
RESUMO

A contaminação bacteriana na larvicultura de ostras pode resultar em número insuficiente de embriões 
para uso em ensaios embriolarvais. O uso profilático de uma mistura de antibióticos (amoxicilina 
25 µg/mL, cefalexina 25 µg/mL, nitrofurantoína 125 µg/mL e cloranfenicol 25 µg/mL) foi testado 
durante o cultivo de embriões de ostra-do-mangue Crassostrea rhizophorae. As concentrações 
mais elevadas da mistura de antibióticos (1,0 e 0,5 µL/mL) foram tóxicas para os embriões. A con-
centração de 0,0625 µL/mL de solução da mistura de antibióticos no meio de cultivo não afetou o 
desenvolvimento normal dos ovos permitindo a produção de um número satisfatório de embriões 
em estágio de mórula em meio livre de bactérias. 
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Abstract

Use of antibiotics in the production of Crassostrea rhizophorae embryos for use in 
ecotoxicity tests

Use of antibiotics in the production of Crassostrea rhizophorae embryos for use in ecotoxicity tests. 
Bacterial contamination in oyster hatchery may result in insufficient number of embryos to be used 
in early-life stage toxicity test. Prophylactic use of a mixture of antibiotics (amoxicillin 25 μg/mL, 
cephalexin 25 μg/mL, nitrofurantoin 125 μg/mL and chloramphenicol 25 μg/mL) was tested during 
hatchery of Crassostrea rhizophorae. High concentrations of the antibiotic mixture (1.0 and 0.5 
μL/mL) were toxic to the embryos. The concentration of 0.0625 μL/mL of the antibiotic mixture 
in culture water did not affect the normal development of oyster eggs allowing the production of a 
satisfactory number of embryos at morula stage, free of bacterial contamination.
Keywords: Ecotoxicology, early-life stage test, mangrove oyster.
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No Brasil, as regiões litorâneas ou próximas ao 
litoral abrigam as maiores densidades demográficas, 
e os efeitos dessa ocupação podem ser percebidos 
nos ecossistemas marinhos adjacentes. Além disso, 
a maioria dos portos brasileiros se encontra em áreas 
costeiras estuarinas (Brasil, 1991) e nessas regiões é 
comum a presença de agentes potencialmente tóxicos 
gerados pelas atividades portuárias (e industriais) 
que se somam aos aportes continentais via bacia 
de drenagem (Marques et al., 2011). Estes agentes 
incluem derivados de petróleo, produtos da queima 
de combustíveis, pesticidas, compostos orgânicos 
persistentes, metais pesados, entre outros (Walker 

et al., 2003; Geffard et al., 2003; Siqueira, 2008; 
Marques et al., 2011). Desse modo, desenvolver 
ações de monitoramento e controle da poluição 
aquática é uma necessidade premente nessas áreas 
visando a conservação dos recursos vivos e a 
manutenção das atividades socialmente importantes 
como a pesca (Islam e Tanaka, 2004; Magris et 
al., 2006). Nesse contexto, a ecotoxicologia é uma 
importante ferramenta para a avaliação ambiental, 
e o desenvolvimento de protocolos de ensaios com 
organismos-teste da fauna e flora locais tem recebido 
a atenção de pesquisadores brasileiros.

Os estágios iniciais do desenvolvimento 
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ontogenético de ostras representam numa fase 
crítica para o organismo por serem sensíveis a 
diversos estressores ambientais. Nesse sentido, a 
espécie Crassostera rhizophorae (Guilding, 1828) 
tem sido utilizada em ensaios embrio-larvais 
devido a sua sensibilidade frente à toxicidade de 
amostras ambientais (Zagatto e Bertoletti, 2008). 
De fato, o estudo da embriotoxicidade em ostras 
do gênero Crassostrea é reconhecido como um dos 
mais sensíveis dentre os bioensaios (Stebbing et 
al., 1980; Geffard et al., 2003), sendo indicado para 
o monitoramento das regiões costeiras (His et al., 
1999). 

Para estes ensaios embrio-larvais é necessária a 
reprodução in vitro a qual está sujeita à contaminação 
bacteriana. A competição interespecífica e a 
predação causada por microrganismos indesejáveis 
impossibilitam a obtenção do número suficiente de 
embriões para a montagem dos ensaios (Jeffries, 
1982; Elston, 1984). Segundo Miranda e Guzenski 
(1999) os cultivos de C. rhizophorae são mais 
suscetíveis à contaminação por bactérias que outras 
espécies devido à falta de tecnologias de reprodução 
amplamente difundidas. 

Bactérias dos gêneros Vibrio e Pseudomonas 
são os patógenos mais frequentes nas larviculturas de 
moluscos (Lodeiros et al., 1998; Campa-Córdova et 
al., 2005) e o uso de antibióticos como o cloranfenicol 
(FIPERJ 1997, Zayas et al., 1995), estreptomicina ou 
tetraciclina (Pereira, 1997) tem sido recomendado 
como medida profilática. Entretanto, os princípios 
ativos mais eficientes e as concentrações seguras 
ainda não são conhecidos para a ostra nativa C. 
rhizophorae.

Visando estabelecer um protocolo de profilaxia 
contra contaminação bacteriana, avaliou-se a 
utilização de uma solução contendo uma mistura 
de quatro formulações comerciais de antibióticos 
(amoxicilina, cefalexina, nitrofurantoina e 
cloranfenicol) a fim de determinar a eficiência na 
obtenção de embriões em estágio de mórula de C. 
rhizophorae.

Em estudo preliminar, diferentes bancos 
de ostras foram visitados na Ilha do Maranhão 
(Nordeste do Brasil) considerando a distância de 
fontes poluidoras e aspectos logísticos como a 
facilidade de acesso e abundância de indivíduos 
com características morfológicas semelhantes. Lopes 
(2016) através da identificação molecular de ostras 
nativas em sete municípios do estado do Maranhão 
utilizando o gene COI, constatou a ocorrência das 
espécies Crassostrea gasar e C. rhizophorae ao 

longo do litoral maranhense. De fato, nos bancos de 
ostras visitados foram identificados 2 grupos com 
características morfológicas distintas, principalmente 
em relação ao tamanho, formato e coloração das 
valvas. Estes exemplares foram coletados e separados 
em dois grupos fenotípicos (grupo 1 e grupo 2). Em 
seguida, foram levados ao Laboratório de Genética 
e Biologia Molecular (LabGem) do DEBIO-UFMA 
onde o grupo 1 foi identificado com C. gasar através 
do método do DNA barcoding (Herbert et al., 2003; 
dados não publicados) para 100% dos indivíduos 
analisados. Dessa forma, por exclusão, considerou-se 
que o grupo 2 era constituído por exemplares de C. 
rhizophorae. Com base nesses resultados, utilizamos 
somente ostras oriundas do banco localizado no 
Carimã (Raposa, MA) cujos indivíduos apresentavam 
o mesmo fenótipo comum ao grupo 2 desse estudo 
preliminar.

Para os ensaios, foram preparados meios de 
cultivo com água marinha coletada em área distante 
da zona urbana da Ilha do Maranhão (Carimã, 
Raposa, MA) ajustada à salinidade 20 g/kg, pH 8,0 e 
temperatura de 25°C. Em frascos de vidro contendo 
10 mL de meio de cultivo, foram adicionados 
aproximadamente 1.000 embriões/mL obtidos 
através de fertilização in vitro de óvulos maduros e 
espermatozoides na proporção de 1:30 extraídos com 
auxílio de uma pipeta de vidro de adultos coletados 
na mesma área. A contagem de gametas e embriões 
foi feita em câmara de Neubauer.

Uma solução estoque (SE) contendo quatro 
antibióticos foi preparada em água marinha tratada: 
amoxicilina 25 μg/mL, cefalexina 25 μg/mL, 
nitrofurantoína 125 μg/mL e cloranfenicol 25 μg/mL. 
Foram adicionadas diferentes alíquotas dessa SE aos 
meios de cultivo resultando nas concentrações: 1,0; 
0,5; 0,125 e 0,0625 µL por mL de meio de cultivo. 
Ademais, dois grupos controle foram preparados 
simultaneamente sendo um contendo somente água 
salinidade 20 (controle negativo) e outro contendo 
uma solução de 1,0 µg/mL de dodecil sulfato de 
sódio (DSS) (controle positivo). Todos os tratamentos 
foram preparados em triplicata.

Após 20 minutos de exposição, amostras 
dos diferentes meios foram coletadas e fixadas 
com formaldeído 4%. Em seguida, os embriões 
foram quantificados e classificados quanto ao seu 
desenvolvimento da seguinte forma: 0 - óvulo não 
fecundado, em forma de pera ou arredondado; 
1 - membrana celular em fase de granulação; 2 - 
granulação da membrana com formação do corpo 
hemisférico; e 3 - clivagens iniciadas com duas ou 
mais células (Figura 1).
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Figura 1. Estágios iniciais do desenvolvimento de embriões 
de C. rhizophorae.

Os percentuais médios de cada classe do 
desenvolvimento embrionário foram representados 
através de um gráfico de sobreposição de barras 
(Figura 2). As médias quanto aos percentuais de 
embriões contabilizados na fase 3 foram comparadas 
utilizando teste não-paramétrico de Kruskal-Wallis 
(p<0,05) (Figura 3).

No controle negativo, foram obtidos em média 
500 embriões/mL, enquanto que no controle positivo 
houve diminuição significativa (p<0,05) no número 
de embriões classe 3 com média de 208 embriões/mL. 
As soluções mais concentradas de antibióticos (1,0 e 

0,5 µL/mL) não permitiram a produção de embriões 
no estágio 3, indicando que nestas concentrações 
os antibióticos apresentaram toxicidade elevada. 
As soluções de antibióticos de 0,125 e 0,0625 µL/
mL apresentaram média de embriões no estágio 3 
semelhante à observada no grupo controle negativo 
(p>0,05), com valores de 400 e 604 embriões/mL, 
respectivamente.

Sabe-se que algumas condições, tais como 
densidade larval, temperatura, período sazonal, 
adição de alimento, flora bacteriana das matrizes e 
dos equipamentos utilizados no manejo favorecem 
o aparecimento de bactérias nos cultivos in vitro, 
sendo muitas delas patogênicas (Walne, 1958; 
Jeathon et al., 1988; Lemos et al., 1994; Wassnig 
e Southgate, 2011; Brandão et al., 2017). A 
proliferação de patógenos oportunistas pode levar ao 
surgimento de doenças, desenvolvimento anormal 
das larvas e até mortalidade (Fitt et al., 1992; Uriarte 
et al., 2001; Prado et al., 2005) inviabilizando os 
cultivos tanto para a produção de sementes para a 
ostreicultura, quanto para a obtenção de embriões 
para ensaios ecotoxicológicos. Dessa forma, o 
tratamento com antibióticos é uma alternativa 
para garantir o sucesso no desenvolvimento dos 
embriões e obtenção de número suficiente de larvas. 
De fato, Miranda e Guzenski (1999) compararam 
um tratamento sem nenhum antibiótico com 
outro utilizando a combinação de 0,8 ppm de 
nitrofurazona e 0,8 ppm de cloranfenicol durante 
24 dias. Como resultado, observaram mortalidade 
total no tratamento sem antibiótico, enquanto o 
tratamento com antibióticos apresentou crescimento 
normal e sobrevivência de 36 % dos embriões. Zays 
et al., (1995) também verificaram que 0,2 mg/L 
de cloranfenicol elevou a sobrevivência larval do 
cultivo experimental em até 47 %.

Figura 2. Percentual médio para as classes de embriões 
de C. rhizophorae ao final do tratamento com diferentes 
concentrações da mistura de antibióticos e controles 
positivo (DSS) e negativo.

Figura 3. Porcentagem média de embriões de C. rhizophorae na classe 3 nas diferentes 
concentrações da mistura de antibióticos e controles positivo (DSS) e negativo (média ± 
intervalo de confiança 95%). Letras diferentes indicam médias significativamente diferentes 
entre si (Kruskall-Wallis, HCrit = 16,7; p<0,05).
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O uso de antibióticos na larvicultura de 
moluscos é ainda um assunto bastante controverso. 
Se por um lado eles são capazes de garantir a 
sobrevivência larval nos cultivos, por outro lado 
podem retardar o crescimento ou ainda produzir 
bactérias mais resistentes (Miranda e Guzenski. 
1999). Entretanto, Elston (1984) ressalta que 
o controle da proliferação de bactérias é ponto 
crítico para o sucesso de uma larvicultura, e que 
apesar de todo cuidado que se tenha nas etapas 
da obtenção das sementes, a microflora presente 
nos reprodutores é uma das principais fontes de 
bactérias e podem ser introduzidas na larvicultura 
durante a retirada dos gametas para a fertilização 
in vitro.

Variações na qualidade do meio onde está 
instalado o cultivo influenciam no desenvolvimento 
de patógenos e sua sensibilidade aos antibiótivcos. 
Em estudo utilizando representantes patogênicos 
da flora microbiológica presente em ostras, 
Brandão et al. (2017) observaram diferentes 
suscetibilidades das bactérias aos antibióticos 
pela quantificação dos genes de resistência 
(blaTEM, blaSHV e blaKPC) via PCR em DNA em 
relação ao aumento de Escherichia coli e Vibrio 
parahaemolyticus em períodos sazonais diferentes. 
Dessa forma, o uso de antibióticos na larvicultura 
de C. rhizophorae é um procedimento que vem 
sendo adotado em alguns laboratórios, sendo o 
cloranfenicol um dos antibióticos mais utilizados 
como medida profilática (FIPERJ, 1997).

Neste estudo, o uso de cloranfenicol em 
associação com outros antibióticos (amoxicilina, 
cefalexina e nitrofurantoina) na concentração de 
0,0625µl da mistura por mL de meio de cultivo 
não afetou o desenvolvimento dos ovos de C. 
rizophorae permitindo a produção de um número 
satisfatório de embriões no estágio 3 (mórula com 
clivagens iniciadas com duas ou mais células) em 
meio livre de bactérias, sendo que este protocolo 
passou a ser incorporado nos procedimento de 
preparação de ensaios embrio-larvais com a ostra 
do mangue C. rhizophorae no Laboratório de 
Ecotoxicologia da UFMA.
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