amazônia, Podocnemis expansa. 

 

Seu nome deriva do grego antigo “podos”, que significa “pé”, devido as 

garras nas patas. E “knemis”, originário de “greva”, antigo componentes de 

armaduras antigas que cobriam a perna, em razão das grandes escamas 

presentes no animal. “Expansa” devido a expansão de sua carapaça (figura 2). 
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Figura 2 – a) Patas com unhas; b) Expansão na carapaça da tartaruga-da-
Amazônia. 

 

É o maior quelônio da América do Sul, atingindo em média 80 cm de 

comprimento de carapaça, 60 cm de largura de carapaça e peso médio de 60 

kg. Todavia, há indivíduos que chegam a 1 m de comprimento de carapaça. A 

cabeça é marrom acinzentada e apresenta manchas amarelas nos animais 

jovens. Essas manchas ocorrem nos escudos interparietais, um em cada lado 

da cabeça, e desaparecem nas fêmeas ou desbotam e escurecem nos machos 

com a idade. As mandíbulas são marrons claro e o queixo é amarelo, com a 

presença de duas barbelas. O pescoço é acinzentado dorsalmente e amarelo 

ventralmente, com pequenas escamas arredondadas ou tubérculos na sua 

superfície dorsal. As patas são cobertas com pele rugosa e possuem cinco 

garras firmes e resistentes nas patas dianteiras e quatro garras nas patas 

traseiras. Os membros são acinzentados, com duas ou três escamas mais largas 

ocorrendo na margem posterior das patas traseiras. A carapaça é baixa e 

tectiforme em filhotes e jovens e fortemente aplainada em adultos, com 

coloração marrom acinzentado para preto. O plastrão é cinza claro em filhotes, 

com alguns pigmentos escuros em recém nascidos. A carapaça é formada por 

48 ossos e 37 placas córneas epidérmicas e o plastrão é composto por nove 

ossos e 13 placas córneas epidérmicas (Ernst & Barbour, 1989; Pritchard & 

Trebbau, 1984; Reva et al., 1989). 

 

F
o
n
te

: 
A

rq
u
iv

o
 P

e
s
s
o

a
l,
 2

0
2
3
. 



 
 

7 
 

3.2. Dimorfismo 

 

A tartaruga-da-Amazônia, apresenta dimorfismo sexual, as fêmeas são 

maiores, podendo atingir 82 cm de comprimento e 60 kg. Além do tamanho, há 

outras diferenças, as fêmeas possuem cauda menor e no plastrão, a placa anal 

tem fenda em forma de “V” enquanto que nos machos tem formato de “U”, os 

machos apresentam pintas amarelas na cabeça e não as perdem na fase adulta, 

já as fêmeas não apresentam essas pintas na fase adulta (figura 3) (Pritchard, 

1979; Pritchard & Trebbau, 1984; Ernst & Barbour, 1989; Vogt, 2008). 

 

 

Figura 3 - a) Macho de tartaruga; b) cauda maior e abertura em "U" do macho; 
c) fêmea de tartaruga; d) cauda menor e abertura em “V” da fêmea. 

 

Nos animais adultos, os macho são menores e mais leves, e as fêmeas 

adultas maiores e mais pesadas. A Cauda é diferente, nas fêmeas são delgadas 

e menores proporcionalmente ao tamanho do animal, enquanto que nos machos, 

a cauda é mais grassa, e maior proporcionalmente, essa adaptação proporciona 

a cópula, na época de reprodução. 
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Nos filhotes, há presença de pintas amarelas na cabeça, quanto adultos, 

somente os machos permanecem com as pintas, as fêmeas perdem-nas (figura 

4). 

 

 

Figura 4 - a) Filhote de tartaruga com pintas amarelas na cabeça; b) Fêmea 
adulta sem o padrão de pintas amarelas; c) Macho adulto, ainda com o padrão 

de pintas amarelas na cabeça. 

 

3.3. Distribuição da espécie 

 

Distribuídas apenas no hemisfério sul (figura 5), com todas espécies da 

família, ocorrem nos rios das Bacias Amazônica e do Orinoco, na Colômbia, 

Venezuela, Guiana, leste do Equador, nordeste do Peru, norte da Bolívia e norte 

e centro-oeste do Brasil (Iverson, 1992), habitando estes grandes rios e seus 

tributários de águas claras ou escuras, além de lagoas e lagos adjacentes a 

estes rios (Ernst & Barbour, 1989). No Brasil esta espécie habita rios e lagos dos 

Estados do Acre, Pará, Amazonas, Tocantins, Rondônia, Roraima, Amapá, Mato 

Grosso e Goiás (IBAMA, 2019). 
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Figura 5 - Mapa de distribuição de tartaruga-da-Amazônia. 

 

3.4. Reprodução em natureza 

 

A reprodução dos quelônios é por meio de ovos, que são depositados em 

ninhos cavados nos mais diferentes tipos de substrato. A determinação do sexo 

pode ser genética (genotypic sex determination – GSD) em algumas espécies 

que possuem cromossomos com dimorfismo sexual, caso das espécies da 

família Chelidae, ou pela temperatura de incubação (temperature-dependent sex 

determination – TSD), durante o desenvolvimento embrionário (Instituto 

Brasileiro do Meio Ambiente e dos Recursos Naturais Renováveis, 2016). 

O cruzamento ocorre dentro da água. É fácil observar esse movimento 

nas águas mais ou menos paradas, próximo às margens dos grandes rios. 

Macho e fêmea passam horas juntos, vindo frequentemente à tona ora o macho 

ora a fêmea ou os dois juntos. O acasalamento ocorre particularmente nos 

meses de maio e junho (Andrade, 2008, 2012; Vogt, 2008). 

A desova é única, anual e sempre na mesma área, no início do verão. 

Naturalmente a subida à praia, sempre é pela parte da noite, onde os animais, 
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nunca sozinhos, sobem para desovar, retornando ao rio lentamente, devido ao 

esforço despendido. Desovam em média 100 ovos, mas podem botar até 150 - 

200 ovos (Luz & Reis, 2005; Andrade, 2008). Fêmea de tartaruga (figura 6) 

fechando o ninho, após desovar no Tabuleiro Walter Buri, município de Itamarati, 

Amazonas. 

 

 

Figura 6 - Tartaruga-da-Amazônia desovando em Tabuleiro Walter Buri, 
Itamarati (AM). 

 

3.5. Desova e Incubação: Desenvolvimento embrionário e sexo do 

filhote 

 

O período de incubação é de aproximadamente 45 dias, os filhotes 

permanecem no ninho até completarem de 60 a 90 dias ou a absorverem o vitelo, 

localizada no plastrão, posteriormente o umbigo (Pádua & Alho, 1982; Reader, 

2003; Vogt, 2008; Oliveira et al., 2021). Esse tempo no entanto depende 

principalmente da temperatura de incubação, temperaturas mais elevadas, 

reduzem o tempo de incubação, enquanto que temperaturas mais baixas, 

retardam esse período. Uma tartaruga-da-Amazônia (figura 7) após 60 dias de 

incubação eclode, rompendo a casca do ovo. 
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Figura 7 - Eclosão de filhote de tartaruga (Podocnemis expansa). 

 

A profundidade dos ninhos (figura 8) tem em média 54 centímetros, 

podendo oscilar entre 83 centímetros e 44 centímetros. Há fatores que influem 

sobre a profundidade, como o tamanho das matrizes (há uma tendência de que 

quanto maior a matriz, mais fundo o ninho)  e o terreno de desova, em locais 

com areia com uma granulometria menor, o processo de cavar o ninho tende a 

ser mais desgastante, devido a areia cair de volta para o ninho conforme a 

tartaruga cava, e por conseguinte, os ninhos tendem a serem mais rasos, mesmo 

os de tartarugas grandes (Andrade, 2008; Garcez, 2009, Catique, 2011; Oliveira 

et al., 2021). 
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Figura 8 - Profundidade de ninho de Podocnemis expansa. 

 

Quanto maiores as temperaturas, mais rápida a incubação podendo ser 

em 41 dias. O sexo dos animais, em temperaturas mais elevadas no segundo 

terço da incubação proporcionam maior nascimento de fêmeas, enquanto que 

temperaturas baixas, mais machos. A sexagem pode ser feita pelo dimorfismo a 

partir do sexto mês de vida, ou por meio de abate de uma quantidade amostral, 

dos filhotes, fazendo avaliação visual das gônadas (Andrade, 2015) com auxílio 

de lupa (figura 9) ou por meio da histologia gonodal (Malvasio et al., 2012), que 

é a mais recomendada, uma vez que a visual depende do avaliador, quanto 

maior a experiência do mesmo, maiores as taxas de acerto, na histologia, a taxa 

de acerto é 100% (Valenzuela, 2001; Reader, 2003; Vogt, 2008; Lopes, 2021). 

 

F
o
n
te

: 
A

rq
u
iv

o
 P

e
s
s
o

a
l,
 2

0
2
3
. 



 
 

13 
 

 

Figura 9 - Visualização de gônada de filhote de Podocnemis expansa em lupa. 

 

3.6. Criação comercial de quelônios 

 

Em 03 de janeiro de 1967, foi instaurada a Lei de Proteção à Fauna, Lei 

Nº 5.197, que proibiu a captura e comércio de animais silvestres no Brasil. E 

mesmo reduzindo a pressão humana, ainda havia grande demanda pela carne 

e ovos (Andrade, 2008; Brasil, 1967). Demanda essa, que começou a ser suprida 

pelo comércio ilegal. 

Em uma tentativa de atender essa demanda com produtos de origem 

legalizada, o antigo IBDF (Instituto Brasileiro de Desenvolvimento Florestal) 

estabelece, a partir de 1987, as primeiras normatizações para a regulamentação 

de criatórios de tartarugas (Podocnemis expansa) e tracajás (Podocnemis 

unifilis) como estratégia de conservação ex-situ. A partir de 1990, para registrar 

uma criação em cativeiro, os interessados deveriam se cadastrar junto ao IBAMA 

(Instituto Brasileiro do Meio Ambiente e dos Recursos Naturais Renováveis) para 

receber filhotes provenientes de tabuleiros com grande produção (Oliveira et al., 

2021). 
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O sistema de criação era, portanto, no formato de ranching, onde os 

filhotes para o plantel inicial vinham da natureza, e eram recriados e engordados 

para venda, sendo que , 10% do montante recebido deveria ser reservado para 

formação do plantel de reprodutores e matrizes. Uma vez que atingissem a idade 

reprodutiva, o ciclo tornava-se completo em cativeiro, e a criação passava a ser 

no sistema farming, com todas as produções futuras dos filhotes para criação, 

provenientes das matrizes e reprodutores dos quelonicultores (Andrade, 2008; 

IBAMA, 2019; Andrade et al., 2021). 

Os demais filhotes recebidos, eram recriados e engordados e, 

posteriormente, comercializados legalmente, com lacres e autorização do IBAMA 

diretamente ao consumidor ou para restaurantes ou mercados especializados. 

O peso mínimo para comercialização foi estabelecido como 1,5 kg de peso vivo, 

no entanto, os produtores ficavam mais tempo com os animais e 

comercializavam eles com maior peso (4,0 à 5,0 kg) aos 36 meses de cultivo 

(Andrade et al., 2021; Oliveira et al., 2021). 

Esse processo foi acompanhado desde o início, tanto pelo IBAMA quanto 

pela UFAM. E muitos produtores obtiveram sucesso, conseguindo a partir de 

seus plantéis reprodutores e matrizes, iniciarem a reprodução nas praias 

artificias com aproximadamente 10 anos e 10 kg de peso vivo (Andrade, 2008; 

Garcez, 2009; Andrade et al., 2021). 

No começo era animador, à medida que a cada ano mais animais 

entravam na fase de reprodução, e mais filhotes nasciam e eram postos na 

cadeia de produção. No entanto, como passar dos anos sem a manutenção das 

praias artificiais, um problema começou a ser notado. 

Ovos gorados eram cada vez mais comuns, ovos fungados também, a 

taxa de eclosão era cada vez menor, causando preocupação para os 

quelonicultores. Essas praias artificiais estavam começando a se degradar, 

devido ao alto custo de manutenção e logística, na maioria dos criadouros da 

zona metropolitana de Manaus, Iranduba e Manacapuru) (Andrade, 2008; 

Andrade et al., 2021. Com a erosão da praia, foi aumentando a quantidade de 

matéria orgânica, de vegetação, ela foi ficando mais baixa e úmida, 



 
 

15 
 

potencializando baixas taxas de eclosão, mesmo quando haviam muitos ninhos 

(Catique, 2011). 

Como alternativa foi proposto uso de chocadeiras, nos moldes utilizados 

no Programa Pé-de-Pincha (Andrade et al., 2015), consiste em cercar uma parte 

mais alta da praia, coletar os ovos e transportá-los pra esse local com melhores 

condições à incubação. Essa alternativa conseguiu contornar parte do problema, 

porém, anos depois, mesmo com a utilização de chocadeiras, as baixas taxas 

de eclodibilidade ainda representam preocupação aos criadouros. 

 

3.7. Reprodução em cativeiro 

 

Os tanques ou represas em que ficam matrizes e reprodutores devem ter 

constante renovação de água, ser limpos sem tocos ou vegetação, que dificulte 

a locomoção, e com profundidade média de 2 m. Ainda não se sabe a razão 

sexual mais adequada para a reprodução em cativeiro. A proporção de machos 

e fêmeas adultos também é variável na natureza, não podendo servir como 

indicativo. Contudo, sabe-se que uma fêmea de tartaruga pode ser coberta por 

vários machos, podendo apresentar ninhadas com filhotes de diferentes pais. 

Portanto, sugere-se uma proporção de reprodutores e matrizes que varie de 1 

macho:1 fêmea até 1 macho:5 fêmeas. (Andrade, 2008). 

Em cativeiro, as praias artificiais para tartarugas devem ser feitas com 

areia grossa ou média, ser colocadas à margem dos tanques e barragens, ou ao 

centro, em forma de ilha (mais difícil manutenção e reposição da areia perdida 

pela movimentação da água e dos animais). A altura mínima deverá ser de um 

metro acima do nível da água, entretanto, é preciso verificar até que altura a 

água do tanque infiltra na areia. Deve haver uma faixa mínima de 30 cm isolando 

a areia úmida do tabuleiro, separando-a do fundo do ninho. No caso da tartaruga, 

deve haver 1 m² de praia para cada matriz em reprodução. No caso de tracajás, 

podemos trabalhar a densidade de 5 matrizes/m² de praia (Andrade, 2008). Duas 

matrizes de Podocnemis expansa desovando (figura 10) em criadouro comercial. 
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Figura 10 - Tartarugas desovando em criadouro comercial. 

 

Em cativeiro, Garcez, (2009), verificou que a taxa de eclosão é de 46,5%, 

muito baixo comparado as taxas de eclosão em praias naturais. Andrade, (2008), 

em trabalho com incubadora artificial compostas de caixas de isopor de 170L, 

como aquecimento interno, obteve no melhor tratamento, 75,91±34,28% de 

eclosão. 

 

3.8. Consumo, tráfico e comercialização de quelônios 

 

Pantoja-Lima et al. (2014) quantificaram o comércio ilegal de quelônios 

(Podocnemis spp.) no Rio Purus e o efeito na economia local. Os autores 

estimam que cerca de 34 toneladas de quelônios (Podocnemis spp.)  são 

consumidas anualmente no município de Tapauá (AM) e região. Relacionaram 

também cinco componentes de cadeia de comercialização ilegal: 1) Indígenas 

Apurinã; 2) residentes de vilarejos vizinhos (comunidades); 3) contrabandistas 

locais que compram e vendem quelônios para a comunidade em troca de 

produtos manufaturados; 4) contrabandistas regionais compram em Tapauá 

(AM), Lábrea (AM) e Beruri (AM) para vender em Manaus (AM) e Manacapuru 

(AM); 5) pescadores profissionais. Evidenciando que há necessidade de projetos 

que visem planos de gestão de quelônios e que tais projetos envolvam opiniões 

de consumidores, afim de chegarem em forma eficientes de conservação. 
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Pela primeira vez na história, a população urbana supera a rural, 

impulsionada principalmente pela migração rural-urbana. Nesse contexto, 

Chaves et al. (2021) investigaram o impacto dessa transição, juntamente com a 

urbanização e mudanças geracionais, no consumo de quelônios na Amazônia 

em 10 áreas urbanas. Observaram uma demanda alarmante por carne de 

animais silvestres, estimando que cerca de 1,7 milhão de tartarugas são 

consumidas anualmente no Amazonas. Notavelmente, o consumo diminui em 

áreas urbanas maiores e entre gerações. Além disso, os migrantes rurais-

urbanos, quanto mais tempo vivem nas cidades, reduzem suas taxas de 

consumo. Esses resultados destacam que o consumo de quelônios está ligado 

a tradições rurais, declinando com a urbanização e o tempo após a migração, no 

entanto, ainda sendo alto. 

Luiselli et al. (2016) acusa uma comercialização de cerca de 2 milhões de 

indivíduos selvagens de 48 das 335 espécies de tartarugas e cágados em todo 

o mundo, de 1990 à 2010. A maioria dos exemplares comercializados pertencia 

às famílias Testudinidae, Geoemydidae, Emydidae e Trionychidae (cerca de 93% 

do comércio). O comércio de indivíduos selvagens atingiu seu pico no início dos 

anos 2000, com esse padrão sendo mais pronunciado na região asiática. Após 

os anos de 2003 a 2005, houve uma redução substancial no número de 

exportações de indivíduos selvagens da região asiática, com um notável 

aumento nos números de exportação da região Neártica. Foram identificados 

107 países exportadores, com Malásia, Estados Unidos e Indonésia sendo os 

mais importantes no comércio (cada um responsável por mais de 20% do 

comércio). No geral, foram 66 países importadores, sendo os mais importantes 

os Estados Unidos (17%), China (15%) e Hong Kong (12%). Para chegar em 

todos esses resultados, Luiselli et al. (2016) utilizaram o conjunto de dados da 

CITES (Convention on International Trade in Endangered Species of Wild Fauna 

and Flora) de 2016. 
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4. Justificativa 

 

A tartaruga-da-Amazônia é a espécie mais produzida e comercializada 

dentre os quelônios amazônicos. Todavia, há poucos estudos abordando sua 

eficiência reprodutiva bem como de outros quelônios, em cativeiro (Andrade, 

2008; Andrade et al., 2021). 

Manter as praias nas condições ideais para desova e incubação se torna 

caro com o passar do tempo, à medida que o nível de areia tende a baixar, caso 

não haja constante manutenção, ficando baixas, úmidas e com alta quantidade 

de matéria orgânica, diminuindo assim a eficiência reprodutiva, pois, a taxa de 

eclosão se torna baixa, diminuindo a quantidade de filhotes, implicando em 

menor quantidade de animais para comercialização no final do ciclo. 

Catique, (2011), verificou a influência do substrato na incubação, e 

verificou que as condições das praias artificiais dos criadouros são inferiores às 

naturais, o que justifica os menores índices de eclosão. 

Em natureza as taxas de eclosão são entorno de 80%, enquanto que a 

média dos criadouros é de apenas 46,5%, essa baixa eclodibilidade é decorrente 

das praias artificiais que não atendem as condições ideais (Andrade, 2008; 

Garcez, 2009; Catique, 2011). 

Como forma de contornar essa problemática, se faz necessidade de tal 

estudo que visa melhorar os índices de eclosão, aumentando assim, os filhotes 

por ano e ainda melhorar o desempenho. Pois, temperaturas mais elevadas além 

de proporcionarem maior nascimento de fêmeas (maiores), aceleram o 

desenvolvimento embrionário e ainda potencializam maior crescimento (Souza 

& Vogt, 1994; Instituto Brasileiro do Meio Ambiente e dos Recursos Naturais 

Renováveis, 2016). 

Com o uso de incubadoras e de substratos como a vermiculita foi possível 

obter melhores índices  de incubação, similares aos dos ninhos naturais, sendo 

portanto, importante que mais experimentos com incubadoras artificiais sejam 

realizados (Andrade, 2008). 
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5. Materiais e Métodos 

 

5.1. Local do experimento 

 

O experimento está sendo realizado na Fazenda Bicho do Rio 

(W03°11’12” S60°17’42”) (figura 12) ramal Bela Vista, Km 26 da AM-070, 

município de Iranduba – AM (figura 11). 

 

 

Figura 11 - Mapa mostrando a localização do município de Iranduba no estado 

do Amazonas e em território brasileiro e as áreas do local de experimento. 
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Figura 12 - Vista aérea da Fazenda Bicho do Rio. 

 

O tanque (figura 13) contendo matrizes e reprodutores possui 3.866m² 

(0,39 hectare de espelho d’água). A praia artificial (figura 14) de desova tem 

aproximadamente 1.855m² (0,18 hectare), e encontra-se em avançado grau de 

degradação, sendo baixa em relação ao nível da água, com grande acúmulo 

umidade e matéria orgânica e  vegetação rasteira. Além da praia artificial, temos 

uma “Chocadeira” (figura 15) (área cercada protegida na própria praia) com 6m 

de largura por 12m de comprimento (72m² ou 0,01 hectare), localizada em uma 

parte mais alta da praia, cercada por folhas de alumínio, com 0,5m de altura. 

Embora as condições sejam melhores que a da praia, apresenta também 

elevado nível e matéria orgânica. 
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Figura 13 - Tanque de reprodutores e praia da Fazenda Bicho do Rio. 

 

 

Figura 14 - Praia artificial das matrizes da Fazenda Bicho do Rio. 
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Figura 15 - Chocadeira da Fazenda Bicho do Rio. 

 

A sala onde ficaram as incubadoras (figura 16) no ano de 2021, fica 

localizada na sede fazenda, contendo 3m de largura e 4m de comprimento, 

totalizando 12m², foram alocadas 3 incubadoras, cada uma possuía 3 

compartimentos internos. 

 

 

Figura 16 – Sala com incubadoras. 

 

F
o
n
te

: 
A

rq
u
iv

o
 P

e
s
s
o

a
l,
 2

0
2

1
. 

F
o
n
te

: 
A

rq
u
iv

o
 P

e
s
s
o

a
l,
 2

0
2

1
. 



 
 

23 
 

Para o ano de 2023, devido ao reduzido espaço da sala destinada às 

incubadoras na sede da fazenda e as constantes quedas de energia, optamos 

por montar o experimento das incubadoras em um ambiente mais controlado. 

Dessa forma, montamos  9 incubadoras no Laboratório de Animais Silvestres 

(LAS) (figura 17), localizado no Bloco Z da Faculdade de Ciências Agrárias (FCA) 

(W03º6’2.545”, S59º58’36.692”) da Universidade Federal do Amazonas (UFAM). 

 

 

Figura 17 - Incubadoras sendo montadas no Laboratório de Animais Silvestres, 

UFAM. 

 

Em 2022, não houve ninhos suficientes para o desenvolvimento do 

experimento, havendo a necessidade de prorrogar a coleta de campo até 

dezembro de 2023. 

 

5.2. Metodologia do experimento 

 

Durante a estação reprodutiva, nos anos de 2021 a 2023, a partir de final 

de agosto até dezembro, foram monitorados os tanques e praias de reprodução 

de quelônios no criatório Fazenda Bicho do Rio. Sendo desenvolvidas as 

seguintes atividades, de acordo com cada sistema de incubação avaliado: 
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5.3. Ninho Natural 

 

Toda manhã, às 06h, eram feitas caminhadas ao redor da barragem de 

reprodutores e na praia artificial visando localizar os ninhos de tartaruga-da-

Amazônia. Quando localizados, se possível identificar as pegadas da mãe, era 

realizada medição do “rastro” (pegadas) do tamanho da pata e da distância entre 

patas. Os ninhos eram abertos, mensurada a profundidade do primeiro ovo e a 

largura do ninho, retirados os primeiros 5 ovos para biometria, que consiste em 

medição do tamanho com um paquímetro (figura 18) e pesagem com balança 

digital de até 200g (figura 19). Uma vez realizada a biometria, foi colocado um 

datalogger individual (HOBO TidbiTv2 On Set©) (figura 20) em cada ninho, 

totalizando 3 aparelhos, para coleta de temperatura interna do mesmo. 

Retornávamos os ovos ao ninho e fechávamos a cova. Em cada ninho foi 

colocado um piquete com o número da cova, espécie e data da desova, e 

também foi feita uma cerca de madeira para impedir o ataque de predadores ou 

que os ovos fossem desenterrados por outras fêmeas. A contagem da 

quantidade total dos ovos foi realizada somente após a eclosão, por meio da 

estimativa pela somatória do número total de filhotes, cascas e  ovos gorados, 

fungados e inférteis (ovos inviáveis) (Andrade et al., 2016). 
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Figura 18 - Biometria dos ovos: medição. 

 

Figura 19 – Biometria dos ovos: pesagem. 

  

 

Figura 20 - a) Datalogger; b) colocação do aparelho no ninho; c) fechamento do 
ninho com datalogger. 
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A área com os ninhos naturais foi marcada e cercada para que não 

houvesse predação dos ovos nem filhotes, em como a fugas dos mesmos caso 

subissem a superfície antes a abertura os ninhos. A abertura de cada ninho foi 

realizada após dois meses de incubação. Cada ninho foi identificado com placas, 

contendo o número do ninho, espécie do quelônio e data prevista da eclosão. 

 

5.4. Chocadeira 

 

Os ninhos colocados mais próximos das margens, da vegetação ou que 

estivessem em áreas com provável sobreposição de desovas, foram transferidos 

para a “chocadeira” localizada em um cercado na parte mais alta da praia de 

postura e que possuía uma camada há mais de areia com cerca de 50 cm acima 

do piso/substrato da praia (figura 21). 

Os ovos foram coletados dos ninhos na praia nas primeiras horas da 

manhã, sendo mensuradas as características relacionadas ao ninho: tamanho 

da pata e entre patas das mães, quando possível identificação; profundidade do 

primeiro ovo; largura do ninho; profundidade total do ninho; contagem dos ovos; 

distância da água e distância da vegetação. Foi realizada a biometria em 5 ovos 

de cada ninho. Os ovos eram postos em isopor de 24, 5 litros, forrados com areia 

para evitar rolagem, e levados até a chocadeira, localizada ainda na praia 

artificial. Seguindo a metodologia aplicada no Programa Pé-de-Pincha (Andrade, 

2012; Andrade et al., 2016; Instituto Brasileiro do Meio Ambiente e dos Recursos 

Naturais Renováveis, 2016) com distância de 50 cm entre cada ninho 

transplantado e entre fileiras, de forma a haver um espaço para circular entre as 

fileiras de ninhos e as paredes da cerca da chocadeira. Foi feita uma abertura 

com 50-60 cm de profundidade (profundidade média baseada nos ninhos 

naturais do criatório) com uma câmara com largura suficiente para armazenar 

todos os ovos, sendo o ninho em formato de bota. 

Houve adaptação da metodologia para  a formação das covas dos ninhos 

transplantados. Ao invés de ser transplantado  todos os ovos de um ninho para 
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um único ninho artificial , foi adotado a metodologia  aplicada em campo pelo 

Programa Pé-de-Pincha (Andrade et al., 2016) e testada por Monteiro (2014), 

que consiste na divisão de ninhos com até 100 ovos, em dois ninhos artificiais 

com 50cm de profundidade cada, e em ninhos com mais de 100 ovos, são 

divididos em três ninhos com 50cm de profundidade, visando obter os melhores 

índices de eclodibilidade. Em uma subdivisão de cada ninho, foi posto um 

datalogger individual, totalizando três aparelhos. Para os ninhos na chocadeira, 

como estavam próximos, utilizamos um datalogger de 4 canais com cabos e 

sensores para cada ninho (HOBO U2 Out Door 4 ext channels©). 

 

Figura 21 – Ninhos transferidos para chocadeira. 

 

Cada ninho foi identificado com placas (figura 21), onde continham 

informações do número do ninho, espécie do quelônio, quantidade de ovos e 

data prevista da eclosão (dois meses após a postura). 

 

5.5. Incubadoras: 

 

Para construção (figura 23) das  incubadoras artificiais artesanais foram 

utilizadas, inicialmente em 2021, três (3) caixas de isopor de 170 litros cada, 

montadas com aquecimento interno automático (termostato) (figura 22). Sendo 
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necessário em cada incubadora 2 lâmpadas incandescentes de 5W, 2 bocais, 1 

termostato digital (W1209 Arduino com fonte 12v), 1 termo-higrômetro digital 

(Inconterm modelo 7666.02.0.00©), 2 divisórias internas de PVC, 1 recipiente 

com água (placa de Petri 200 ml), 12L de vermiculita, 3m de fio elétrico. Sendo 

compartilhado entre as três incubadoras, 1 aspersor de água, 1 estabilizador 

elétrico, 1 extensão elétrica (Andrade, 2008). 

 

 

Figura 22 – Termostato W1209 Arduino com fonte 12v. 
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Figura 23 - Técnico do LAS (Laboratório de Animais Silvestres) demonstrando 
montagem de incubadora. 

 

Para a montagem de cada incubadora (figura 23), gastou-se cerca de 2 

horas, envolvendo as fases de instalação e teste. Inicialmente, instalou-se as 

lâmpadas, o termostato digital, a divisória interna de PVC, seguido do teste de 

funcionamento e identificação das incubadoras. Após a instalação e teste, 

colocou-se 2L de vermiculita em cada subdivisão, 6L por incubadora, após 

colocação dos ovos, foi posto a mesma quantidade de vermiculita, totalizando 

12L por incubadora. Vista interna de uma incubadora artificial (figura 24). 
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Figura 24 – Vista interna de incubadora. 

 

Os ovos para as incubadoras também foram coletados na praia do 

criatório Bicho do Rio, sendo identificado o ninho na praia, e feitas as medições 

do rastro da mãe (sempre que possível era feito medição da pata e entre patas 

da mãe), profundidade do 1º ovo, largura do ninho e profundidade do ninho, 

distância da água e da vegetação de cada ninho. Os ninhos foram abertos pela 

manhã e os ovos foram postos em caixas de isopor de 24,5 litros (figura 25), 

forrados com areia para evitar rolagem, postos com cuidado e levados até a sala 

com incubadoras na sede da fazenda. 

 

 

Figura 25 – Caixa térmica de transporte de ovos. 

 

Cada incubadora de cada tratamento recebeu 90 ovos, divididos em três 

repetições sendo 30 ovos em cada. Os ninhos foram separados em lotes de 30 

ovos, e distribuídos nos três tratamentos (29ºC, 30ºC e 33ºC) (figura 26), foram 

utilizados 3 ninhos diferentes, ao total, 270 ovos. Em cada repetição, foi feita a 

biometria de 5 ovos. 
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Figura 26 – Incubadora com ovos de tartaruga-da-Amazônia 

 

No monitoramento da incubação dos ovos registrou-se a temperatura e 

umidade relativa interna (incubadora) e externa (sala) em 3 horários (6h00, 

12h00 e 18h00). Às 12h00 e às 18h00 era feito a aspersão de água no substrato 

a fim de manter a umidade relativa sempre alta em cada caixa incubadora (figura 

27). 

 

 

Figura 27 – Sala de incubação da Fazenda Bicho do Rio 
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No ano de 2023, foram montadas nove (9) incubadoras artesanais, sendo 

três incubadoras para cada tratamento de incubação artificial (29°C, 30°C e 

33°C). Em cada incubadora, haviam 30 ovos, sendo um ninhos separado de 

forma a estar nas três temperaturas possíveis. 

 

5.6. Eclosão, Biometria e Marcação de filhotes 

 

Após dois meses, na data estipulada, os ninhos naturais e da chocadeira 

foram abertos para checar se os filhotes já haviam eclodido. Em caso de atrasos 

na eclosão, era feito o fechamento novamente do ninho, e realizado o 

monitoramento todos os dias, a fim de verificar o surgimento de um afundamento 

na “tampa” do ninho, que indicaria que os filhotes já haviam nascido e estavam 

aptos para serem retirados do ninho. Nas incubadoras, como era feita a abertura 

das mesmas diariamente para aspersão de água, foi possível observar  a 

eclosão dos filhotes, e assim que o “umbigo” destes estava cicatrizado (porção 

externa do vitelo totalmente absorvido), estes filhotes eram retirados das 

incubadoras e estavam aptos para transferência ao berçário (figura 28). 

 

 

Figura 28 – Eclosão de filhote. 
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Foi feita a biometria de 5 filhotes de cada repetição. Foram registradas as 

seguintes medidas retilíneas por filhote: comprimento e largura da carapaça, 

comprimento e largura do plastrão, altura da carapaça e peso do filhote. Para tal, 

foi utilizado um paquímetro de 150 mm (Vonder)  e uma balança digital de 200g 

de capacidade (Kern©, precisão de 1 g). Biometria de filhotes (figura 29). 

 

 

Figura 29 – a) comprimento da carapaça; b) largura da carapaça; c) 
comprimento do plastrão; d) largura do plastrão; e) altura do filhote; f) peso do 

filhote. 

 

Após biometria, foi realizada a marcação dos filhotes com picos nos 

escudos laterais da carapaça, para posterior identificação visto que seriam 

alocados em um mesmo berçário, recebendo o mesmo tratamento e 

alimentação, diferindo apenas no método para incubação. Cada repetição 

recebeu uma marcação diferente (figura 30). Essa marcação foi feita com auxílio 

de cortadores de unhas. Sendo pouco invasiva e cortando apenas as bordas da 

carapaça. Entre um filhote e outro foi feita a assepsia do material utilizando álcool 

a 70%. Este tipo de marcação é o que preconiza a IN IBAMA N.07/2015 e a 

Resolução CEMAAM N.26/2017, para os filhotes em substituição ao uso de 

microchips ou transponders que são muito mais invasivos e caros. 
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Figura 30 – Marcação da carapaça dos filhotes. 

 

5.7. Testes físicos de filhotes 

 

Os filhotes de cada tratamento, devidamente identificados com a marca 

do ninho foram submetidos a três testes de habilidade locomotora e velocidade: 

tempo de virada (righting response), natação (swimming performance) e corrida 

(crawling speed). Os testes foram baseados nos testes de performance 

locomotora aplicados por Andrade et al., (2016). Foram realizados testes físicos 

visando avaliar os filhotes. São três provas: natação, corrida e viragem. Cada 

filhote recebia um número com pincel permanente, para que fossem vinculados 

seus dados de biometria aos resultados dos testes. Eram feitos logo após a 

biometria e marcação dos filhotes. 

Para natação (figura 31), foram colocados em uma caixa de isopor com 

60cm de comprimento e 40cm de largura, com 20cm de profundidade com água, 

os filhotes eram postos em uma extremidade da caixa, e o tempo era contado 

assim que soltos, parando o cronômetro quando o filhote alcançasse a outra 

extremidade. 
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Figura 31 – Teste físico: natação. 

 

Corrida (figura 32), foi delimitado um local plano, feito paredes formando 

um corredor de 30cm de largura e 2m de comprimento, eram postos os 5 filhotes 

de cada repetição de uma vez só, e cronometrado o tempo até o final do percurso 

por cada filhote. 

 

 

Figura 32 – Teste físico: corrida. 

 

Viragem (figura 33), postos em pares, com o plastrão para cima, sobre 

uma superfície plana, era cronometrado o tempo que cada animal levava para 

retornar à posição com plastrão para baixo. 
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Figura 33 – Teste físico: viragem. 

 

5.8. Biometria das matrizes 

 

Antes de cada estação reprodutiva foi realizada a biometria amostral das 

matrizes e reprodutores do tanque de reprodução do criatório Bicho do Rio (maio 

de 2021 e 2023). A biometria foi realizada com o uso de paquímetro de precisão 

(Haglofer 80 cm) e balança do tipo Pesola® para animais até 10 kg e balança de 

mola tipo dinamômetro com capacidade até 50 kg. Foram tomadas medidas do 

comprimento e largura retilínea da carapaça (CRC e LRC), comprimento e 

largura do plastrão (CP e LP), altura da carapaça (AC), peso e também foi feita 

a estimativa de idade pela contagem dos anéis de crescimento nos escudos da 

carapaça do comprimento da carapaça (CRC), da largura da carapaça (LRC), do 

comprimento do plastrão (CP), da largura do plastrão (LP) e da altura da 

carapaça (AC) segundo Andrade et al., (2016). A sexagem foi feita observando 

a cauda e abertura na parte inferior do plastrão. 

 

5.9. Sexagem de filhotes 

 

Foram escolhidos ao acaso 4 filhotes de cada repetição. Para sexagem 

dos filhotes, foi utilizada a identificação visual (Andrade, 2015) e a histologia 

gonadal, por ser a técnica mais segura (Malvasio et al., 2012).  
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Os filhotes foram levados para o Laboratório de Animais Silvestres da 

UFAM em caçapas plásticas, e, posteriormente, eutanasiados com o uso de 

decapitação que é aceita com restrição em pequenos répteis em casos que haja 

interferência da anestesia sobre os resultados da pesquisa (Resolução 

Normativa CONCEA N.37/2018). A insensibilização prévia foi realizada por meio 

hipotermia, para possibilitar análises bioquímicas posteriores que seriam 

inviáveis com o uso de fármacos anestésicos, por influírem diretamente nos 

valores referenciais (informo que esse mesmo protocolo já foi anteriormente 

autorizado pelo CEUA/UFAM na autorização N.079/2019, em anexo). Os filhotes 

foram dissecados com o auxílio de tesouras cirúrgicas e pinças. As amostras 

biológicas serão fixadas para análise histológica. Para sexagem dos filhotes, foi 

utilizada a identificação visual (Andrade, 2015) e a histologia gonadal, por ser a 

técnica mais segura (Malvasio et al., 2012). As gônadas passarão por 

processamento histológico para microscopia de luz e os cortes serão realizados. 

Para o processo as gônadas foram cuidadosamente retiradas com tesoura de 

ponta fina e bisturi para, então, serem fixadas em glutaraldeído (GTA, 25%), 

tamponado (pH 7,3) e pós-fixadas em etanol 70%. As amostras serão 

desidratadas em gradiente de etanol (80% e 96%) e emblocadas em resina 

metacrilato (Tecnovitch®). As secções serão obtidas em 5µm e corados em 

Hematoxilina-Carazzi-Eosina (HE). Adicionalmente, amostras serão coradas em 

Azul de Toluidina (0,12%), técnica do PAS (ácido periódico e reagente de Schiff) 

para identificação de células ricas em mucinas neutras e Azul de Alcian (pH 2,5) 

para observação de células ricas em mucinas ácidas. Esses métodos de 

coloração serão utilizados para verificar possíveis diferenças entre as gônadas 

(testículos e ovários) em relação à presença de mucopolissacarídeos na região 

medular da gônada. Serão utilizados critérios de Malvasio (2012), aos quais 

serão caracterizados com o oviduto de fêmeas alongado com células cúbicas 

altas e a presença de apêndice remanescente, enquanto que em machos deverá 

ser arredondado com células cúbicas baixas e ausência de apêndice. Além 

disso, as estruturas que alojam as células germinativas deverão ser semelhantes 

a folículos definidos em fêmeas, localizados próximo ao epitélio germinativo, e 

em machos deverá ser constituído por túbulos seminíferos de luz dilatada e 

contorno tortuoso. A razão sexual ser á definida, tanto pela avaliação 

macroscópica (possível dimorfismo externo em filhotes mais velhos, e interno, 
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nos mais novos), quanto pela a avaliação histológica, através da fórmula: 

(número de machos/número de fêmeas) x100. Através da análise das relações 

entre os dados biométricos, histológicos, de desempenho e rendimento e das 

habilidades motoras dos filhotes com os diferentes tipos de incubação utilizados, 

poderemos avaliar melhor a eficiências dos sistemas de reprodução utilizados 

em cativeiro para a tartaruga. 

 

5.10. Temperatura, umidade e pluviosidade 

 

A temperatura e umidade ambiente foram coletadas com o auxílio de um 

termo-higrômetro (Inconterm modelo 7666.02.0.00©) (figura 34), que foi fixado 

na lateral da chocadeira. Havia ainda um sensor do termo-higrômetro, que foi 

colocado dentro de um ninho artificial na chocadeira, entre os ovos, de modo a 

aferir a temperatura interna do ninho. Eram feitas 3 coletas diárias: 06h00, 12h00 

e 18h00. Eram coletadas temperatura atual, máxima e mínima do ambiente e do 

interior do ninho. Além da umidade atual, máxima e mínima do ambiente. 

 

 

Figura 34 – Termo-higrômetro Inconterm modelo 7666.02.0.00©. 
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Foi colocado um pluviômetro no canto da chocadeira, cerca de 1,5m de 

altura. Eram feitas 3 vistorias diárias, sendo às 06h00, 12h00 e às 18h00. O 

pluviômetro (figura 35) utilizado foi um de modelo padrão, onde a cada milímetro 

em seu interior, representava uma precipitação de 1L de água por metro 

quadrado. 

 

 

Figura 35 – Pluviômetro. 

 

5.11. Delineamento experimental 

 

O experimento foi conduzido em fatorial 2 x 5, onde os fatores foram: ano 

(2021 e 2023); e modelos de incubação (ninhos naturais, ninhos transferidos 

para chocadeira, incubadora de 29º C, incubadora de 30º C e incubadora de 33º 

C). Inicialmente seriam analisados os anos de 2021 e 2022, no entanto, em 2022 

não houveram ninhos suficientes para o experimento. Cada tratamento teve três 

repetições cada onde foi avaliada a eficiência de cada sistema de incubação 

(quadro 1). 

 

Quadro 1 – Delineamento experimental utilizado 

Fatores Tratamentos 
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Ninhos 

Naturais 

Ninhos 

transferidos 

Incubação artificial 

29ºC 30ºC 33ºC 

2021 3 3 3 3 3 

2023 3 3 3 3 3 

 

5.12. Foram analisadas as seguintes variáveis: 

 

Variáveis: 

As variáveis foram: 

Tamanho (mm) e peso (g) dos ovos; 

Eclosão (%) ((filhotes nascidos/ovos incubados)*100); 

Período de Incubação (dias); 

Natimortos (%) ((filhotes natimortos/ovos incubados)*100); 

Ovos inférteis (%) ((filhotes ovos inférteis/ovos incubados)*100); 

Razão sexual (%) ((machos/filhotes nascidos)*100) e ((fêmeas/filhotes 

nascidos)*100); 

Custos da incubação (R$) ∑custos; 

Peso (g) e tamanho (mm) do filhote ao nascer; 

Relação filhote:ovo (%) ((peso do filhote/peso do ovo)*100) 

Pluviosidade e Temperaturas máximas, mínimas e médias. 

 

5.13. Análise estatística dos dados 

 

Os dados coletados foram tabulados em planilhas eletrônicas (Excel) e 

submetidos a análises estatísticas com auxílio do programa computacional 

Sisvar v.5.7, sendo feita a ANOVA e testes de média (Tuckey) a 5% de 

significância entre os tratamentos. Quando era encontrada diferença significativa 
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entre as variáveis ligadas a eclodibilidade e a razão sexual entre as diferentes 

temperaturas utilizadas nas incubadoras, era feita a análise de regressão.  
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6. Resultados e discussão 

 

As coletas de dados foram realizadas no período de 01/09/2021 à 

19/12/2021, no primeiro ano de acompanhamento, já no segundo ano, foi de 

12/08/2022 a 28/01/2023. E no terceiro ano, 01/09/2023 à 19/12/2023. No ano 

de 2021 foram 32 ninhos, sendo apenas um de tracajá (P. unifilis) e o restantes 

de tartarugas (P. expansa), a média de ovos de tartaruga foi de 106,0 ± 16,9 ovos 

por ninho, desse quantitativo, foram acompanhados 3 ninhos naturais (356 

ovos), 3 ninhos transferidos para chocadeira (260 ovos) e 3 ninhos para as 

incubadoras artesanais, sendo postos em cada parcela de cada incubadora 30 

ovos de cada ninho, totalizando 90 por incubadora e 270 ovos ao total nas três 

incubadoras. 

No segundo ano (2022) não houve ninhos suficientes para realização do 

trabalho, o que resultou em mais um ano de experimento em campo, visto que a 

reprodução é sazonal e só acontece uma vez por ano. Sendo assim, em 2023, 

foi acompanhado o criadouro comercial, e foram utilizados 3 ninhos naturais (271 

ovos no total, e 90,3 ± 33,6 de média), 3 ninhos transferidos para a chocadeira 

(264 ovos no total, média de 88,0 ± 66,3) e 3 ninhos em incubadora artificiais 

artesanais (268 ovos no total, 89,3 ± 1,1 de média). 

Tabela 1 – Número de ninhos e ovos protegidos por espécie em diferentes 
anos na Fazenda Bicho do Rio. 

Ano 

Quantidade (unidade) 
Total (unidade) 

Podocnemis unifilis Podocnemis expansa 

Ninhos 
Ovos 

Ninhos 
Ovos 

Ninhos Ovos 
Total Média ± DP Total Média ± DP 

2021 1 15 15,0±0,0 31 3.285 106,0±16,9 32 3.300 

2023 5 58 11,6±6,9 26 2.594 103,7±22,5 31 2.652 

 

Em 2021 o número total de ninhos foi de 32, com 3.300 ovos, sendo um 

ninho de tracajá (15,0±0,0) e 31 de tartaruga (106,0±16,9). Já em 2023, o 

número de ninhos foi de apenas 31, e o total de ovos, 2.652, sendo que desse 

quantitativo, 5 ninhos foram de tracajá (11,6±6,9) e os 26 restantes, de tartaruga 
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(103,7±22,5). Além da quantidade de ninhos, a média de ovos por ninhos 

também foi menor no segundo ano de acompanhamento. 

O clima pode ter contribuído com a baixa postura de 2022, além da baixa 

qualidade da praia: baixa, úmida, com muito acúmulo de matéria orgânica e alta 

incidência de vegetação, além das constantes trocas de tratadores, que pode ter 

influenciado negativamente, ocasionando em um ano com apenas 14 ninhos, 

sendo apenas 1 ninho na barragem principal de reprodutores. 

Devido à má condições das cercas que envolvem a barragem e a praia, 

muitos reprodutores e matrizes acabam fugindo, e se alocando em outras 

barragens, as quais não tem praias de nidificação, nem cercas de proteção, ou 

recebem alimentação adequadamente, são barragens destinadas à produção de 

peixes, visto que a propriedade trabalha com o cultivo e reprodução de tambaqui 

e Matrinchã. Uma reprodutor de 29,0 kg de peso vivo, capturado em atividade 

de biometria, acabou fugindo, e isso também influenciou na dinâmica da 

reprodução, visto que era o macho dominante, e contribuiu ainda mais para o 

problema na reprodução. Além de que quanto maior e mais pesado o macho, 

maiores e mais pesados serão os filhotes (Catique, 2011). Além de contínuas 

práticas de manejo, as quais eram necessárias para elaboração de outros 

projetos de pesquisa desenvolvidas no mesmo local. Por um longo período do 

ano, a barragem ficou com um baixo volume de água, a qual era necessário para 

facilitar a captura dos animais afim de realizar censo e biometria. No entanto, 

todas essas atividades, acabaram por interferir na reprodução. Que só veio a 

normalizar, no ano de 2023. 

Realizamos a análises de variância nos dados obtidos no ano de 2021 e 

2023. Houve interação entre o fator ano, e o fator modelo de incubação, onde no 

ano de 2021, não houve diferença de tamanho entre tratamentos, já para o peso, 

os ovos da chocadeira e dos ninhos naturais foram maiores que os demais. Para 

2023, quanto ao tamanho dos ovos, os menores foram do ninho natural, para 

pese, também os ninhos naturais foram os mais leves. Essas diferentes podem 

ser vistas na tabela 2. 

 



 
 

44 
 

Tabela 2 – Biometria dos ovos de tartaruga-da-Amazônia em diferentes 
modelos de incubação nos anos de 2021 e 2023. 

Tamanho do ovo (mm) 

1Ano 

2Tratamentos 

2Natural ± 

DP 

2Choc ± 

DP 

2Inc 29ºC ± 

DP 

2Inc 30ºC ± 

DP 

2Inc 33ºC ± 

DP 

2021 40,3±1,8Aa 39,4±1,4Aa 40,0±3,3Aa 39,4±2,9Aa 38,8±2,7Aa 

2023 35,7±2,4Bb 38,4±0,6Aa 38,5±1,2Aa 38,0±0,8Aa 37,9±0,7Aa 

Média 38,6 

1CV(%) 5,24 

Peso do ovo (g) 

 

2Natural ± 

DP 

2Choc ± DP 

2Inc 29ºC ± 

DP 

2Inc 30ºC ± 

DP 

2Inc 33ºC ± 

DP 

2021 38,5±4,2Aa 37,4±2,5Aa 34,4±3,7Ba 34,5±2,8Ba 34,4±4,0Ba 

2023 28,0±4,1Bb 33,0±1,2Ab 31,9±2,2Ab 32,1±3,3Ab 33,0±2,1Aa 

Média 33,7 

1CV(%) 9,40 

¹CV (%): coeficiente de variação; ²Natural: ninhos naturais; ²Choc: ninhos transferidos para 

chocadeiras; ²Inc 29ºC: Ninhos transferidos para incubadoras de 29ºC; ²Inc 30ºC: Ninhos 

transferidos para incubadoras de 30ºC; ²Inc 33ºC: Ninhos transferidos para incubadoras de 33ºC; 

DP: desvio-padrão. Médias seguidas por letras maiúsculas diferem entre linhas pelo teste de 

Tukey à 5% (P<0,05); médias seguidas por letras minúsculas diferem colunas pelo teste de Tukey 

à 5% (P<0,05); ns - não significativo. 

 

Houve diferença de tamanho (mm) entre os anos nos tratamentos: ninhos 

naturais e incubadoras de 29ºC. Sendo os de 2021 maiores que os de 2023. 

Para o peso (g) o único que não teve diferença foi do tratamento da incubadora 

33ºC, sendo os de 2023 mais pesados que os de 2021 para os demais 

tratamentos. 

Na tabela 3, apresentamos os resultados encontrados para o tempo de 

incubação e na tabela 4, as taxas de eclosão em cada tratamento. Foi possível 

notar que nesse ensaio, houve interação entre fatores (P< 0,05) para dias de 

incubação, no ano de 2021, apenas o tratamentos de incubadora 29ºC se diferiu 

dos demais, resultando em um maior período de incubação (80,0 ± 2,6 dias). Já 
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para o ano de 2023, houve duas diferenciações, sendo o melhor tratamento o de 

incubadora 33ºC (49,0 ± 0,0 dias) e o pior resultado, os de incubadora 29ºC (69,0 

± 0,0 dias). Em todos os tratamentos houve diferença entre anos (2021 e 2023), 

sendo que em 2023 as médias de dias de incubação foram menores em relação 

ao primeiro ano de experimento. Isso se dá, devido a diferença entre 

temperaturas nos anos, podemos visualizar essas diferenças na figura 36 

(temperatura e pluviosidade ambiente) e no quadro 2 (temperaturas de 

incubação), sendo o ano de 2023, o com temperaturas mais elevadas e menor 

pluviosidade, o que acelerou o processo de desenvolvimento embrionário, que 

para Podocnemis expansa, varia entre 41 à 60 dias (Reader, 2003; Vogt, 2008). 
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Tabela 3 - Dias de incubação de ovos de tartaruga-da-Amazônia em diferentes modelos de incubação nos anos de 2021 e 
2023. 

1Ano 

2Tratamentos 

2Natural ± DP 2Chocadeira ± DP 2Incubadora 29ºC ± DP 2Incubadora 30ºC ± DP 2Incubadora 33ºC ± DP 

2021 68,0 ± 0,0Ab 65,7 ± 3,7Ab 80,0 ± 2,6Bb 68,7 ± 6,4Ab 63,7 ± 0,6Ab 

2023 61,7 ± 0,6Ba 59,7 ± 4,9Ba 69,0 ± 0,0Ca 61,0 ± 0,0Ba 49,0 ± 0,0Aa 

Média 64,7 

1CV(%) 4,69 

¹CV (%): coeficiente de variação; ²Natural: ninhos naturais; ²Chocadeira: ninhos transferidos para chocadeiras; ²Incubadora 29ºC: Ninhos transferidos 

para incubadoras de 29ºC; ²Incubadora 30ºC: Ninhos transferidos para incubadoras de 30ºC; ²Incubadora 33ºC: Ninhos transferidos para incubadoras de 33ºC; 

DP: desvio-padrão. Médias seguidas por letras maiúsculas diferem entre linhas pelo teste de Tukey à 5% (P<0,05); médias seguidas por letras minúsculas 

diferem colunas pelo teste de Tukey à 5% (P<0,05); ns - não significativo. 

 

 

Tabela 4 - Taxa de eclosão (%), Taxa de ovos gorados (%), Taxa de ovos fungados (%), Taxa de ovos inférteis (%) e Taxa de 

natimortos de ovos de tartaruga-da-Amazônia em diferentes modelos de incubação nos anos de 2021 e 2023. 

1Modelo de incubação 

2Variáveis 

²TE (%) ± DP ²TG (%) ± DP ²TF (%) ± DP ²TI (%) ± DP ²TN (%) ± DP 

Ninho Natural 33,1 ± 36,7ns 22,1 ± 40,3ns 39,7 ± 46,8ns 0,0 ± 0,0ns 5,2 ± 9,4ns 

Chocadeira 43,3 ± 32,6ns 27,3 ± 34,9ns 15,6 ± 18,3ns 1,2 ± 2,5ns 12,6 ± 17,8ns 

Incubadora 29ºC 46,9 ± 20,7ns 7,2 ± 8,5ns 43,1 ± 22,4ns 0,0 ± 0,0ns 2,8 ± 3,3ns 
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Incubadora 30ºC 51,7 ± 28,6ns 3,3 ± 5,6ns 44,4 ± 23,4ns 0,0 ± 0,0ns 0,6 ± 1,4ns 

Incubadora 33ºC 31,1 ± 34,7ns 9,5 ± 10,4ns 56,00 ± 21,1ns 0,0 ± 0,0ns 3,5 ± 4,2ns 

1Ano      

2021 30,2 ± 30,2b 14,8 ± 16,5ns 44,7 ± 34,9ns 0,6 ± 1,8ns 9,7 ± 13,4b 

2023 54,9 ± 25,3a 15,4 ± 35,2ns 29,0 ± 19,2ns 0,0 ± 0,0ns 0,7 ± 1,9a 

Média 41,4 15,1 37,6 0,33 5,6 

1CV (%) 70,46 168,79 67,24 412,65 173,85 

¹CV (%): coeficiente de variação; ²TE (%): taxa de eclosão (%); ²TG (%): taxa de ovos gorados (%); ²TF (%): taxa de ovos fungados (%); ²TI (%): taxa de 

ovos inférteis (%); ²TN (%): taxa de natimortos (%); DP: desvio-padrão. Médias seguidas por letras minúsculas na coluna diferem entre si pelo teste de Tukey 

à 5% (P<0,05); ns - não significativo. 
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Não houve diferenças para entre tratamentos quanto as taxas de eclosão. 

No entanto, houve diferença entre anos paras as taxas de eclosão (%), e para 

as taxas de natimortos (%). Para taxas de eclosão (%), o ano de 2023 foi superior 

ao de 2021, com melhores médias, isso se dá devido ao fator ano, que foi 

adverso em 2021, com menores temperaturas, maior período de incubação, e 

resultou consecutivamente em uma menor eclosão (30,2 ± 30,2%), podemos 

usar a taxa de filhotes natimortos (9,7 ± 13,4%) para agregar ao resultado, uma 

vez que em 2021 essa taxa foi maior, ou seja, houve um desenvolvimento 

embrionário, mas o filhote não veio a eclodir. Já em 2023, o contrário aconteceu, 

o clima proporcionou uma maior temperatura (podemos verificar no quadro 2), 

menores períodos de incubação e melhores taxas de eclosão (54,9 ± 25,3%), 

com uma menor taxa de natimortos (0,7 ± 1,9%). 

No quadro 2 estão dispostas as médias de temperatura, temperaturas 

máximas e mínimas dos dois anos analisados. 

 

Quadro 2 - Temperaturas de incubação de ovos de tartaruga-da-Amazônia 

em diferentes modelos de incubação nos anos de 2021 e 2023. 

1Trat 
2021 2023 

2TºC Média ± DP ²Máx ²Mín ²TºC Média ± DP ²Máx ²Mín 

Nin Nat 30,0 ± 2,6 36,4 25,2 32,6 ± 1,6 35,5 22,8 

Choc 30,0  ± 2,6 36,4 25,2 31,4 ± 2,2 44,4 23,1 

Inc 29ºC 27,9 ± 1,4 36,2 24,6 29,8 ± 2,0 33,7 23,8 

Inc 30ºC 29,1 ± 1,5 33,0 23,2 30,6 ± 1,4 33,7 23,5 

Inc 33ºC 33,7 ± 1,1 35,8 26,7 32,4 ± 1,4 39,8 25,3 

1Trat: tratamentos; ¹Nin Nat: ninho natural; ¹Choc: chocadeira; ¹Inc 29ºC: incubadora 29ºC; 

¹Inc 30ºC: incubadora 30ºC; ¹Inc 33ºC: incubadora 33ºC; 2TºC Média: temperatura média (ºC); 

²Máx: temperatura máxima (ºC); ²Mín: temperatura mínima (ºC); DP: desvio-padrão. 

 

Podemos verificar que com exceção da incubadora de 33ºC, todas as 

demais médias de temperaturas foram maiores no ano de 2023, sendo esse, um 

ano mais quente que o de 2021. 
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Ainda sobre a tabela 4, para as taxas de eclosão, não houve diferenças 

estatísticas, principalmente pela alta variação, bem como para as taxas de: ovos 

gorados, ovos fungados, ovos inférteis e natimortos. Todas as variáveis foram 

iguais. O que se destaca são os altos coeficientes de variação, resultantes de 

uma grande variação entre repetições de um mesmo tratamento. Um exemplo 

claro, são os ninhos naturais, que variaram de 0% de eclodibilidade à 73,8%, 

aconteceu também com os ninhos transferidos para chocadeira (0% à 90,2% de 

taxa de eclosão), isso se dá principalmente a diferença da qualidade do local de 

incubação, para ninhos naturais, como os ovos ficavam onde as matrizes 

desovavam, se a praia naquela parte específica fosse um pouco mais alta, com 

menos teor de matéria orgânica, menos úmida, os resultados eram superiores, 

a perda principalmente por fungos, fez com que ninhos de mais de 100 ovos, 

não resultassem em sequer um filhote. 

Já os ninhos transferidos, para a chocadeira, que fica na parte de maior 

qualidade da praia artificial, há uma variação também na qualidade da areia, a 

parte de cima da chocadeira apresenta uma maior quantidade de matéria 

orgânica, sendo a areia mais escura, a mais úmida e com presença de raízes. 

Já a parte mais baixa dessa chocadeira, apresentava melhores condições para 

o sucesso de eclosão, no entanto, ainda não eram as condições ideais. Essas 

diferenças mostraram que mesmo no local de melhor qualidade da praia de 

nidificação artificial, ainda assim, a mesma não atende as condições mínimas, e 

é preciso maior atenção, seja na manutenção da praia ou na busca por 

metodologias diferentes, tais como a utilização das incubadoras artificiais. 

Quando analisamos as incubadora artificiais, temos três tratamentos 

distintos, sendo o tratamento com temperatura mais alta (33ºC) não apresentou 

bons resultados no ano de 2021, com uma alta taxa de ovos fungados, mesmo 

em substrato sem contaminação, o pouco de areia que foi com os ovos, foi 

suficiente para fungar grande parte dos ovos, e juntamente com a alta 

temperatura constante, e não umidificação correta da vermiculita (substrato 

utilizado na incubação), ouve 0% de sucesso na eclosão em 2021, os ovos que 

não fungaram, secaram por completo e houve a inviabilização do 

desenvolvimento embrionário. Problemas resolvidos para 2023, os índices foram 

muito bons, tendo o menor tempo de incubação (49,0 ±  0,0) em dias e 
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apresentando somente em 2023, 62,2 ± 10,7% de taxa de eclosão, quanto 

juntamos com o ano de 2021, a taxa cai para apenas 31,1 ± 34,7%. Mas 

podemos afirmar que quando resolvido os entraves da umidade e um melhor 

cuidado com a limpeza dos ovos, as taxas de eclosão foram superiores. Isso se 

deu para os demais tratamentos com incubadora artificiais também. 

No entanto, nenhuma diferença estatística foi encontrada para as taxas de 

eclosão, bem como as demais taxas apresentadas na tabela 3. Diferença apenas 

entre anos. 

Na tabela 5, abaixo, estão disposto as variáveis biométricas dos filhotes. 

Temos como melhores resultados (P<0,05) para largura da carapaça e 

comprimento do plastrão, os tratamentos: ninho natural e incubadora de 33ºC. 

Para comprimento da carapaça, os tratamentos com melhores resultados são os 

de ninhos naturais, ninhos transferidos para a chocadeira e ninhos de 

incubadoras de 33ºC. As variáveis “largura do plastrão” e “relação filhote/ovo”, 

tiveram como melhores resultados os filhotes provenientes dos tratamentos: 

ninhos naturais, incubadoras de 30ºC e incubadoras de 33ºC. 

Os filhotes dos tratamentos das incubadoras artificiais foram mais altos que 

os demais. E os de ninhos naturais, foram os mais baixos. Já para o peso dos 

filhotes, os tratamentos: ninhos naturais, ninhos transferidos, incubadoras de 

30ºC e incubadoras de 33ºC; foram superiores. 

As variáveis de biometria de filhotes diferiram bastante, isso se dá 

principalmente a grande variabilidade de pais existentes em um ninho só. 

Dionizio et at., (2021) verificaram que em 4 dos 5 sítios de nidificação 

trabalhados por eles, os ninhos possuíam paternidade múltipla de até 3 pais, 

para cada ninho. O acompanhamento dos filhotes será feito até o 6º mês de vida, 

todos estarão sob as mesmas condições, e receberão os mesmos manejos. 

Serão feitas biometrias mensais, e ao final, avaliaremos, com base nos 

resultados, se haverá diferença entre desempenho zootécnico, e havendo 

diferenças, se essas são devido as diferentes metodologias de incubação. Não 

havendo tempo hábil de incluir essa análise e resultados no presente trabalho, 

no entanto, será incluído no artigo final, originário da presente dissertação.  
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Tabela 5 - Biometria de filhotes de tartaruga-da-Amazônia em diferentes modelos de incubação nos anos de 2021 e 2023. 

1Trat 

2Variáveis 

²CC (mm) ± DP ²LC (mm) ± DP ²CP (mm) ± DP ²LP (mm) ± DP ²AL (mm) ± DP ²PF (g) ± DP 

¹Nin Nat 49,5 ± 3,3a 44,8 ± 2,7a 43,8 ± 3,2a 34,4 ± 2,7a 20,7 ± 2,0c 22,3 ± 4,0a 

¹Choc 48,4 ± 2,8ab 43,3 ± 2,7bc 42,7 ± 1,8b 32,0 ± 3,7b 21,5 ± 1,7b 22,1 ± 1,6a 

¹Inc 29ºC 46,8 ± 2,6c 42,7 ± 3,3c 41,0 ± 1,9c 32,3 ± 4,3b 21,9 ± 0,9ab 20,9 ± 2,1b 

¹Inc 30ºC 47,7 ± 2,2bc 42,9 ± 2,8bc 42,0 ± 1,8bc 33,9 ± 2,3a 21,9 ± 1,2ab 22,3 ± 2,3a 

¹Inc 33ºC 48,6 ± 1,3ab 44,0 ± 1,2ab 42,9 ± 1,2ab 33,8 ± 1,7a 22,3 ± 0,8a 21,8 ± 1,7ab 

1Ano       

2021 47,2 ± 3,5b 42,1 ± 4,2b 42,4 ± 3,0ns 32,5 ± 4,6b 22,5 ±1,3a 22,8 ± 2,9a 

2023 48,4 ± 2,3a 43,9 ± 1,9a 42,4 ± 2,0ns 33,6 ± 2,6a 21,4 ± 1,4b 21,6 ± 2,4b 

Média 48,1 43,5 42,4 33,3 21,7 21,8 

1CV (%) 4,67 4,99 4,34 7,02 5,00 9,70 

1Trat: tratamentos; ¹Nin Nat: ninho natural; ¹Choc: chocadeira; ¹Inc 29ºC: incubadora 29ºC; ¹Inc 30ºC: incubadora 30ºC; ¹Inc 33ºC: incubadora 33ºC; ¹CV 

(%): coeficiente de variação; ²CC (mm): comprimento da carapaça (mm); ²LC (mm): largura da carapaça (mm); ²CP (mm): comprimento de plastrão (mm); ²LP 

(mm): largura do plastrão (mm); ²AL (mm): altura (mm); ²PF (g): peso do filhote (g); DP: desvio-padrão. Médias seguidas por letras minúsculas na coluna 

diferem entre si pelo teste de Tukey à 5% (P<0,05); ns - não significativo. 
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Quanto ao fator ano, só não observamos diferenças para variável 

“comprimento de plastrão (mm)”, as demais, todas se diferem. Sendo os filhotes 

maiores e mais largos, de 2023, e os mais altos e mais pesado, de 2021, isso s 

dá por conta da temperatura de incubação de 2023 ter sida mais elevada, e 

fazendo com que a absorção do vitelo dos filhotes fosse mais rápida em 2023, 

sendo assim, filhotes maiores, porém, mais leves. 

Quanto a sexagem, podemos visualizar na tabela 6. 

 

Tabela 6 – Sexagem de filhotes de tartaruga-da-Amazônia. 

1Tratamentos 

2Variáveis 

²M(%) ²F(%) ²IS(%) 

Ninho Natural 66,7 ± 38,2ns 33,3 ± 38,2ns 0,0 ± 0,0ns 

Chocadeira 85,0 ± 22,4ns 15,0 ± 22,4ns 0,0 ± 0,0ns 

Incubadora 29ºC 90,0 ± 13,7ns 10,0 ± 13,7ns 0,0 ± 0,0ns 

Incubadora 30ºC 95,8 ± 10,2ns 4,2 ± 10,2ns 0,0 ± 0,0ns 

Incubadora 33ºC 66,7 ± 28,9ns 25,0 ± 25,0ns 8,3 ± 14,4ns 

1Ano    

2021 100,0 ± 0,0a 0,0 ± 0,0b 0,0 ± 0,0ns 

2023 75,0 ± 24,0b 23,2 ± 22,9ª 1,8 ± 6,7ns 

Média 84,1 14,8 1,1 

1CV (%) 24,49 127,93 536,75 

¹CV (%): coeficiente de variação; ²M(%): machos; ; ²F(%): fêmeas (%); ; ²IS(%): inter-sexo; 

ausência de letras - não significativo. 

 

Nas parcelas experimentais de 2021, foi realizada sexagem histológica, 

aferindo que 100% dos animais analisados eram machos. Para os filhotes de 

2023, foi realizada apenas a sexagem visual, no entanto, será realizada a 

histológica também, assim que houver tempo hábil para tal. 

Temos, majoritariamente um maior percentual de animais machos, não há 

diferenças entre tratamentos. Mesmo os da incubadora de 33ºC, com as maiores 

médias de temperatura, não diferiram das demais, embora numericamente tenha 

uma maior quantidade de fêmeas para tal tratamento juntamente com o 
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tratamento de ninhos naturais, essa diferença não foi suficiente para diferir 

estatisticamente. Porém, como não houveram filhotes do tratamento das 

incubadoras de 33ºC no ano de 2021 e consecutivamente, realizada sexagem 

histológica, o mais correto no momento é aguardar os resultados, e uma vez em 

mãos, poder analisar se houve ou não diferenças na proporção sexual entre 

machos e fêmeas. Foi observada uma tendência (R²=0,35) que quanto maiores 

as temperaturas, menor a quantidade de machos, pode ser melhor visualizada 

na figura 38. 

Houve diferença entre os anos, em 2021 o número de machos foi maior 

que em 2023. Já para fêmeas, o inverso ocorreu, o número maior de fêmeas foi 

em 2023. Para animais inter-sexo, não houve diferenças estatísticas. 

Os indivíduos caracterizados como “inter-sexo” (uma gônada com 

características masculinas e a outra, feminina, visualmente), na sexagem 

histológica, não recebem essa classificação, isso se dá, pois mesmo em 

gônadas menos desenvolvidas, é possível fazer a diferenciação por meio das 

estruturas. Diferente da sexagem visual, que embora tenha uma taxa de 80% de 

acerto, depende da experiência do avaliador, enquanto que a histológica é 100% 

de acerto (Malvasio 2012; Andrade, 2015). 

A influência da temperatura de incubação sobre a determinação sexual dos 

embriões não é somente pela temperatura média de incubação, mas, também, 

pela temperatura pivotal, oscilação ou amplitude térmica, local e período da 

desova. Com a variação de temperatura pequena, existe uma tendência de 

masculinização de alguns ovos (Vogt, 1994; Andrade, 2008). 

Na tabela 7, estão dispostos os resultados para os testes físicos: corrida, 

viração e natação. 

 

Tabela 7 - Testes físicos dos filhotes. 

1Tratamentos 

2Variáveis 

²COR (seg.) ± DP ²VIR (seg.) ± DP ²NAT (seg.) ± DP 

Ninho Natural 46,7 ± 24,4b 13,6 ± 30,9a 5,5 ± 4,7ns 

Chocadeira 58,8 ± 55,9b 56,6 ± 48,6b 4,2 ± 1,9ns 
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Incubadora 29ºC 42,7 ± 28,5ab 30,5 ± 26,6ab 7,7 ± 6,6ns 

Incubadora 30ºC 47,6 ± 52,5b 49,6 ± 44,7ab 5,6 ± 4,4ns 

Incubadora 33ºC 19,3 ± 12,5a 41,1 ± 30,5ab 5,7 ± 4,9ns 

1Ano    

2021 95,6 ± 47,2b 38,5 ± 43,8ns 6,3 ± 4,6ns 

2023 26,6 ± 16,9ª 38,8 ± 38,2ns 5,7 ± 5,0ns 

Média 43,4 38,7 5,8 

1CV (%) 57,66 98,49 81,34 

1CV (%): coeficiente de variação; ²COR (seg.): corrida (segundos); ²NAT (seg.): natação 

(segundos); ²VIR (seg.): viragem (segundos); DP: desvio-padrão. Médias seguidas por letras 

minúsculas na coluna diferem entre si pelo teste de Tukey à 5% (P<0,05); ns - não significativo. 

 

Não houve diferenças entres tratamentos para o teste de natação. Já para 

corrida, os tratamentos que completaram o percurso de 2 metros em menor 

tempo, foram os de incubadoras de 29ºC (42,7 ± 28,5 segundos) e 33ºC (19,3 ± 

12,5 segundos). Os filhotes provenientes de ninhos transferidos para chocadeira 

foram os mais lentos  no teste da viração (56,6 ± 48,6). Houve diferença entre 

anos para a corrida, os de 2023 (26,6 ± 16,9 segundos) completaram o percurso 

mais rápido que os de 2021 (95,6 ± 47,2 segundos). 

Com  pluviosidade maior que a média do mesmo período nos últimos 5 

anos, o ano de 2021 teve como característica, ser atípico, com temperaturas 

mais baixas, o que proporcionou, além de maior nascimento de filhotes machos, 

um maior tempo de incubação que por sua vez implicou em menores taxas de 

eclosão, afetando negativamente a eclosão nesse ano. Quando comparamos 

com o ano de 2023, temos uma diferença grande, uma vez que o último ano foi 

bem mais quente, e com uma menor quantidade de chuvas no mesmo período, 

Isso pode ser visualizado na figura 36. 

Essas diferenças climáticas afetaram de diferentes formas o 

desenvolvimento embrionário dos animais, não somente em criatórios 

comerciais, mas também em vida livre. Através de dados coletados pelo 

Programa Pé-de-Pincha. Em 2021 houve um retardo na eclosão, e uma menor 

taxa de eclosão, visto que em temperaturas mais baixas, maiores são os dias de 
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incubação e menores são as taxas de eclosão. Já no ano de 2023, o contrário 

aconteceu, o clima teve temperaturas muito elevas, e uma menor precipitação, 

chegando a atingir 50ºC de temperatura máxima em setembro. Isso resultou em 

um adiantamento na eclosão, e uma taxa de eclosão superior à 2021. 

 

 

Figura 36 - Climatograma da pluviosidade (mm) e temperatura (ºC) nos meses 
de agosto à janeiro, intervalo de 2021 a 2022 e 2023 à 2024. 

 

Em linhas, na cor vermelha, podemos ver as médias de temperatura para 

o ano de 2021 e janeiro de 2022, já em amarelo, 2023 e janeiro de 2024. Sendo 

as temperaturas mais altas em 2023, quase 2ºC de diferença, a exceção é o mês 

de dezembro, que possui médias de temperaturas semelhantes. Em barras, 

temos a pluviosidade de cada mês, em azul escuro, 2021, que foi em sua 

maioria, superior ao mesmo período de 2023. 

 

Quadro 3 – Correlações entre temperaturas (ºC), dias de incubação, taxa 
de eclosão (%), machos (%) e fêmeas (%) das incubadoras artificiais de 2023. 

  Temperatura Dias Eclosão Sexagem M Sexagem F 

Temperatura X -0,9712 0,1908 -0,4572 0,2395 

Dias -0,9712 X -0,2247 0,3900 -0,2433 

Eclosão 0,1908 -0,2247 X 0,1614 -0,3230 
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Sexagem M -0,4572 0,3900 0,1614 X -0,9192 

Sexagem F 0,2739 -0,2433 -0,3230 -0,9192 X 

 

No quadro 2, estão dispostos as correlações entre algumas variáveis, 

observou-se que há correlação entre a temperatura de incubação (ºC) e os dias 

de incubação (dias), essa correlação pode ser melhor observada na figura 37, a 

medida que a temperatura aumenta, o período em dias de incubação diminui 

(R²=0,97). 

 

 

Figura 37 – Valores observados e preditos dos dias de incubação (dias) em 
relação à temperatura de incubação (ºC). 

 

 Houve uma tendência de que quanto maior a temperatura, menor 

é proporção de filhotes macho, no entanto, essa tendência não foi o suficiente 

para ser significativa (p<0,05) (figura 38). 
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Figura 38 - Valores observados e preditos da proporção de filhotes machos (%)  
em relação à temperatura de incubação (ºC). 

 

Temos a tendência (R²=0,35) que quanto mais altas as temperaturas, 

menos filhotes machos nascem. Há ainda outra tendência vista no quadro 2, e 

melhor disposta na figura 39, quanto a tendência de quanto maior o período em 

dias da incubação, menor não as taxas de eclosão (R²=0,13). 

 

 

Figura 39 - Valores observados e preditos da taxa de eclosão (%)  em relação 
aos dias de incubação (dias). 
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Figura 40 - Valores observados e preditos de filhotes machos (%)  em relação 
aos dias de incubação (dias). 

 

Não houve regressão significativa entre as variáveis: dias de incubação e 

percentual de filhotes machos nascidos (p>0,05). Na figura 40 observamos no 

entanto, que há uma crescente em relação a maior quantidade de machos 

nascidos quanto maior é o período de incubação em dias dos ovos. Esse maior 

período de incubação está relacionado principalmente (R²=0,93) à menores 

temperaturas. 

O custo estimado de manutenção da praia artificial é de R$ 4.759,00 por 

ano. Já para a chocadeira, esse valor é um pouco menor, R$ 2.600,00 a cada 

ano. Somando todos os custo para montagem e operação das incubadoras, 

chegamos ao custo por incubadora, de R$ 513,22. A incubadora apresenta 

algumas vantagens em relação aos ninhos naturais  as chocadeira, devida ao 

controle de temperatura, não fica exposto as divergências climáticas de cada 

ano, um exemple claro é o ano de 2021, onde os ninhos tiveram taxas de eclosão 

baixíssimas, pois o ano foi mais frio e com maior quantidade de chuvas em 

relação ao período do ano. Na tabela 8 estão dispostos os custos estimados nos 

diferentes sistemas de incubação caso todos os ninhos e filhotes de tartaruga de 

2021 e 2023 fossem inteiramente incubados em cada sistema, resultando em 

custos por ninhos e filhotes de cada sistema. 
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Tabela 8 – Custos estimados por ninhos e filhotes nos diferentes sistemas 
de incubação nos anos de 2021 e 2023 para tartarugas-da-Amazônia. 

Ano 

Quantidade 

de Ninhos 

(unidades) 

Quantidade 

de Filhotes 

(unidades) 

Custo Total 

(R$) 

Custo por 

Ninho 

(R$) 

Custo por 

Filhote 

(R$) 

Ninhos Naturais 

2021 31 1.031 4.759,00 153,52 4,62 

2023 26 1.670 4.759,00 183,04 2,85 

Ninhos Transferidos para Chocadeira 

2021 31 1.031 2.600,00 83,87 2,52 

2023 26 1.670 2.600,00 100,00 1,56 

Incubadoras 

2021 31 1.031 15.909,82 513,22 15,43 

2023 26 1.670 13.343,72 513,22 7,99 

 

Os custos relacionados a praia artificial e a chocadeira são menores em 

relação às incubadoras. Podemos definir que a praia artificial, se manejada 

corretamente, é o melhor método, visto que não precisaria de mão de obra 

qualificada, como as chocadeiras e principalmente incubadoras precisam, uma 

vez que não seria necessário o manejo dos ovos, a incubação seria natural. E 

incubação natural, com praias com parâmetros bons, desde sua granulometria 

(média a grossa), cor (bege, tem a maior albedo, refletindo a grande maioria da 

radiação solar e diminuindo as variações de temperatura na camada dos ovos, 

além de serem as cores mais atrativas para as tartarugas (Catique, 2011)). 

As vantagens existentes na utilização das incubadoras são de não 

depender do fator clima, o exemplo é que em 2021 foram mais ninhos de 

tartaruga que em 2023, no entanto, a maior quantidade de filhotes foi em 2023, 

pois o clima foi mais favorável à incubação no último ano analisado. Caso fosse 

exclusivamente utilizado as incubadoras, mesmo com os custos mais altos, os 

resultados seriam os mesmos tanto em anos com clima favorável a incubação 

(como 2023) quanto para anos com clima desfavorável (como 2021). 
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São necessários mais estudos como estes para poder melhorar tanto a 

eficiência das incubadoras, bem como torna-las viáveis economicamente para 

os quelonicultores. Vale a pena dizer que atualmente, há muitos problemas 

envolvidos no ciclo de produção que auxiliam as baixas taxas de eclosão que os 

mesmos enfrentam ano após ano, e que se forem resolvidos, resultaria em 

melhoras significativas. Esses pontos vão desde a nutrição das matrizes e 

reprodutores, manejo dos animais e manutenção das barragens e praias. 
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7. Conclusões 

 

Não houve diferenças de eclodibilidade nem de razão sexual entre 

tratamentos, houve uma tendência (R²=0,35) de quanto mais altas as 

temperaturas, menor a quantidade de filhotes machos. 

Houve grande diferenciação biométrica entre tratamentos, mas os 

tratamentos de filhotes provenientes de ninhos naturais e incubadoras de 33ºC 

obtiveram resultados na maioria das vezes superiores que os demais 

tratamentos para essas variáveis. 

Houve grande diferença climática de temperatura e pluviosidade entre os 

anos de 2021 e 2023, sendo 2021 mais chuvoso e com menores temperaturas, 

e 2023 mais quente e com menor pluviosidade. 

Há correlação forte (R²=0,97) entre a temperatura de incubação e os dias 

de incubação, quanto menores as temperaturas, maior o é período de incubação. 

E por sua vez, há uma tendência (R²=0,13) que quanto maior o tempo da 

incubação, menores são as taxas de eclosão. 

 Os filhotes de 2023 serão acompanhados até o 6º mês, visto que 2023 foi 

o único ano em que todas as parcelas experimentais resultaram em filhotes, 

diferente de 2021, onde as parcelas das incubadoras de 33ºC não obtiveram 

sucesso devido a baixa inclusão de vermiculita como substrato e alta sujidade 

nos ovos que resultaram em ovos ressecados e fungados; 

 São necessários mais estudos visando a viabilidade da utilização das 

incubadoras artificiais artesanais. 
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