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RESUMO 

O presente estudo investigou detalhadamente a dinâmica do pan-bacterioma 

de ostras de mangue (Crassostrea gasar) e seus habitats amazônicos, utilizando uma 

abordagem inovadora de metabarcode com alta resolução filogenética, possibilitada 

pela metodologia de sequenciamento de leituras longas por nanoporos. As ostras, que 

são nativas da costa atlântica do Brasil e amplamente cultivadas na região amazônica, 

especialmente no estado do Pará, desempenham um papel crucial tanto na 

subsistência de comunidades locais quanto na ecologia de manguezais. Coletas de 

ostras e amostras de água foram realizadas nas estação seca e na estação chuvosa 

em quatro municípios do Nordeste Paraense: Santo Antônio de Urindeua, Nova 

Olinda, Pereru de Fátima e Lauro Sodré. Além disso, o estudo também focou em 

compreender como fatores abióticos, como salinidade e pH, influenciam a estrutura e 

composição do microbioma das ostras e das localidades. A diversidade alfa e beta do 

microbioma foi significativamente maior nas amostras de água em comparação com 

as amostras de ostras, refletindo a heterogeneidade e complexidade do ambiente 

aquático. Diferenças sazonais significativas na diversidade beta foram observadas 

entre as amostras de ostras de todos os locais. Os filos mais abundantes nos 

moluscos foram Actinomycetota e Pseudomonadota, principalmente nas regiões 

Santo Antônio de Urindeua e Nova Olinda. O bacterioma incluí gêneros como 

Sphaerochaeta e Crinalium, que estão envolvidos em funções ecológicas cruciais, 

como a fixação de nitrogênio e a digestão de matéria orgânica complexa, 

proporcionando assim benefícios nutricionais ao hospedeiro. A abundância de 

Salmonella em períodos de poucas chuvas evidencia a necessidade de 

monitoramento contínuo em toda a cadeia produtiva. Este estudo pioneiro é um passo 

fundamental para a compreensão das interações ecológicas entre ostras e seus 

microbiomas em ecossistemas amazônicos, com implicações diretas para a gestão 

ambiental e a segurança alimentar. 
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ABSTRACT 

 

The present study thoroughly investigated the dynamics of the pan-bacteriome 

of mangrove oysters (Crassostrea gasar) and their Amazonian habitats, using an 

innovative high-resolution phylogenetic metabarcoding approach, enabled by long-

read nanopore sequencing technology. Oysters, native to Brazil's Atlantic coast and 

widely cultivated in the Amazon region, particularly in the state of Pará, play a crucial 

role in both the subsistence of local communities and the ecology of mangroves. Oyster 

and water samples were collected during the dry and rainy seasons in four 

municipalities in Northeastern Pará: Santo Antônio de Urindeua, Nova Olinda, Pereru 

de Fátima, and Lauro Sodré. Additionally, the study focused on understanding how 

abiotic factors, such as salinity and pH, influence the structure and composition of the 

oyster microbiome and their aquatic habitats. Alpha and beta diversity of the 

microbiome were significantly higher in water samples compared to oyster samples, 

reflecting the heterogeneity and complexity of the aquatic environment. Significant 

seasonal differences in beta diversity were observed among oyster samples from all 

locations. The most abundant phyla in the mollusks were Actinomycetota and 

Pseudomonadota, mainly in the regions of Santo Antônio de Urindeua and Nova 

Olinda. The bacteriome included genera such as Sphaerochaeta and Crinalium, which 

are involved in crucial ecological functions, such as nitrogen fixation and the digestion 

of complex organic matter, thus providing nutritional benefits to the host. The 

abundance of Salmonella during dry periods highlights the need for continuous 

monitoring throughout the production chain. This pioneering study is a crucial step 

toward understanding the ecological interactions between oysters and their 

microbiomes in Amazonian ecosystems, with direct implications for environmental 

management and food security. 
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1 INTRODUÇÃO 

As ostras são moluscos bivalves que se alimentam através da filtração  de 

partículas em suspensão na água, sendo estas: microalgas, bactérias, fitoplânctons, 

microzooplânctons e matéria orgânica. As ostras estão presentes em diversos 

estuários da costa brasileira, onde destaca-se a presença no nordeste do estado do 

Pará, onde o cultivo de ostras da espécie Crassostrea gasar é comum. Devido ao 

processo de alimentação por filtração, a colonização bacteriana do seu intestino está 

relacionada ao ambiente que habitam.  

A maricultura é um dos setores que mais crescem no cenário global da 

produção industrial de alimentos. Atualmente, a China é líder em produção aquícola, 

detentora de 83% do total de ostras produzidas no mundo. No Brasil, o cultivo de 

ostras é uma atividade caracterizada por uma produção baseada na unidade familiar, 

que oferece alternativas de opção de renda e de dinamização econômica para as 

comunidades pesqueiras, com fixação nas áreas de origem, graças à geração de 

empregos (VALENTI et al., 2000). 

As ostras são mundialmente consumidas, algumas são cultivadas e outras são 

coletadas nas áreas entre marés para atividade de subsistência ou comercial (AMADI 

et al., 2015). Os ambientes aquáticos como oceanos, rios, lagos, estuários são 

sistemas ecológicos que possuem uma vasta diversidade de microrganismos. Estas 

comunidades microbianas estão envolvidas em diversos processos ambientais e sua 

diversidade é diretamente ligada a influencias em condições ecológicas e pressões 

seletivas (KING et al., 2020).  

Os animais marinhos ligados a este ambiente estão expostos a uma  

diversidade microbiana, que podem colonizar a superfície externa destes animais e 

também passam a colonizar o trato digestivo. No caso das ostras, isto ocorre 

principalmente por serem organismos filtradores apartir da ingestão de alimentos e de 

água (THOMPSON et al., 1993; ASHA et al., 2014). Desta forma, descrever a 

diversidade da microbiota gastrointestinal de ostras da espécie Crassostrea gasar 

oriundas de estuários paraenses é fundamental. Para isso a utilização de abordagens 

de metagenômica é de extrema importância para entender propriedades como 

riqueza, estrutura e a dinâmica das comunidades microbianas associadas ao trato 

digestivo das ostras, além de compreender como é a diversidade do ambiente nas 

quais as ostras estão inseridas, afim de desvendar os processos implícitos que 
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regulam a organização desses sistemas. 

 

1.1 Morfologia e caracterização nutricional dos bivalves 

 

Os bivalves pertencem ao filo Mollusca, sendo este o segundo maior filo animal 

em número de espécies, depois dos Antrópodes. O filo Mollusca inclui uma enorme 

diversidade de animais, tendo oito classes, sendo elas: Bivalvia, Caudofoveata, 

Cefalópodes, Gastrópodes, Monoplacophora, Poliplacóforos, Scaphopoda e 

Solenogastres. A classe Bivalvia representa cerca de 27% do filo Mollusca e é 

composta por cerca de 7.500 espécies de animais, que têm como caracteristica 

morfologica a presença de corpo mole protegido por uma concha achatada. Esta 

classe é de suma importância por ser a mais explorada como produto alimentar 

(GOSLING, 2003; DAME, 2011).  

A presença da concha neste filo retrata um manto responsável pela secreção 

do esqueleto calcário, além de possuirem placas que têm como função a proteção do 

corpo mole. O sistema digestivo do filo Mollusca é rádula linguiforme, com dentes, 

além de possuem um celoma reduzido, ocupando quase a totalidade da cavidade 

pericárdica. Os indivíduos são majoritariamente marinhos, embora se distribuam por 

diversos habitats como areia, rocha ou solo (AMARAL et al., 2011; CLACK et al., 

2013). 

Como já citado, os moluscos bivalves são uma espécie majoritariamente 

marinha, sendo encontrados em água doce, possuindo distribuição mundial e por 

diversas profundidades (DUMBAULD et al., 2009). Contudo, preferem habitar locais 

onde haja um fluxo de água permanente, podendo ser sésseis, livres ou enterrados 

na areia. Estes organismos podem ser classificados como filtradores ou detritívoros. 

Alimentam-se das partículas em suspensão ou de detritos de matéria orgânica em 

decomposição. Importante ressaltar que os moluscos são extremamente sensíveis às 

alterações no meio ambiente, devido ao seu sistema vascular aberto, a hemolinfa, 

onde os hematócitos circulam atravessando a maioria dos tecidos e órgãos. Este 

sistema favorece a exposição direta dos moluscos bivalves ao ambiente onde se 

inserem (DUMBAULD et al., 2009). 

Nos organismos adultos há uma grande variação do exoesqueleto, tendo os 

menores não mais que 5 mm, e os maiores podendo atingir mais de 20 cm de 
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comprimento. Os moluscos possuem valvas, que são compostas por um ou dois 

músculos adutores, dependendo da espécie, responsáveis pelos movimentos de 

abertura ou fecho da concha (Figura 1). A abertura da concha dá-se automaticamente 

após o relaxamento dos músculos adutores (DAME, 2011). Nos bivalves não é 

possível distinguir a cabeça do corpo, o corpo é constituído por um pé e pelas 

brânquias, estruturas especializadas na respiração e alimentação. As brânquias são 

constituídas por pequenas lâminas ciliadas cuja função é de conduzir a corrente de 

água para a cavidade onde se dá a digestão. A simetria dos moluscos bivalves é 

bilateral, podendo oscilar entre as formas alongadas e ovais. (GOSLING, 2003; 

DAME, 2011). 

 

 

A reprodução de moluscos bivalves é controlada por fatores exógenos, tais 

como temperatura, salinidade, disponibilidade de alimento, profundidade e por fatores 

endógenos relacionados à genética dos indivíduos (MACKIE, 1984). O ciclo de vida 

de moluscos bivalves envolve os estágios de produção e liberação de gametas, 

fertilização externa na coluna da água, desenvolvimento embrionário e larval, 

assentamento das larvas, metamorfose em sementes e crescimento até o estágio de 

produção de gametas. Em moluscos bivalves, o ciclo reprodutivo é anual e envolve 

um período de gametogênese seguido de uma desova única, estendida, ou mesmo 

Figura 1: Morfologia interna dos moluscos bivalves (Cabral, 2015). 
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vários eventos de desova (GOSLING, 2003). Entre os moluscos bivalves, um dos que 

mais se destaca pela seu consumo como alimento são as ostras. 

 

1.2 Ostras (Crassostrea gasar) 

 

As ostras são pertencentes à ordem Ostreoida e à família Ostreidae. O gênero 

Crassostrea apresenta cerca de 106 espécies com distribuição global em ambientes 

tropicais e temperados (DAME, 2011). No Brasil ocorrem pelo menos duas espécies 

nativas, Crassostrea gasar e Crassostrea rhizophorae e comumente são 

denominadas “ostras-do-mangue”. A Crassostrea gasar foi observada inicialmente na 

Costa Oeste da África, onde ocorre em manguezais entre o Senegal e Angola 

(AFINOWI, 1984). No Brasil, esta espécie é distribuída do Pará até Santa Catarina, 

principalmente costões rochosos e no fundo de rios associados a estuários ou em 

mangues (MELO et al., 2010a).  

Ostras do gênero Crassostrea são ovíparas ou não-incubatórias 

(MACKIE, 1984). São organismos dioicos sem dimorfismo sexual, sendo necessárias 

análises microscópicas e histológicas para diferenciar machos e fêmeas (CHRISTO e 

ABSHER, 2006). São também hermafroditas assíncronos, podendo ocorrer a 

mudança de sexo após a desova em resposta a condições ambientais específicas 

(MELO et al., 2010; GOSLING, 2003). A reprodução ocorre como na maioria dos 

moluscos bivalves, onde os gametas são formados através de células germinativas 

na parede epitelial dos folículos, sendo produzidos oócitos e espermatozoides por 

meio de divisões mitóticas e meióticas (GOSLING, 2003). Os oócitos e 

espermatozoides são liberados pelos poros genitais diretamente na coluna d’água 

onde ocorre a fertilização e o desenvolvimento larval (QUAYLE e NEWKIRK, 1989). 

A reprodução das Ostras também possui relação com condições ambientais. 

Foi observada a relação entre o desenvolvimento gonadal dos indivíduos e o período 

de chuva e a salinidade, onde nos meses de seca ocorreu predominância de 

indivíduos imaturos e com folículos esvaziados e durante a transição entre os períodos 

seco e chuvoso (PAIXÃO et al. 2013). O desenvolvimento larval de moluscos bivalves, 

em geral, é planctônico. A duração do ciclo larval, crescimento e sobrevivência das 

larvas também são determinados por fatores ambientais como temperatura, salinidade 

e disponibilidade de alimento (GOSLING, 2003; DAME, 2011).  
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A base alimentar das ostras é de microalgas, bactérias, fitoplânctons, 

microzooplânctons e matéria orgânica dissolvida. A utilização dessas partículas em 

suspensão como alimento está associada ao mecanismo de seleção e capacidade de 

retenção nas brânquias. Alguns bivalves podem ingerir partículas te até 950 µm, em 

contrapartida possuem baixíssima capacidade de retenção de partículas menores que 

5 µm (GOSLING, 2003; DAME, 2011). 

 

1.3 Importância Ecológica e Econômica das Ostras 

 

A maricultura representa um dos setores que mais crescem no cenário global 

da produção industrial de alimentos. Atualmente, a China é líder em produção 

aquícola, detentora de 83% do total de ostras produzidas no mundo. No Brasil, o 

cultivo de ostras é uma atividade caracterizada por uma produção baseada na unidade 

familiar, que oferece alternativas de opção de renda e de dinamização econômica para 

as comunidades pesqueiras, com fixação nas áreas de origem, graças à geração de 

empregos (BRANDINI et al., 2000). 

A s ostras são mundialmente consumidas, algumas são cultivadas e outras são 

coletadas nas áreas entre marés para atividade de subsistência ou comercial 

(EFIUVWEVWERE E AMADI, 2015). Cerca de 5,1 milhões de toneladas de ostras 

cultivadas mundialmente são produzidas anualmente e espera-se que esse consumo 

aumente ainda mais até 2025 (FAO, 2018). Dente os moluscos, o gênero Crassostrea 

é o mais importante na pescaria artesanal in situ nos manguezais brasileiros (SANTOS 

et al., 2015). O estado de Santa Catarina é o segundo maior produtor de moluscos 

bivalves da América Latina. No ano de 2008, a produção total de moluscos (mexilhões, 

ostras e vieiras) foi de 13.107,92 toneladas.  

No Estado do Pará a atividade do Cultivo de Ostras (Ostreicultura) é 

desenvolvida desde 2006 em cinco municípios: Associação dos Agricultores e 

Aquicultores de Nova Olinda (AGROMAR) no município de Augusto Corrêa (Figura 2) 

; Associação dos Aquicultores, Produtores Rurais e Pescadores de Nazaré do Seco 

(AAPPNS) no município de Maracanã; Associação de Aquicultores da Vila de Lauro 

Sodré (AQUAVILA) e Associação Agropesqueira de Nazaré de Mocajuba 

(AGRONAM) no município de Curuçá; Associação dos Agricultores e Aquicultores de 

Santo Antônio de Urindeua (ASAPAQ) no município de Salinópolis; Associação de 
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Mulheres na Pesca e Agricultura de Pererú (AMPAP) e a Associação dos Produtores 

de Ostras de Pererú de Fátima (ASSOPEF) no município de São Caetano de Odivelas, 

Pará (SAMPAIO, 2007; SAMPAIO et al., 2019; MACEDO et al., 2021). 

 

 

O único cultivo de ostras que está fora de uma Reserva Extrativista Marinha 

(RESEX) é no município de Salinópolis. As Reservas Extrativistas são espaços 

territoriais protegidos cujo objetivo é a proteção dos meios de vida e a cultura de 

populações tradicionais, bem como assegurar o uso sustentável dos recursos naturais 

da área. O sustento destas populações se baseia no extrativismo e, de modo 

complementar, na agricultura de subsistência e na criação de animais de pequeno 

porte.   

 Atualmente, a ostreicultura paraense vem se tornando uma alternativa de 

geração de renda para aproximadamente 84 famílias, com o aumento da produção 

nos últimos anos. Apesar do significativo tempo em que a atividade é exercida nessas 

comunidades litorâneas, a produção de ostras do Estado do Pará foi contabilizada nas 

estatísticas oficiais pelo Instituto Brasileiro de Geografia e Estatística (IBGE) apenas 

Figura 2: Representação de ostras cultivadas na comunidade de Augusto 
Corrêa. Retirado de https://dol.com.br/noticias/para/675376/augusto-correa-
potencial-ainda-maior-para-cultivar-ostras. 
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em 2013, quando totalizou 8.250kg nos municípios de Curuçá e São Caetano de 

Odivelas. Em 2018, a cadeia produtiva da ostreicultura através dos municípios de 

Augusto Corrêa; Salinópolis; Curuçá e São Caetano de Odivelas produziu 39.850kg 

(IBGE, 2019). Com essa produção o Estado do Pará ocupou a 6a. posição no Brasil 

no cultivo de ostras. 

As ostras, por serem animais filtradores, utilizam as guelras para obter 

alimentos em suspensão. As bactérias correspondem a 4% do total de carbono 

necessário para o metabolismo dos bivalves e funcionam para o aporte de nitrogênio 

pelo animal (DAME, 2011). Dessa forma, tendem a acumular um grande número de 

microorganismos presentes na água, os quais podem compor a microbiota intestinal 

do animal. 

A microbiota das ostras pode ser classificada como transiente, que são micro-

organismos que sobrevivem e se proliferam ao passar pelo intestino, ou residente, 

que ocupam o intestino permanentemente por apresentarem mecanismos de adesão 

à parede intestinal. A microbiota é extremamente importante para a saúde e 

crescimento do molusco. E é importante ressaltar que assim como ocorre na 

reprodução das ostras, a biodiversidade do ambiente de cultivo também influencia 

diretamente na composição desta microbiota e, consequentemente, na qualidade da 

ostra e produtividade das associações de produtores do molusco.  

 

1.4 Biodiversidade em ambientes aquáticos 

 

Os ambientes aquáticos como oceanos, rios, lagos, estuários são sistemas 

ecológicos que possuem uma vasta diversidade de microorganismos. Estas 

comunidades microbianas estão envolvidas em diversos processos ambientais e sua 

diversidade é diretamente ligada a influencias em condições ecológicas e pressões 

seletivas (GLOCKNER et al., 2012). Os animais marinhos ligados a este ambiente 

estão expostos a toda essa diversidade microbiana, podendo colonizar a superfície 

externa destes animais e também no trato digestivo. No caso das ostras, isto ocorre 

principalmente por serem organismos filtradores apartir da ingestão de alimentos e 

água (GLOCKNER et al., 2012).  

A composição da microbiota do trato digestivo em animais marinhos é 

considerada estável ao longo da fase adulta. Contudo, existem alguns fatores que 
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podem alterar a composição das diversidades microbianas do organismo hospedeiro, 

dependendo interamente das interações ecológicas deste como o estresse biótico, 

abiótico e mudanças na dieta do animal (NICHOLSON et al, 2012).  

Em organismos filtradores como as ostras, os microorganismos hospedeiros 

podem atuar de três formas em interação ao hospedeiro: eles podem ser residentes, 

podendo ficar intimamente associados e colonizar a superfície externa, assim como 

podem através da ingestão passar a colonizar o trato digestivo; ou podem ser 

transientes, onde ao entrar em contato com o organismo, podem ser inibidos pela 

microbiota residente ou por compostos inibitórios naturais presentes no organismo 

(AUSTIN et al., 2006). 

Por tanto, a eficiência e sustentabilidade nos sistemas de cultivo de animais 

aquáticos pode ser significativamente influenciado pela composição microbiana da 

espécie (FERREIRA et al., 2018). Portanto, as características da microbiota estão 

dependentes das condições do trato gastrointestinal e de parâmetros específicos da 

espécie como anatomia, secreções digestivas, pH, osmolaridade, potencial redox, 

tamanho e estrutura, taxa de passagem e tempo de residência (RINGO et al., 2016).  

Portanto, esse consórcio entre os animais marinhos e as comunidades microbianas 

são sistemas-modelo para compreender a interação complexa entre os 

microrganismos e as células hospedeiras, e podem fornecer informações relevantes 

sobre o desenvolvimento de doenças humanas e identificação de novos alvos de 

drogas (FERREIRA et al., 2015; KING et al., 2021; MACEDO et al., 2021).  

Entre as suas funções, o conjunto da microbiota é envolvida na digestão e 

absorção dos nutrientes, manutenção e funcionalidade efetiva da mucosa intestinal e 

da proteção contra a colonização de microrganismos patogênicos, fornecendo nichos 

para aderência, colonização e proliferação de espécies microbianas mutualísticas e 

comensais (GIATSIS, 2016).  

Os estuários são importantes ecossistemas que fornecem alimento e habitat, 

além de promover processos biogeoquímicos para outros ambientes por meio de sua 

conexão entre bacias hidrográficas e águas costeiras (BARLETTA et al., 2010). No 

entanto, há uma crescente interferência antrópica nesses ambientes, muitas vezes 

causada por atividades como agricultura, desenvolvimento industrial e usos múltiplos 

da água, levando ao descarte inadequado de resíduos, descargas de esgoto e 

controle de fluxo (BARLETTA et al., 2010). Os ambientes estuarinos são, portanto, 
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considerados importantes reservatórios de metais pesados e outros contaminantes 

(IP et al., 2004) e têm atraído muita atenção dos pesquisadores. 

Os bivalves, como as ostras, são bons organismos sentinela frequentemente 

utilizados para avaliar a qualidade do ambiente marinho (SOLÉ et al., 1994). Além 

disso, destacam-se pela ampla distribuição no Brasil (espécies nativas) e no mundo, 

nichos ecológicos vitais, suscetibilidade à absorção de poluentes e estreita ligação 

com predadores marinhos e saúde humana, ao mesmo tempo, a exposição de 

organismos aquáticos a contaminantes tóxicos pode ser um risco para a saúde 

humana se os contaminantes forem incorporados na cadeia alimentar (SULLIVAN et 

al., 2005).  

A capacidade de um organismo de sobreviver e se adaptar a mudanças 

ambientais repentinas depende da variação genética disponível e da plasticidade 

fenotípica. A plasticidade fenotípica pode amortecer mudanças ambientais repentinas 

e fornecer tempo para que a adaptação ocorra (KENKEL et al., 2016). A plasticidade 

fenotípica é importante para organismos sésseis que habitam zonas estuarinas que 

não podem usar a evasão para lidar com grandes flutuações nas condições 

ambientais (KENKEL et al., 2016), o mesmo ocorre com ostras que habitam ambientes 

de estuario, que possuem uma diversidade genética significativamente menor, 

provavelmente devido ao impacto da glaciação passada em seu estilo de vida 

estuarino único.  

As ostras estão entre o grupo socioeconômico mais valioso de espécies de 

bivalves nos desembarques pesqueiros globais e também fornecem inúmeros 

serviços ecossistêmicos. Portanto, é de suma importância entender os 

microorganismos presentes nas espécies de ostras nativas, permitindo entender de 

que forma os microbiomas de invertebrados podem afetados por essa remodelação 

metabólica e quais consequências um microbioma alterado pode ter para sua saúde 

e sobrevivência. 

 

1.5 Importância do biomonitoramento de ostras. 

 

Além das ostras bioconcentrarem microrganismos, elas também podem 

concentrar contaminantes existentes na água em que são cultivadas. Os 

contaminantes podem envolver substâncias tóxicas, toxinas produzidas por 
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microalgas e microrganismos patogênicos. No caso específico dos contaminantes 

microbianos, o risco é aumentado pelo hábito de se consumir os bivalves crus (BUTT 

et al., 2006). A contaminação marinha por patógenos de origem humana é comumente 

associada à inexistência ou a ineficiência de sistemas de coleta e tratamento de 

esgotos em áreas urbanas localizadas em bacias hidrográficas que drenam para 

áreas costeiras (GARBOSSA et al., 2017).  

Um estudo que se estendeu por dois anos realizado no Reino Unido mostrou 

que 76,2% das amostras de ostras coletadas em 39 áreas de produção estavam 

contaminadas com Norovírus (CHENG et al., 2011). Em alguns países, como a Itália, 

a hepatite A é um problema importante. O consumo de moluscos tem sido associado 

a 62% dos casos dessa doença (CROMEANS et al., 1997).  

Os filos Tenericutes, Chlamydiae, Proteobacteria e Firmicutes são os mais 

abundantes da microbiota intestinal de ostras da região de Puget Sound, no estado 

de Washington, EUA (LI et al., 2017). A presença de bactérias do filo Tenericutes pode 

ser explicada pela alimentação das ostras, que também é composta de algas, visto 

que foi relatado que a associação de bactérias deste filo à microbiota intestinal de 

moluscos (DAVIS et al., 2013). Ademais, existem dados sobre bactérias pertencentes 

a esse filo como simbiontes intracelulares em animais, plantas e humanos, realizando 

diversas atividades simbiônticas nestes hospedeiros, além de serem consideradas 

bactérias residentes do microbioma intestinal de outra classe de molusco 

(Gastropoda) (SHTYKOVA et al., 2018). A presença de bactérias do filo Chlamydiae 

já havia sido reportado anteriormente em moluscos bivalves na Cheapskate Bay, nos 

EUA, em 1977. Porém, a presença destas bactérias nestes animais, que são 

consumidos crus, é de extrema relevância a saúde pública por ocasionarem doenças 

em animais e humanos. 

No Brasil, estudos identificaram a presença de diversos patógenos em 

moluscos e nas águas utilizadas para a malacocultura nas baías da Ilha de Santa 

Catarina (COELHO et al. 2003). A presença de bactérias do gênero Vibrio em ostras é 

de interesse sanitário devido algumas espécies serem causadoras de gastroenterites 

e septicemia fatal em humanos. Ademais, sabe-se que diversas espécies de bactérias 

deste gênero estão presentes em ambientes estuarinos e são naturalmente 

concentrados em bivalves durante do processo de filtração (COELHO et al., 2018).  

Adicionalmente, estudos em ostras, mostraram que entre as bactérias isoladas 
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não apresentavam perfil de resistência a múltiplas drogas antimicrobianas e eram 

suscetíveis aos antibióticos de último recurso, como Cefotaxima e Imipenem 

(OLIVEIRA et al., 2020).  

Outra importante caracteristica de organismos filtradores também se dá no 

biomonitoramento de presença elementos tóxicos, como metais, uma vez que nos 

ambientes estuarinos as condições físicas e químicas (tais como pH, temperatura, 

salinidade, potencial redox) determinam a mobilidade, especiação, disponibilidade e 

toxicidade dos metais (SANY et al., 2013; MACHADO et al., 2016). Os elementos 

metálicos, após passarem por inúmeros gradientes físicos e químicos conjuntamente 

com a circulação estuarina, podem distribuir-se sob inúmeras formas nos 

compartimentos bióticos e abióticos (MACHADO et al., 2016). 

Assim, para que possa se obter uma aquicultura sustentável é preciso manter 

uma interação harmônica com os ecossistemas e as comunidades locais. Sabe-se 

que o microbioma da ostra nativa altera de acordo com a estação (CONCEIÇÃO et 

al., 2021). Com isso para que sejam seguidos os princípios da sustentabilidade, na 

preservação ambiental e no desenvolvimento social, associado com o 

biomonitoramento e analise dos microorganismos presentes no animal é definidor 

para o desenvolvimento da aquicultura sustentável. 

A microbiota do animal, bem como do seu ambiente natural de cultivo, pode ser 

avaliada por técnicas modernas de biologia molecular, independentes de cultivo. Este 

método consiste na extração do material genético da microbiota ambiental ou animal 

seguido de um sequenciamento massivo destas amostras.  

 

1.6 A ascenção da era da metagenômica 

 

Historicamente, a metagenômica como campo de estudo é precedida pela 

genômica bacteriana, que por sua vez é precedido pela microbiologia clássica. Ao 

contrário dos dois campos da ômica, a microbiologia foi a principal responsável por 

estudos microbianos por um grande período de tempo, começando com 

bacteriologistas do século 19 que seguiram de microscopistas como Antonie van 

Leeuwenhoek (WINSLOW, 1950). No final do século XX, microbiologistas, como 

Robert Koch, foram motivados a empregar um protocolo de cultura de células 

bacterianas para traçar uma conexão causal clara entre bactérias e doenças 
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(JACKSON et al., 1996). No entanto, diversos desafios começaram a surgir em 

decorrência a prevalência de técnicas relacionadas a cultura bacteriana, como a 

observação de uma grande discrepância entre o número de células em uma amostra 

e o número de colônias que elas produzem (STALEY & KONOPKA, 1985). Como 

resultado dessas descobertas altamente impactantes, o interesse em comunidades 

microbianas não cultivadas começaram a aumentar em meados da década de 1980, 

impulsionados também pelo advento da Reação em Cadeia da Polimerase (PCR) 

(BALLARD et al., 2000), um processo que permitiu a geração de inúmeras cópias de 

uma sequência de DNA produzida a partir de um único ou baixo número de 

sequências de origem. 

Desta forma, as últimas décadas do século passado trouxeram consigo o 

surgimento da genômica, um campo que fornece uma perspectiva de todo o material 

genético de um determinado organismo (MEDINI et al., 2008). O sequenciamento do 

primeiro genoma microbiano, Haemophilus influenzae (FLEISCHMANN et al., 1995), 

foi seguido por constantes diminuições no custo total de sequenciamento. Isso 

resultou em um aumento exponencial no número de genomas sequenciados 

(HANDELMAN, 2004). Embora estes fossem principalmente genomas microbianos, o 

Genoma Humano (VENTER et al., 2001) foi uma inclusão altamente notável. A 

genômica aprimorou muito o campo da microbiologia, particularmente no que diz 

respeito ao esclarecimento da relação entre características fenotípicas e suas 

sequências de DNA e evolução dos microrganismos  (ACHTMAN & WAGNER, 2008).  

O dinamismo das comunidades microbianas e de suas estruturas genômicas 

trouxe consigo evoluções a metodologia das ômicas, com o surgimento de 

abordagens dinâmicas da composição genômica microbiana, como pan-genomas 

(MEDINI et al., 2008). Embora as contribuições da genômica tenham sido notáveis, 

trouxe consigo um problema que também era pertecente a microbiologia tradicional: 

a maioria sequências são determinadas a partir de culturas puras para evitar 

ambiguidades durante a montagem da sequência (SCHLOSS & HANDELSMAN, 

2005). 

No entanto, estima-se que mais de 99% dos microrganismos não podem ser 

cultivados (HANDELSMAN et al., 2004; SCHLOSS & HANDELSMAN, 2005). A 

metagenômica surgiu como um método para contornar essa limitação, sequenciando 

amostras de DNA amplificadas diretamente do ambiente e, portanto, contendo uma 
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variedade de fontes genômicas, em vez de um organismo de uma única fonte  

(HANDELSMAN, 2004). O benefício da metagenômica é a obtenção de informação 

genéticas de microorganismos sem a necessidade de cultiva-los. Por exemplo, 

organismos simbiontes e patógenos obrigatórios que não podem sobrevivem fora de 

seus hospedeiros e os micróbios ambientais são muitas vezes incapazes de crescer 

em estado puro cultura. No entanto, o DNA pode ser extraído diretamente de tais 

organismos enquanto eles estão em seus habitats naturais, produzindo assim uma 

mistura heterogênea de DNA que podem ser separados em bibliotecas de sequências 

de dados (TRINGE & RUBIN, 2005). 

  A ideia de clonar o DNA diretamente do meio ambiente foi proposta em 1986 

(PACE, 1986) após isolar com sucesso sequências de rRNA 16S diretamente de 

populações microbianas naturais para fins de caracterização filogenética. Este 

conceito foi implementado vários anos depois, em 1994 (SCHMIDT et al., 1991) 

utilizando clonagem em um vetor de fago, progredindo assim para  a construção de 

uma biblioteca metagenômica completa. Estas iniciativas foram posteriormente 

seguida por mais elaborados esforços de construção de bibliotecas metagenômicas 

(STEIN et al., 1996). Dessa forma, a metagenômica como campo distinto de pesquisa 

começou a tomar forma no final do século 20. O termo metagenoma foi cunhado pela 

primeira vez por Handelsman et al. (1998) com respeito ao conceito de meta-análise 

sendo aplicada a conjuntos de dados semelhantes, mas não idênticos. O interesse na 

metagenômica floresceu no novo milênio, desencadeando vários projetos marcantes. 

O estudo do Mar dos Sargaços (VENTER et al., 2004) representou um esforço para 

entender melhor populações microbianas. 

 Análises metagenômicas são mais frequentemente realizadas por 

sequenciamento do RNA ribossomal (rRNA) 16S ou sequenciamento total (shotgun). 

O estudo conhecido como shotgun ou metagenômica de DNA total, busca estudar 

todo o material genético encontrado na amostra. Esse material é sequenciado em 

pequenos fragmentos que, após disso são juntados em fragmentos maiores utilizando 

sobreposição de sequências em uma técnica denominada assembly (WANG, 2014). 

Após isso, esses fragmentos maiores, são classificados taxonomicamente (binning) 

baseados em bancos de dados de referências ou através da metodologia de novo 

(CARR, 2013). Este estudo permite uma abordagem mais ampla, onde se pode ser 

realizado estudos relacionados a genes de interesse e enzimas, proteínas e demais 
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produtos de origem transcricional.  

As abordagens independentes de cultivo tem contribuído para o estudo de 

comunidades microbianas possibilitando o acesso a ampla diversidade de 

microrganismos que não são cultiváveis com as técnicas e meios comumente 

empregados. O emprego do sequenciamento de gene do rRNA16S em trabalhos de 

diversidade de comunidades microbianas utilizando-se como fonte de estudo o DNA 

extraído de amostras ambientais foi proposto na década de 1980 (PACE et al., 1985). 

Após isso, o surgimento das tecnologias de sequenciamento de alto desempenho a 

um relativo menor custo financeiro, menor tempo e menor exigência de infraestrutura 

laboratorial permitiu o rápido aumento do número de trabalhos descrevendo 

comunidades ambientais e associadas a organismos hospedeiros (VENTER et al., 

2004).  

A utilização do gene rRNA 16S apresenta características importantes como 

marcador filogenético, entre elas a baixa taxa de transferência horizontal, baixa taxa 

de recombinação gênica (SCHLOSS et al., 2011; YARZA et al., 2014). Esta 

abordagem permite o acesso direto a esta microbiota sem a interferência do genoma 

do hospedeiro, e com um número menor de sequências a serem analisadas 

computacionalmente, além de permitir com que sejam realizadas comparações entre 

diferentes comunidades (RAJAN et al, 2015; SHARPTON, 2014), sendo assim 

referido como amplicon (Figura 3). 

Através desta abordagem são identificadas as OTUs (Unidades Taxonômicas 

Operacionais) presentes na comunidade microbiana. As OTUs representam um grupo 

de sequências muito próximas (>97% de identidade) pela aplicação de técnicas de 

agrupamento hierárquico utilizando limites de identidade de sequência 

independentemente de inferências filogenéticas, na caracterização de uma 

comunidade microbiana, além da descrição da sua composição taxonômica, 

normalmente são realizadas análises de riqueza e de diversidade, as quais permitem 

omparar ambientes distintos e oferecem uma medida da complexidade da 

comunidade (YARZA et al., 2014).  

Nas últimas décadas as pesquisas que utilizam abordagens de metagenômica 

foram de extrema importância e mostraram que entender propriedades como riqueza, 

estrutura e a dinâmica de comunidades microbianas assim como o ambiente em que 

estas estão inseridas é essencial para desvendar os processos implícitos que regulam 
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a organização desses sistemas. Portanto, a metagenômica é capaz de revelar um 

universo de organismos não cultiváveis. 

.

 

Comunidade 
microbiana 
complexa

Extração e 
purificação do 

DNA Amplificação do 
gene 16s

Análise 
taxonômica

Análises de 
OTU e 

Clusterização

Análises de 
diversidade

Potencial 
funcional 

Figura 3: Estrutura de analise de metagenomica 16s. 
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2 JUSTIFICATIVA 

  

A ostra-do-mangue (Crassostrea gasar) é uma espécie de bivalve filtrador 

nativa da costa atlântica do Brasil e tem um papel fundamental nos ecossistemas de 

manguezais, particularmente na região amazônica. Esses organismos alimentam-se 

filtrando partículas orgânicas suspensas, como microalgas, fitoplâncton e bactérias, 

que são fontes essenciais de nutrientes para seu crescimento e sobrevivência. A 

colonização bacteriana no trato digestivo das ostras é um processo ecológico 

complexo, influenciado diretamente pelo microbioma presente no ambiente aquático. 

Fatores como salinidade, pH e disponibilidade de nutrientes, que variam ao longo das 

estações, afetam diretamente essa dinâmica microbiana. Dessa forma, compreender 

a interação entre o microbioma das ostras e o ambiente é de extrema importância 

tanto para a saúde das ostras quanto para a segurança alimentar das comunidades 

que dependem dessa prática. As ostras são de grande relevância econômica e 

ecológica, especialmente no contexto amazônico, onde a aquicultura de ostras-do-

mangue é uma atividade tradicional que sustenta cerca de 100 famílias no nordeste 

do Pará. Essa prática é majoritariamente familiar, desempenhando um papel vital na 

subsistência das comunidades pesqueiras locais. No entanto, o sucesso e a 

sustentabilidade dessa atividade dependem diretamente da manutenção da qualidade 

ambiental dos estuários e manguezais. O uso de tecnologias avançadas, como o 

sequenciamento de DNA de alta resolução pela plataforma Nanopore, permite uma 

investigação mais detalhada e precisa da diversidade microbiana associada ao trato 

digestivo das ostras e ao ambiente em que estão inseridas. Anteriormente, as técnicas 

de sequenciamento eram limitadas a pequenos fragmentos de genes, o que dificultava 

a obtenção de uma visão completa do microbioma. Com a nova tecnologia, é possível 

sequenciar o gene 16S rRNA completo, proporcionando uma maior resolução 

filogenética e permitindo uma análise aprofundada da composição microbiana até o 

nível de gênero. Este é um dos primeiros estudos a aplicar essa tecnologia no 

microbioma de ostras, o que representa uma inovação significativa na pesquisa sobre 

ecossistemas costeiros. 
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3 OBJETIVOS 

3.1 Objetivo Geral 

 

Avaliar a dinâmica do pan-bacterioma das ostras-do-mangue (Crassostrea 

gasar) e dos seus habitats amazônicos, utilizando uma abordagem de metabarcoding 

com alta resolução filogenética. O estudo busca entender como os fatores abióticos, 

como salinidade e pH, influenciam a composição microbiana do trato digestivo das 

ostras e do ambiente em que elas estão inseridas. 

   

3.2 Objetivos específicos 

 

• Determinar como os fatores abióticos, como pH, salinidade e sólidos 

dissolvidos totais, afetam a composição microbiana nas ostras e na água em 

diferentes períodos sazonais; 

• Investigar as mudanças sazonais na diversidade microbiana (alfa e beta) 

das ostras e dos habitats aquáticos nos estuários do nordeste do estado do Pará; 

• Identificar o pan-bacterioma associado às ostras e determinar as 

diferenças entre o bacterioma das ostras cultivadas e das naturais; 

• Comparar a diversidade e a abundância de filos e gêneros bacterianos 

nas ostras e na água em regiões com diferentes influências de maré e condições 

ambientais; 

• Verificar se a presença de táxons específicos tem um impacto positivo 

ou negativo na fisiologia das ostras. 
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Abstract 

The mangrove oyster (Crassostrea gasar) feeds by filtering suspended organic particles, 

microalgae, phytoplankton and bacteria, which provide essential nutrients for the mollusk's 

growth and survival. The process of bacterial colonization in the oyster gut is complex and 

directly influenced by the microbiome of the aquatic habitat. The C. gasar species is indigenous 

to the Atlantic coast of Brazil and is prevalent in the mangrove ecosystems of the Amazon 

region, where it is farmed. Oysters are a globally consumed seafood, and = farming this 

species in the Amazon contributes to the economy and livelihoods of traditional communities. 

In this study, we employed a high phylogenetic resolution metabarcoding approach to describe 

the richness, structure and dynamics of the bacterial communities associated with the oyster 

gut and the aquatic habitat in which they reside. Four farming sites were analyzed during the 

Amazon summer and winter: Santo Antônio de Urindeua (SAU); Nova Olinda (NO); Pereru de 

Fátima (PF); and Lauro Sodré (LS). Total DNA was extracted from the water and oyster gut 

samples, and the full-length 16S rRNA gene was amplified and sequenced on the PromethION 

P2 Solo platform (Oxford Nanopore Technologies). Water samples were analyzed for the 

following parameters: salinity, pH, total dissolved solids, resistivity and conductivity. The 

bacteriome of oysters and rivers exhibited a pronounced response to abiotic factors, such as 

salinity and pH. The alpha diversity was higher in water samples than in the oyster gut. 

Significant seasonal differences in beta diversity were observed between the oyster samples 

from all locations. The most abundant phyla in the mollusks were Actinomycetota and 

Pseudomonadota, particularly in the SAU and NO regions. The bacteriome included genera 

such as Sphaerochaeta and Crinalium, which are involved in crucial ecological functions such 

as nitrogen fixation and the digestion of complex organic matter, thereby providing nutritional 

benefits to the host. The abundance of Salmonella in periods of low rainfall highlights the 

necessity of continuous monitoring throughout the production chain. Our data contributed to 

the description of the bacteriome associated with C. gasar, demonstrating that the microbiota 

of these mollusks is unique and exhibits a composition that is significantly influenced by the 

environmental conditions of the Amazon.  

 

Keywords: 16S rRNA, mangrove, oyster, microbiome, metabarcoding. 
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Introduction 

 Mangrove oysters (Crassostrea gasar, Phylum: Mollusca, Class: Bivalvia) are animals 

that feed by filtering suspended organic particles, microalgae, phytoplankton, and bacteria. 

These organic materials provide essential nutrients such as proteins, lipids, and 

carbohydrates, that are necessary for oyster growth and survival [1]. Thus, the bacterial 

colonization of the oyster gut is a complex ecological process that is directly influenced by the 

microbiome of the aquatic habitat [2]. Coastal environments harbor a vast diversity of 

microorganisms essential for several biogeochemical processes [3,4] and for maintaining 

biodiversity [5]. These environments are also the habitats for several species of mollusks. 

 C. gasar is native to the Atlantic coast of Brazil and is particularly abundant in the 

mangrove ecosystems of the Amazon region [6]. Along the Amazon coast, these mollusks 

benefit from the unique ecological conditions of mangroves, which provide a rich habitat for 

their growth and reproduction [7,8]. The bacterial diversity of the oyster’s gut changes 

according to the season in Amazonian rivers with less tidal influence [9]. This compositional 

change may affect the life cycle, immunity, and other physiological characteristics of oysters 

[5, 10].  

In 1988, Whipps and colleagues proposed the term microbiome to describe the set of 

microorganisms living in a well-defined habitat with unique physicochemical properties. Later, 

metabarcoding approaches were used to describe the taxa that comprise a particular group of 

microorganisms. For example, the 16S rRNA gene is commonly used to describe the bacterial 

diversity of a sample, referred to as a bacteriome. For years, taxonomic assignment was done 

using short sequences that encompassed only a portion of the gene, such as the V2-V3 or V3-

V4 regions. This approach was characterized by a strong methodological bias [11]. However, 

with the advent and chemical improvement of nanopore sequencers, a high phylogenetic 

resolution metabarcoding approach is now possible, as the entire gene can be massively 

sequenced and analyzed [12,13]. 

The gut bacteriome composition of other species such as Crassostrea virginica [14], 

Crassostrea gigas, Crassostrea corteziensis, and Crassostrea sikamea was previously 

described [15]. In C. virginica, the predominant phyla were Proteobacteria, Tenericutes, and 

Verrucomicrobia [16], being the phyla Chloroflexi, Firmicutes, Proteobacteria, and 

Verrucomicrobia especially found in the core bacteriome [14]. In C. corteziensis, 

Proteobacteria, Bacteroidetes, and Actinobacteria were the most abundant phyla [15], while in 

C. gigas, Tenericutes, Spirochaetes, and Proteobacteria were dominant [17]. Therefore, the 

bacterial composition of oyster’s gut varies according to the species and location.  

 Oysters are widely consumed as food in many regions of the world. The global oyster 

market has grown significantly over the past two decades, driven by the rising demand for 

seafood, particularly in Asia, which accounted for 45.1% of the global revenue in 2022 [18]. 
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The market is expected to continue expanding, with a global value estimated at USD 111.64 

billion in 2023, and a projected growth to USD 143.28 billion by 2030 [18]. In Brazil, about 

9.978.480 kg were produced in 2022, being the North region responsible for 62.192 kg of this 

production [19].  

Oyster farming in the Amazon region is a family practice, that contributes to the income 

of about 100 families living in traditional communities [7]. Previous studies showed that farming 

sites have optimal sanitary conditions [9, 20]. These results were important because the entire 

production chain depends on the ecosystem services provided by the forest. Producers 

manually collect oyster seeds from natural banks and sell them to other producers who fatten 

the mollusks in saline rivers before selling them to the public. Therefore, understanding the 

ecological dynamics of the interaction between the oyster bacteriome and its natural 

environment is of utmost importance. In this work, we performed a high phylogenetic resolution 

metabarcoding approach using the Nanopore sequencing platform to answer several 

questions: How do abiotic factors influence the composition of the oyster gut bacteriome? Does 

this bacteriome change with the Amazonian seasons? If so, does this change reflect a change 

in the bacteriome of the rivers? What is the core bacteriome of the mangrove oyster? Is there 

a difference in bacterial diversity between rivers with different tidal influences? Our data reveal 

complex ecological processes that shape the oyster gut bacteriome. 

 

Material and Methods 

        

Ethical issues 

  Sampling of oysters in Marine Extractive Reserves was approved by the Instituto Chico 

Mendes de Conservação da Biodiversidade (SisBio/ICMBio) under the authorization Nº 

80264-1.  

 

Sampling and physicochemical analysis 

 A total of two expeditions for oyster and water sampling were performed. One of them 

during the Amazonian dry season in October/November 2022, and the other one during the 

rainy season on March/April 2023. In each expedition, samples from four municipalities were 

collected: Pereru de Fátima river in Pereru de Fátima – PF – P1 (0º43’2.823’’W 

48º1’2.5608’’S); Mocajuba river in Lauro Sodré – LS – P2 (0º51’16.9344’’W 47º54’38.6706’’S;  

Urindeua river in Santo Antônio de Urindeua – SAU – P3 (0º39’20.5956’’W 47º24’10.926’’S) 

and Emboraí Velho river in Nova Olinda – NO – P4 (1º2’28.8414’’W 46º26’35.9376’’S) (Figure 

1). 

 The river water was collected from the photic zone (about 0.5 m deep) above the 

oyster’s farming structures. Three liters of water were collected in triplicate using van Dorn 
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bottles and maintained at 4ºC in sterile bottles. In the same day, 2 L of the collected water 

were vacuum filtered through 0.22 µm nitrocellulose membranes using a sterile Millipore 

system. Membranes were maintained in 50 mL polypropylene tubes with RNAlater (Invitrogen) 

at -20ºC until total DNA extraction. One liter of water was used for physicochemical analysis. 

Resistivity, salinity, conductivity, and total dissolved solids were analyzed using a portable 

multiparametric probe AT 215 (Alfakit). pH was measured using a portable pHmeter AT 315 

(Alfakit). All analyzes were performed in triplicate. The sediment was collected with a van Veen 

dragger next to the oyster’s farming structures. 

 Farmed and natural oysters were hand-collected during high-tide. The mollusks were 

kept in a container with ice until being processed on the same day. They were opened with 

sterile knives and the gut content was dissected using sterile scalpel and forceps inside a 

biological safety cabinet. The gut content of three oysters (about 10 g of biological material) 

was mixed and maintained in 50 mL polypropylene tubes with RNAlater (Invitrogen) 1:1 (m/v) 

at -20ºC. Three replicates of 10 g were processed for each sampling point. 

 

Full-length 16S rRNA gene sequencing 

 To understand the complex ecological dynamics of the oyster and water bacteriome, 

we used a high phylogenetic resolution metabarcoding approach based on the sequencing of 

the whole 16S rRNA gene in the PromethION P2 Solo platform (Oxford Nanopore 

Technologies). Total DNA was extracted from the water, sediment and oyster’s gut samples 

using the FastDNA Spin kit for Soil (MP Biomedicals) according to the manufacture’s protocol. 

The DNA integrity was evaluated using 1% agarose gel electrophoresis and nucleic acid 

quantification was performed on NanoDrop spectrophotometer (Thermo Fisher). The 16S 

rRNA gene was amplified using the primer pairs Bact16S-8F (5’-

AGAGTTTGATCATGGCTCAG-3’) and Uni16S-1492R (5’-CGGTTACCTGTTACGACTT-3’) in 

the thermocycler GeneAmp 9700 (Thermo Fisher). The cycling condition was an initial 

denaturation at 95ºC for 2 minutes, followed by 35 cycles of 95ºC for 30 seconds, 55ºC for 30 

seconds, 72ºC for 90 seconds, and a final extension step at 72ºC for 5 minutes. Sequencing 

was performed on PromethION P2 Solo (Oxford Nanopore Technologies) using a FLO-

PRO114M flow cell in a 24 h run. 

 

Bioinformatics 

 Base calling was performed using Guppy v.6.3.7 integrated with EPI2ME v.5.2.13 

software. The FAST5 files were converted to FASTQ where data with quality >7 were filtered 

out for analysis. The processed files were loaded into the EPI2ME-16S workflow using 

Kraken2 [21] with a minimum accuracy level set at 77%. Data analysis was performed in the 

cloud and included demultiplexing, quality control, and taxonomic assignment using the 
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BLAST algorithm against the GenBank Reference Sequence (RefSeq) database [22]. The 

abundance data were then used to calculate alpha and beta diversities and taxa composition 

using the Vegan [23] and Phyloseq [24] packages in RStudio. Correlation between the 

bacteriome composition and the physicochemical parameters was performed using 

Redundancy Analysis (RDA) using microbiome [25] package in RStudio. 

 

Results 

 

Salinity, pH, and TDS vary according to season and geographic location 

 The physicochemical parameters pH, total dissolved solids (TDS), conductivity, and 

salinity were evaluated, and the results are shown in Table 1. Salinity and pH are the main 

parameters for evaluating oyster farming because they directly influence oyster growth 

(Sampaio et al., 2020). SAU and NO are near the sea and therefore have a greater influence 

from the tide, unlike PF and LS. During both seasons, SAU and NO had higher salinity than 

PF and LS, remarkably during the rainy season (Table 1). The pH of the four locations was 

very similar, with a slight difference in PF and LS during the dry season, with a value closer to 

neutrality. Another parameter with a marked difference between the regions was TDS. During 

the rainy season, TDS increased at the sampling points nearest to the sea and decreased at 

the points with less tidal influence (Table 1). 

 The pH and salinity data were organized into discrete values to determine which 

intervals had the greatest influence on the alpha diversity of the samples. The data was 

grouped as follows: samples with pH between 6 and 7 were grouped in value 1; 7 to 8 in value 

2; 8 to 9 in value 3 and > 9 in value 4. The analysis indicated that bacterial diversity is greater 

in samples with pH values of 6 to 7 or > 9 (Figure S1). Salinity was also grouped into discrete 

values: samples with salinity < 2 were grouped in value 1; 20 to 30 in value 2; 30 to 40 in value 

3; and > 30 in value 4. In this case, the higher the salinity, the lower the bacterial diversity 

(Figure S1). 

 

Oyster gut bacteriome changes with Amazonian seasons 

 The Chao1 index was used to estimate alpha diversity. We observed a higher 

bacterial diversity in oysters collected during the rainy season than in the dry season (Figure 

2A). The same result was observed for other alpha diversity indices such as Shannon and 

Simpson (Table S1). In addition, the bacterial diversity of the river water was significantly 

higher than that of oyster samples, irrespective of season and geographic location, except for 

samples collected in PF during the dry season (Figure 2A). The beta-diversity analysis 

revealed a significant difference in the bacterial composition of the water and oyster samples 

(Figure 2B). In addition, a comparison of oyster samples from different locations revealed that 
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the bacterial composition varied according to the season (Figures 2D and 2C). 

 The three most abundant phyla found were Pseudomonadota, Actinomycetota, and 

Bacteroidota (Figure 3). During the dry season, the bacterial composition was more uniform. 

In addition, the bacteriome of oysters was directly affected by the bacterial composition of the 

water. For example, oysters from NO and SAU, which are sampling sites near the ocean, have 

a higher abundance of Actinomycetota than oysters from PF and LS, where the most abundant 

phylum was Pseudomonadota (Figure 3). The same pattern of bacterial composition was 

observed in the water samples. Significant differences (Table S2) among samples included 

the increased abundance of Bacteroidota, Actinomycetota and Spirochaetota in oysters 

collected at NO and SAU during the rainy season. The prevalence of Bacteroidota only in water 

samples, suggesting that oysters do not retain these taxa in their gut; and the higher 

abundance of Cyanobacteriota during the dry season. This last result highlights the need for 

increased environmental monitoring during the dry season to avoid cyanotoxin poisoning due 

to the consumption of oysters in natura. 

 Analysis of the bacterial composition at the genus level revealed an abundance of 

Corynebacterium, Salmonella, Enterobacter, Candidatus Pelagibacter, Mycoplasmopsis, and 

Crinalium (Figure 4). The presence of these taxa in water and oyster samples is a warning of 

the anthropization of these environments. Since the production chain depends on the natural 

oyster seed banks and the maintenance of the river quality for their farming processes, it is 

imperative to establish an environmental monitoring routine in these farming sites. 

 We used redundancy analysis (RDA) to determine the relationship between 

environmental parameters and bacterial community composition. We observed that an 

increase in pH and salinity favored the phylum Cyanobacteriota and had a negative effect on 

the abundance of the phyla Pseudomonadota, Mycoplasmatota and Spirochaetota (Figure 5). 

At the genus level, the filamentous cyanobacterium Crinalium was favored by the increase in 

salinity and pH (Figure 5). Other finding included a positive relationship between the increase 

in resistivity and the abundance of Enterobacter (Figure 5). 

 

Mangrove oysters have a large core bacteriome and many unique taxa associated with 

specimens from areas with natural seed banks 

 The Venn diagram in Figure 6A shows the comparison of all predicted taxa in the 30 

oyster samples using a detection threshold of 0.010 (Figure 6B). The pan-bacteriome consists 

of 5,409 taxa and 2,330 core taxa (Figure 6A). Interestingly, the site with the highest number 

of unique taxa was LS which is the sampling region with the largest natural oyster seed banks. 

Pseudomonadota and Actinomycetota were the most abundant phyla of the pan-bacteriome 

followed by Mycoplasmatota and Bacillota. Figure 6C shows the percentage of bacterial 

genera considering the 2,330 taxa detected in the core bacteriome. Corynebacterium and 
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Enterobacter corresponded to 48% and 10% of the core bacteriome, respectively, and a 

relevant proportion (27%) was composed of less abundant taxa. Among the 730 unique taxa 

found in LS oysters, 34% were affiliated to Streptomyces, 30.8% to Pseudomonas, in addition 

to a relevant abundance of Paenibacillus and Sphaerochaeta (Figure 7).  

 

The tides influence the bacterial composition of the oyster, which is highly diverse regardless 

of geographic location 

 As presented before, several differences in bacteriome composition were observed in 

oysters collected at PF and LS compared to NO and SAU. PF and LS are regions of brackish 

water with less tidal influence, while NO and SAU are regions of saline water with high tidal 

influence. Figure 2A shows that, regardless of location, the rainy season increases the diversity 

of bacteria associated with the oyster gut. Despite the similar alpha diversity, the histograms 

of Figures 3 and 4 show that oysters from PF and LS have a different bacterial abundance and 

composition from that observed in SAU and NO, both during the dry and rainy seasons. For 

example, the abundance of Mycoplasmopsis (mainly M. phocirhinis) was higher in PF and LS 

oysters than in SAU and NO. Enterobacter species such as E. asburiae were prevalent only 

in oyster samples collected from PF and LS in both seasons. They were abundant in both 

natural and farmed oysters, suggesting an important role in the mollusk physiology. 

Interestingly, these taxa were not detected or were in very low abundance in water samples 

(Figure 4). Corynebacterium species such as C. canis were abundant in oysters collected at 

NO and SAU, but unlike Enterobacter, Corynebacterium was also detected in water samples 

(Figure 4). 

  

The farming process does not affect the bacterial composition of the oysters but makes them 

more susceptible to environmental changes 

 Samples of farmed oysters, natural oysters (those attached to the submerged rocks 

or tree roots), water, and sediment were grouped and analyzed using beta-diversity 

parameters. This analysis was conducted only with samples collected at LS in both seasons. 

The data highlighted significant differences between the bacterial composition of natural 

oysters and environmental samples (water and sediment) (Figure 8A). The distance to the 

environmental samples suggests that their natural growth condition selects groups of bacteria 

that are rare in the river water. On the other hand, farmed oysters were more related to the 

taxa found in environmental samples, suggesting that this growth condition might be more 

sensitive to environmental impacts, such as those caused by human activities or climate 

changes (Figure 8A). Finally, no significant difference was observed when comparing only the 

oyster samples suggesting that the farming process does not affect the bacterial composition 

of the oysters but makes them more susceptible to environmental changes (Figure 8B and 
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8C).  

 

Discussion 

Microbiomes are influenced by biotic and abiotic factors and are involved in regulating 

the physiology and health of animals, plants and humans [26,27]. Abiotic factors such as pH, 

temperature, salinity, and nutrient availability, determine the composition and function of 

microbial communities, including dynamic estuarine environments. Previous studies have 

shown that these parameters influence the microbiome of both oysters and their aquatic habitat 

[27,28,29]. During the rainy season, intense rainfall leads to a significant decrease in salinity 

in regions such as PF and LS, due to the high freshwater inflow (Table 1). This phenomenon 

is common in tropical estuarine regions, where precipitation is a dominant factor in salinity 

regulation [30,31]. In addition, the lower pH observed during this period is also related to the 

freshwater inflow, which acidifies the water due to the decomposition of organic matter that is 

carried by rain into the rivers [32]. 

 The NO and SAU regions exhibited elevated salinity levels during the rainy season 

(Table 1) due to the geomorphological characteristics and water flow dynamics of these areas. 

For example, these regions can act as aquifer recharge zones, where rainfall is absorbed by 

the permeable soils of the Pirabas and Barreiras geological formations, thereby limiting surface 

runoff and salinity dilution [32,33]. These data illustrate the intricate nature of hydrological 

processes in estuaries, where local factors can cause significant variations in physicochemical 

parameters, even during periods of high rainfall. 

 The alpha diversity of water samples was significantly higher than that of the oyster 

bacteriome (Figure 1A). Environmental samples are more heterogeneous and dynamic, 

providing a variety of microhabitats that support a rich microbial communities compared to 

host-associated microhabitats [34,35]. Furthermore, although the richness of bacterial taxa in 

the oyster gut is higher during the rainy season, there is no significant difference in alpha 

diversity between the brackish water (PF and LS) and saline water (SAU and NO) regions 

(Figure 1A). However, the histograms demonstrated a clear difference in the bacterial 

composition of the two groups, which can be attributed to the different abiotic conditions, 

primarily pH and salinity [36,37]. The predominance of Actinomycetota, Pseudomonadota, and 

Cyanobacteriota in SAU and NO indicates a microbial profile typical of environments with 

higher salinity and basic pH. Acidification has been identified as an important factor 

contributing to shifts in the microbiome composition in oysters and other mollusks [38,39]. The 

analysis of beta diversity among the farmed oyster samples (Figure 2C and 2D) revealed 

significant differences between the dry and rainy periods for all locations. This result 

corroborates previous research conducted exclusively in LS [9]. 

 The use of nanopore sequencing enabled the taxonomic affiliation to be determined 
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down to the genus level, thereby making this one of the first studies to employ this technology 

to describe the bacteriome of mollusks. The significant difference between samples indicates 

the presence of a sophisticated biological mechanism governing bacteriome selection during 

the filtration process (Figures 3 and 4) [40,41]. Regarding bacteriome composition at the 

phylum level, Actinomycetota was predominant across all oyster samples, with particular 

abundance in the SAU and NO regions (Figure 3). It has been demonstrated that members of 

the Actinomycetota have important symbiotic functions, contributing to the defense 

mechanisms and degradation of organic compounds [42]. Members of this phylum are also 

known to produce bioactive compounds, including antibiotics [43,44]. Previous studies have 

confirmed the presence of Actinomycetota in mollusks cultivated in a range of coastal regions, 

where these bacteria are crucial for maintaining oyster health. These bacteria can protect the 

host against pathogens through the production of antimicrobial substances [45]. The taxon has 

already been described in other oyster species including C. gasar, C. sikamea, C. gigas e C. 

corteziensis [17,9,15]. Furthermore, C. gasar gut-associated taxa previously described in other 

studies, such as Pseudomonadota and Bacteroidota, were also identified in our analysis 

[9,46,47]. The Pseudomonadota have already been described in the oyster microbiome, from 

the larval phase up to the adult phase of the mollusk, reinforcing its importance and adaptability  

[17,9,48].  

We expected less drastic changes in some abiotic parameters during the dry period 

due to the low rainfall. Consequently, we also expected low species richness in the 

bacteriomes during this period. Conversely, the higher species richness and abundance of 

Cyanobacteriota and Mycoplasmatota during the rainy season reflect the environmental 

changes promoted by the intense rainfall, which modified nutrient availability and water 

turbidity (Figure 3) [49]. It is worth noting that the higher abundance of Cyanobacteriota has a 

negative impact on oyster growth and survival rate [50]. However, most taxa belonging to the 

phylum Cyanobacteriota were affiliated to the genera Crinalium (Figure 4). Crinalium is a 

poorly studied cyanobacterium that is often associated with both aquatic and terrestrial 

environments. It plays an important role in nitrogen fixation and provides essential nutrients to 

the oyster microbiota [51]. The abundance of this genus suggests a positive ecological 

interaction between oysters and their natural habitats. However, regular monitoring is essential 

to identify or predict blooms of other groups of cyanobacteria that are harmful to animals and 

humans. RDA has identified a significant correlation between alkaline and saline waters and 

the occurrence of cyanobacteria (Figure 5). This finding is consistent with other studies [48,52]. 

A stable and diverse gut microbiota is important for oyster health [50]. Based on the 

abundance and stability between seasons, our data suggest that Actinomycetota and 

Spirochaetota are part of the resident microbiota, while Bacteroidota are likely part of the 

transient microbiota [53]. In addition, the higher abundance of Spirochaetota and 
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Mycoplasmatota in the oyster gut compared to the water samples suggests that these taxa 

have effective mechanisms of adaptation to the host tissue. The genus Sphaerochaeta was 

the major taxon found in the phylum Spirochaetota. The genus consists of anaerobic bacteria 

commonly found in freshwater sediments, animal guts, and in methanogenic consortia [54,55]. 

This taxon probably play an important role in the digestion of complex organic matter through 

fermentative processes, providing nutritional benefits to the host. This genus has not yet been 

reported in the gut of other oyster species. 

Other genera found in the oyster gut include Salmonella, Corynebacterium, 

Enterobacter, Mycoplasmopsis, and Candidatus Pelagibacter (Figure 4). It is well established 

that Salmonella is frequently associated with the contamination of water bodies by fecal matter. 

Periods of low rainfall led to the accumulation of organic matter and other nutrients from human 

sources that favor the proliferation of these pathogens [56]. Interestingly, all Amazonian 

communities involved in the oyster production chain are small, with less than 10,000 

inhabitants. Pelagibacter is a genus adapted to oligotrophic zones and plays a crucial role in 

the carbon cycle in environments with low nutrient availability [57]. Its abundance during dry 

periods suggests an adaptation of the oyster bacteriome to conditions of nutrient stress due to 

the low rainfall. In addition, during the dry season, there is less freshwater inflow to the oceans, 

which contributes to an increase in estuarine salinity, allowing seasonal colonization of the 

oyster gut by oligotrophic species adapted to the pelagic zone. 

Corynebacterium is commonly found in animal and aquatic microbiomes and is 

associated with protection against pathogens and maintenance of immune homeostasis [58]. 

Enterobacter is frequently detected in nutrient-rich environments, including mangroves [59,60]. 

It is noteworthy that the abundance of Enterobacter was higher in PF and LS, which are regions 

characterized by smaller riverine systems and greater contact with the mangrove. 

Detection of Mycoplasmopsis raises concerns, as this bacterium is associated with 

diseases in aquatic organisms [61,62]. Some members of the Mycoplasmataceae family were 

identified as the etiological agents of the Pacific Oyster Mortality Syndrome (POMS) [63]. 

However, this genus has also been observed to perform beneficial functions in oysters and 

mussels through symbiotic interactions [40,64]. They confer benefits to the host by reducing 

parasitic infections through competitive sequestration of arginine [64]. Nevertheless, given the 

scarcity of studies involving this genus in mollusks, further research is needed to better 

understand they role in the microbiome of mangrove oysters. 

In our study, we sought to identify the bacterial taxa that constitute the pan-bacteriome 

of mangrove oysters, which can be defined as the collection of bacteria found in a specific 

environment or host (Figure 6A, 6B and 6C). To this end, we conducted a comparative analysis 

of all the samples, regardless of location and season. Pseudomonadota and Actinomycetota 

were identified in all samples, even at low levels of abundance (≥1%). These phyla are widely 
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recognized for playing essential roles in biogeochemical cycles, including the degradation of 

organic compounds and other metabolic processes, such as ammonia oxidation [65,66]. The 

presence of Actinomycetota may be associated with the degradation of complex organic 

matter, as many members of this phylum possess the ability to degrade refractory compounds. 

This is particularly pertinent in detritus-rich environments such as mangroves [53,60].  

There are few studies describing the pan-bacteriome of oysters. In C. gigas, the 

families Rhodobacteraceae, Nitrosomonadaceae, Flavobacteriaceae, Pirellulaceae, and 

Saprospiraceae were identified [47]. In C. virginica, members of the Firmicutes and 

Spirochaetota phyla were identified, as well as the Mycoplasmataceae and Spirochaetaceae 

families [67]. Despite the difference in the oyster species and the environmental conditions 

analyzed, a substantial number of taxa were identified as constituents of the bacteriome of 

oysters and other marine animals. Moreover, the detection of Bacillota and Mycoplasmatota in 

the bacteriome of mangrove oysters suggests that these groups play a crucial role in 

maintaining the health of the host, even under environmental fluctuations in pH and salinity 

[68]. 

Finally, our study also aimed to assess whether the farming method employed affects 

the bacteriome of oysters. To this end, we compared farmed oysters with native oysters, which 

were sampled directly from rocks and plant roots. This analysis was conducted only in LS 

region. Although the natural oyster exhibited a slightly higher species richness during the rainy 

period, this difference did not reach statistical significance. This indicates that the type of 

cultivation does not exert a significant influence on the diversity of the bacteriome. Both types 

of oysters share similar distribution of bacterial phyla, including Pseudomonadota, 

Spirochaetota, Actinomycetota, and Mycoplasmota. However, farmed oysters exhibit a 

bacterial composition more closely related with that of the water and sediment samples. 

Therefore, they require more attention as they can easily affected by environmental changes. 

 

Conclusion 

The present study employed an innovative metabarcoding approach with high 

phylogenetic resolution to investigate the dynamics of the pan-bacteriome of mangrove oysters 

and their aquatic habitats. The study demonstrated that the bacteriome of oysters and their 

surrounding aquatic environment is influenced by abiotic factors, primarily salinity and pH. 

Microbial diversity was higher in water samples, and no significant seasonal variations were 

observed in the beta diversity of oyster gut samples. The microbial composition differs between 

various sample types, including water, sediment and oysters. Actinomycetota was the 

predominant phylum in oyster samples. This phylum usually plays an important role in host 

defense and the degradation of complex organic compounds. Furthermore, other phyla, 

including Pseudomonadota, Bacteroidota, and Cyanobacteriota, demonstrated seasonal 
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fluctuations, reflecting environmental shifts induced by rainfall. The abundance of Salmonella 

during periods of low rainfall highlights the necessity for constant monitoring throughout the 

production chain. In addition, the pan-bacteriome of mangrove oysters farmed in the Amazon 

encompasses 5,409 taxa and 2,330 core taxa, with the phyla Pseudomonadota and 

Actinomycetota being the most abundant in the pan-bacteriome. The farming method did not 

exert an influence on the microbial diversity of the oysters’ gut. However, the bacterial 

composition of the mollusks was found to be more like that of the water and sediment samples, 

indicating that the farming process may render mollusks more susceptible to environmental 

changes compared to their native counterparts. 
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Tables 1 

 2 

Table 1. Results of the physicochemical analyses conducted with multiparametric probes. The 3 

results are divided by sampling point and season. The following abbreviations are used 4 

throughout the table: SAU: Santo Antônio de Urindeua; NO: Nova Olinda; PF: Pereru de Fátia; 5 

LS: Lauro Sodré. SAU and NO are closer to the ocean and therefore have a greater influence 6 

from the tides. 7 

 

Parameter 

Dry season Rainy season 

SAU NO PF LS SAU NO PF LS 

pH 9.41 ± 

0.02 

9.11 ± 

0.04 

8.61 ± 

0.07 

8.38 ± 

0.12 

7.87 ± 

0.25 

8.36 ± 

0.16 

7.63 ± 

0.04 

7.11 ± 

0.50 

TDS (ppm) 30,484.33 

± 245.23 

31,605.00 

± 127.80 

21,556.67 

± 56.55 

21,526.00 

± 108.58 

35,866.00 

± 939.42 

39,241.33 

± 956.42 

1,387.00 

± 39.68 

1,281.00 

± 45.60 

Resistivity 

(ohm) 

20.00 ± 

0.00 

20.00 ± 

0.00 

29.00 ± 

0.00 

29.00 ± 

0.00 

17.00 ± 

0.00 

19.67 ± 

3.67 

29.00 ± 

0.00 

27.67 ± 

1.15 

Salinity (ppt) 31.23 ± 

0.48 

32.47 ± 

0.48 

22.50 ± 

0.14 

22.53 ± 

0.09 

36.27 ± 

2.33 

47.17 ± 

4.25 

1.20 ± 

0.04 

1.07 ± 

0.08 

Conductivity 

(ms) 

48.53 ± 

0.19 

50.17 ± 

0.29 

35.23 ± 

0.17 

35.10 ± 

0.14 

57.93 ± 

3.03 

61.20 ± 

1.16 

2.49 ± 

0.09 

2.31 ± 

0.08 

 8 

Table S1.  9 

 10 

Samples Shannon Simpson Observed 

LS_Rainy_Water1 4,67514E+14 9,67393E+14 2702 

LS_Rainy_Water2 4,5336E+14 9,64819E+14 2262 

LS_Rainy_Water3 4,54379E+14 9,62835E+14 2386 

LS_Rainy_Oyster1 2,4962E+14 8,06904E+14 975 

LS_Rainy_Oyster2 2,94716E+13 8,5582E+14 455 

LS_Rainy_Oyster3 3,04688E+14 8,61798E+13 910 

LS_Dry_Water1 4,16841E+14 9,66255E+14 141 

LS_Dry_Water2 4,5313E+14 9,6809E+14 831 

LS_Dry_Water3 4,57061E+13 9,70703E+14 665 

LS_Dry_Oyster1 2,93342E+14 8,82312E+14 235 

LS_Dry_Oyster2 2,93601E+14 8,03226E+14 181 

LS_Dry_Oyster3 3,41826E+14 9,15053E+14 252 

NO_Rainy_Water1 3,79975E+14 8,5994E+14 1928 

NO_Rainy_Water2 3,99769E+14 8,89427E+13 2163 

NO_Rainy_Water3 4,04085E+14 8,92455E+14 2256 

NO_Rainy_Oyster1 1,92919E+14 5,00375E+14 1181 

NO_Rainy_Oyster2 1,67388E+14 4,22228E+13 1621 

NO_Rainy_Oyster3 1,51996E+13 3,86665E+14 1230 

NO_Dry_Water1 3,85823E+14 8,97945E+14 802 



 

55  

NO_Dry_Water2 4,08343E+14 9,19922E+14 848 

NO_Dry_Water3 4,11421E+14 9,23518E+14 756 

NO_Dry_Oyster1 2,12765E+14 6,02103E+14 272 

NO_Dry_Oyster2 2,36869E+14 7,05994E+14 358 

NO_Dry_Oyster3 3,14916E+14 8,91142E+14 80 

PF_Rainy_Water1 4,67869E+14 9,67658E+14 1806 

PF_Rainy_Water2 4,69107E+13 9,64845E+14 2295 

PF_Rainy_Water3 4,76763E+13 9,69465E+14 2286 

PF_Rainy_Oyster1 3,38051E+14 8,44164E+13 1473 

PF_Rainy_Oyster2 3,73653E+14 9,24501E+14 898 

PF_Rainy_Oyster3 2,45525E+14 7,14547E+14 1033 

PF_Dry_Water1 4,67895E+14 9,70484E+12 544 

PF_Dry_Water2 4,44287E+14 9,57718E+14 636 

PF_Dry_Water3 4,84822E+14 9,75164E+14 953 

PF_Dry_Oyster1 3,42909E+14 9,08497E+14 329 

PF_Dry_Oyster2 3,2978E+14 9,18133E+14 174 

PF_Dry_Oystert3 3,02584E+14 8,75402E+14 206 

SAU_Rainy_Water1 3,24618E+14 8,08604E+14 2365 

SAU_Rainy_Water2 3,02995E+14 8,01635E+14 543 

SAU_Rainy_Water3 4,57833E+14 9,44705E+14 2583 

SAU_Rainy_Oyster1 2,4503E+13 6,15846E+14 1303 

SAU_Rainy_Oyster2 2,47382E+14 6,03245E+14 1283 

SAU_Rainy_Oyster3 2,10739E+14 5,8651E+14 974 

SAU_Dry_Water1 4,09537E+13 9,19178E+14 905 

SAU_Dry_Water2 3,91879E+14 9,09156E+14 684 

SAU_Dry_Water3 4,02961E+14 9,17573E+14 865 

SAU_Dry_Oyster1 2,99985E+14 8,12848E+14 506 

SAU_Dry_Oyster2 2,92755E+14 7,8083E+14 506 

SAU_Dry_Oyster3 2,45851E+14 7,66802E+14 352 
 11 

 12 

 13 

 14 

 15 

 16 

 17 

 18 

 19 

 20 

 21 

 22 

 23 
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Table S2.  24 

 25 

Phylum log2FC Pvalues, FDR 

Bacteroidota 26.297 2,65E-03 5,47E-02 

Actinomycetota 30.272 3,49E-03 5,47E-02 

Spirochaetota 42.949 3,96E-02 4,66E-01 

Pseudomonadota 22.715 5,78E-03 5,43E-01 

Mycoplasmatota 28.544 1,21E-02 9,47E-01 

Planctomycetota 30.153 1,63E-01 1,04E+00 

Thermodesulfobacteria 29.922 1,78E-01 1,04E+00 

Bacillota 1.826 1,73E+00 9,03E+00 

Verrucomicrobiota 2.228 3,58E+00 0.0016808 

Kiritimatiellaeota 21.921 4,08E+00 0.0017432 

26 
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Figure Legend 

 

 

 

 

Figure 1. The map shows the geographical location of the four municipalities that were the 

subject of the research, situated in the northeastern region of the state of Pará, in the Brazilian 

Amazon: Pereru de Fátima (PF) (P1), Lauro Sodré (LS) (P2), Santo Antônio do Urindeua 

(SAU) (P3), and Nova Olinda (NO) (P4). Furthermore, the figure includes two sub-maps on the 

right: one illustrating the location of the study areas taking into account the entire map of the 

state of Pará and the other indicating the location of Pará on the map of Brazil. The data source 

employed was the IBGE Vector Base (2022). 
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Figure 2. Alpha and beta-diversity analyses of farmed oyster and water samples collected in 

the four municipalities. (A) Alpha-diversity index (Chao1) for oyster and water samples 

collected at different locations and seasonal periods (dry and rainy). It is evident that the water 

samples exhibit higher alpha-diversity values than the oyster samples, except for the oyster 

and water samples collected in PF during the dry period. (B) Beta-diversity analysis by principal 

component analysis (PCA), which compares the microbial composition between oyster and 

water samples. The colored ellipses serve to highlight the separation between the two types 

of samples, with oysters represented in red and water in blue. In Figures C and D, the beta-

diversity analysis is presented, comparing only the farmed oyster samples collected in PF and 

LS (C) and SAU and NO (D), during the different seasons. It is evident that there is a clear 

differentiation between the samples collected during the dry and rainy periods across all 

locations. 
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Figure 3. The histogram depicts the relative abundance of different bacterial phyla in the oyster 

and water samples, grouped by season (dry and rainy). Each bar represents a specific sample, 

and the color within the bars indicates the proportion of each bacterial phylum. Among the 

predominant phyla are Pseudomonadota, Actinomycetota, Bacillota, Cyanobacteriota and 

Bacteroidota. It is evident that variations in microbial composition can be observed when taking 

into account the seasons and geographical location.  

 

 

 

Figure 4.  The histogram depicts the relative abundance of different bacterial genera present 
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in oyster and water samples, grouped by season (dry and rainy). Each bar represents a specific 

sample, and the color within the bars indicates the proportion of each bacterial genus. Among 

the predominant genera are Corynebacterium, Enterobacter, Crinalium, Candidatus 

Pelagibacter, Comamonas, Methylotenera, Salmonella, and other less frequent bacterial 

genera. It is evident that variations in microbial composition can be observed when taking into 

account the seasons and geographical location. 

 

Figure 5. The graphs show the relationship between different taxa (phylum on the left and 

genus on the right) and the abiotic factors under investigation, employing redundancy analysis 

(RDA). The red dots represent a bacterial taxon, while the black arrows indicate the magnitude 

and direction of the correlation between the taxa and the principal components of the analysis. 

The phyla analyzed include Pseudomonadota, Mycoplasmatota, Spirochaetota, 

Cyanobacteriota and Actinomycetota (A). The genera analyzed include Enterobacter, 

Comamonas, Sphaerochaeta, Crinalium and Corynebacterium (B). The X-axis and Y-axis 

represent the principal components of the analysis, and the distribution of the taxa along these 

axes reflects their associations with the environmental variables. 
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Figure 6. A comprehensive analysis of the pan-bacteriome of mangrove oysters was conducted. 

(A) Venn diagram illustrating the number of taxa identified in each sample. The coloured circles 

represent the collection sites of the oyster samples. A total of 2,330 taxa were identified as being 

present in all samples. It is noteworthy that the oyster samples collected in LS exhibit the highest 

number of unique taxa. (B) A heat map is provided, which demonstrates the shared bacteriome 

and the prevalence of each phylum as a function of different relative abundance detection 

thresholds (%). The color scale indicates the prevalence of the phyla at each threshold, with red 

indicating the highest prevalence and blue the lowest. The most prevalent bacterial phyla at the 

different levels of relative abundance were Actinomycetota and Pseudomonadota. (C) A pie 

chart illustrating the relative composition of the predominant bacterial genera within a specific 

sample. The genera represented include Corynebacterium (48%), Others (22%), Enterobacter 

(10%), and other genera such as Mycoplasmopsis, Sphaerochaeta, Crinalium and Escherichia 

in smaller proportions. 
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Figure 7. Pie chart showing the percentage of taxa within a sample. The main taxa found were 

Streptomyces (34.6%), Pseudomonas (30.8%), Paenibacillus (13.1%), Staphylococcus 

(11.2%), and Arthobacter (10.3%). 
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Figure 8. A comparative analysis of the bacterial diversity present in samples of farmed and 

native oysters, collected during both the dry and rainy seasons. (A) Beta-diversity by principal 

coordinates (PCoA), evaluating the similarity between samples of water (purple dots), sediment 

(blue dots), native oyster (green dots), and farmed oyster (red dots). A distinct separation 

between the samples is evident, particularly between the group of natural oysters and the other 

environmental samples, including water and sediment. (B) Alpha-diversity of oyster samples 

collected in Lauro Sodré, in the dry and rainy seasons. The Chao1 index provides an estimate 

of the species richness present in each sample. The rainy season exhibited greater richness for 

both samples, with the natural oyster samples demonstrating the greatest diversity. (C) Beta-

diversity analysis by principal coordinates (PCoA) for the native and farmed oyster samples in 

both periods. No distinction could be discerned between the samples, indicating that the farming 

method does not exert a significant influence on the bacterial diversity of the oyster gut. 
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5 CONCLUSÃO 

  

Este estudo demonstrou que o microbioma das ostras de mangue (Crassostrea 

gasar) e de seus habitats aquáticos amazônicos é fortemente influenciado por fatores 

abióticos, como salinidade, pH e disponibilidade de nutrientes, com variações 

sazonais particularmente acentuadas durante o período chuvoso. A diversidade 

microbiana foi consistentemente maior nas amostras de água, o que reflete a maior 

complexidade do ambiente aquático em comparação com o microbioma intestinal das 

ostras. No entanto, a diversidade beta das ostras mostrou uma relativa estabilidade 

sazonal, sugerindo que o microbioma destes moluscos mantém uma composição 

microbiana adaptada às condições ambientais flutuantes da Amazônia.  

Os resultados apontam para a predominância do filo Actinomycetota nas ostras, 

especialmente nas áreas de maior influência de maré, destacando o papel simbiótico 

desses microrganismos na proteção contra patógenos e na degradação de compostos 

orgânicos. A identificação de táxons como Pseudomonadota, Bacteroidota e 

Cyanobacteriota reflete as mudanças sazonais na composição microbiana, com a 

abundância de Cyanobacteriota sendo mais proeminente durante o período seco, o 

que sugere a necessidade de monitoramento ambiental para prevenir intoxicações por 

cianotoxinas. Embora o método de cultivo não tenha influenciado significativamente a 

diversidade do microbioma das ostras, observou-se que as ostras cultivadas estão 

mais suscetíveis a mudanças nas condições ambientais, o que pode impactar sua 

saúde e a segurança alimentar das populações que dependem desse recurso. 

Em síntese, este estudo fornece insights valiosos sobre a ecologia microbiana 

de ostras de mangue na Amazônia, contribuindo para o entendimento das interações 

complexas entre o microbioma dos moluscos e seu ambiente aquático. Esses achados 

têm implicações diretas para a gestão sustentável dos recursos naturais e para a 

segurança alimentar das comunidades que dependem da produção de ostras. A 

continuidade do monitoramento ambiental e microbiológico é crucial para garantir a 

saúde desses ecossistemas e a qualidade do produto final, com vistas à 

sustentabilidade econômica e ecológica da atividade de cultivo de ostras na 

Amazônia. 
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