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Las ostras constituyen un importante producto de exportación y de consumo interno. Estos
bivalvos se consumen crudos y enteros, con toda su carga bacteriana, que en algunos casos puede
incluir vibrios patógenos. La carga bacteriana consiste de bacterias autóctonas y alóctonas. Las
bacterias autóctonas constituyen la microflora normal, que puede tener importantes interacciones
con la ostra. Un mayor conocimiento de la ecología de la microflora bacteriana en ostras
contribuiría al entendimiento del rol de la microflora en la digestión, metabolismo y protección
contra patógenos. Este conocimiento podría ser aplicado para mejorar la productividad y calidad
sanitaria de las ostras.

En este trabajo se describen los conocimientos adquiridos en el estudio de la microflora de
la ostra chilena (Tiostrea chilensis). Las poblaciones bacterianas más abundantes en la ostra
fueron descritas a través de las técnicas moleculares. Los componentes de la fracción cultivable
también se describen, aunque estos representaron una pequeña proporción del total. Se
estudiaron dos fenómenos importantes que se relacionan con la microflora bacteriana en ostras:
la depuración y la descomposición. Por otra parte, se describe la existencia de polimorfismo en el
16S rDNA en cepas del género Vibrio, dado que en una misma bacteria puede existir más de una
secuencia de 16S rDNA, lo que aumentaría aparentemente la diversidad en la muestra analizada.

Este estudio permitió definir que la comunidad bacteriana que constituye la microflora total
en la ostra alcanza niveles de 1010 bacterias/g por microscopía de epifluorescencia. Sin
embargo, la fracción cultivable representó menos del 0,1% del total de las bacterias observadas
por microscopía. Dentro de la fracción cultivable las poblaciones más abundantes
correspondieron a los géneros Pseudoalteromonas y Vibrio. La composición de la comunidad
bacteriana, independientemente de su capacidad para crecer en medios de cultivo, fue ensayada
por dos métodos comúnmente usados para la caracterización genética de comunidades
bacterianas. Uno fue el análisis de las secuencias nucleotídicas del 16S rDNA y el otro fue el
estudio del tamaño de la región intergénica entre los genes 16S y 23S rDNA, también llamada
espaciador ribosomal. Este último método es menos informativo, pero es más fácil de realizar. El
patrón de los espaciadores bacterianos en una comunidad es obtenido por amplificación por PCR
del DNA extraído directamente de la muestra y posterior separación por tamaño mediante
electroforesis en gel de poliacrilamida.

En la mayoría de las ostras, los patrones de espaciadores presentaban un producto
importante de aproximadamente 1.000 pb, sugiriendo que una especie bacteriana con ese
espaciador, era un componente dominante en la microflora de las ostras. El 16S rDNA contiguo
a este espaciador fue posteriormente secuenciado y analizado por BlastN, resultando que este
espaciador correspondía a bacterias del género Staphylococcus.

El análisis de RFLP del producto de amplificación de los 16S rDNA obtenidos desde ostras,
mostró la existencia de un patrón prevalente, indicando que una especie particular era
relativamente abundante en ostras. El clonamiento y secuenciación del 16S rDNA con este
patrón permitió determinar que este 16S rDNA correspondía a bacterias del género Arcobacter.

La discrepancia encontrada entre ambos métodos, se atribuyó a la baja eficiencia de
amplificación del espaciador ribosomal en las especies relacionadas con Arcobacter, como
consecuencia del pobre alineamiento del primer reverso empleado en esas reacciones. Por lo
tanto, bacterias relacionadas con Arcobacter pueden ser un componente común de la microflora
de la ostra.



La depuración es un proceso empleado para reducir el número de bacterias peligrosas en los
bivalvos. Para aprender más acerca del efecto de la depuración sobre la carga bacteriana, se
midieron y caracterizaron las bacterias liberadas desde la ostra durante este proceso. La
depuración liberó el 30% del total de UFC presentes en ostras, pero sólo un 0,5% de las bacterias
totales observadas por microscopía de epifluorescencia. La comparación entre las bacterias
liberadas y aquellas que permanecen en la ostra, a través de su patrón de espaciadores 16S-23S
rDNA mostró que ambos grupos eran muy diferentes. Estos resultados indicaron que después de
la depuración, la mayoría de las bacterias permanecen en las ostras y que la pequeña fracción
liberada corresponde a un selecto grupo de cepas dentro de una comunidad más compleja.

Las ostras al igual que otros productos del mar, son muy susceptibles a la descomposición.
Para identificar las bacterias relacionadas con la descomposición de las ostras, se siguieron los
cambios en la carga y en la composición que ocurren durante el almacenamiento. El análisis
molecular de la comunidad, reveló que una población particular registró un notable aumento.
Estas bacterias portaban un espaciador 16S-23S rDNA de 400 pb y se demostró que ellas
correspondían a cepas marinas que requerían sales para crecer y cuya secuencia de 16S rDNA
los asociaba a Pseudoalteromonas spp.

Por otra parte, el análisis de los 16S rDNAs amplificados desde una única colonia de cepas
Vibrios de colección, reveló la existencia de heterogeneidad intragenómica (polimorfismo)
cercana al 2% en todas las cepas tipo analizadas. Este polimosfismo fue detectado por la
visualización de heterodupletes producidos despúes de la amplificación por PCR de los 16S
rDNA de las cepas analizadas, una metodología que permitió examinar una gran cantidad de
aislados.El polimorfismo resultó una propiedad común en cepas del género Vibrio, dado que en
todas y cada una de este género, que fueron aisladas desde ostras, se observaron 16S rDNA
polimórficos. Los sitios polimórficos se concentraron en una región del 16S reconocida como
variable.



Oysters are an important seafood for exportation and internal demand. Oysters are the habitat for
a large number of marine bacterial species. Some of these bacterial species may cause infections
with serious consequences in the oysters and in human consumers. Understanding of the ecology
of these bacteria inhabiting these bivalves, can help to improve both the management of
hatcheries for higher productivity and the safety of oysters as food.

In this work, we used molecular tools and culture media to study the microflora of oysters
(Tiostrea chilensis). Our results allowed to estimate the bacterial load in oysters. A value of 1010

bacterias/g was obtained by epifluorescence microscopy. However, recoverable counts in marine
agar were less than 0.1% of the putative viable bacteria observed by microscopy. Within this
cultivable fraction, the most common isolated strains were related to genera Pseudoalteromonas
and Vibrio. Consistently, the electrophoretic mobility of the 16-23S rDNA spacers of the total
bacterial DNA extracted from oysters had a very different pattern from that obtained from the
bacterial cultures. Analysis of bacterial DNA obtained from individual oysters showed the
presence of some spacers in most of the oysters examined. These spacers may belong to bacteria
of a common microflora which are non-cultivable in marine agar. We conclude that most
bacterial strains present in oysters are not cutivable in marine agar.

Community composition, independently of their capacity to grow in culture media, was
assessed by analysis of the 16S rDNA and its neighboring 16S-23S rDNA intergenic region,
obtained through PCR amplifications on total DNA purified from homogenates of complete
oysters. Analysis of the electrophoretic mobility of the 16-23S rDNA spacers, showed the
presence of a major product of about 1,000 bp in most of the sampled oysters, suggesting that a
bacterial species with this size of spacer was a dominant component in the oyster microflora.
Subsequent sequencing and BlastN analysis of a region of the neighbor 16S rDNA, indicated that
this spacer corresponded to a species related to the genus Staphylococcus. RFLP of the PCR
amplification product of the 16S rDNA showed a prevailing pattern, indicating that a particular
species of bacteria was relatively abundant in depurated oysters. Cloning and sequencing of the
16S rDNA with the prevailing RFLP pattern, allowed to determine that this rRNA was related to
genus Arcobacter. This discrepancy seems to be due to a low amplification efficiency for the
spacer region of the Arcobacter-related species, due to poor annealing of the reverse primer in
the PCR. Arcobacter is probably an important component of the normal microflora in the
gastrointestinal tract of oysters.

Depuration is usually employed to release potentially harmful bacteria from shellfish. To
learn more about the effect of depuration on the bacterial load, we measured and characterized
the bacteria released from the oyster during this procedure. Depuration released 30% of the total
colony forming units found in the oyster but only 0.5% of the total bacteria observed by
epifluorescence microscopy. Comparison of the released bacteria with those remaining in the
oyster, by their 16S-23S rDNA spacer regions, showed that these two groups were very different.
These findings indicate that after depuration most of the bacteria remain in the oyster and that
only a minor fraction, consisting mainly of cultivable bacteria, is eliminated.

To identify bacteria related with spoilage in oysters, changes in both the load and
composition of the bacterial community occurring upon storage were followed. Oyster spoilage
was accompanied by a 100-fold increase in the number of CFU. Molecular analysis revealed that
a large proportion of the bacteria present in spoiled oysters possessed an intergenic 16S-23S



rDNA spacer of approximately 400 bp. These strains were found to be salt requiring marine
Pseudoalteromonas spp and were likely present in oysters prior to harvest.

Analysis of the 16S rDNAs obtained from cultures of single colonies of either type
collection strains or environmental strains of the genus Vibrio revealed the presence of
polymorphism in every one of the strains examined. Polymorphism was detected by visualization
of heteroduplexes produced after 16S rDNA PCR amplification, a procedure that allows for the
screening of a large number of isolates. The nucleotide sequences revealed differences of up to
2% among 16S rDNAs from the same strain. Polymorphic sites were concentrated in a
recognized variable. This divergence could be the result of either a selection process or a lateral
transference of independently evolved genes.
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