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RESUMO 

 

As larvas meroplanctônicas de Brachyura são um dos principais componentes do 

zooplâncton, sendo bastante abundantes em algumas regiões e períodos do ano. Nesse 

estudo, investigamos os estágios e fases larvais de caranguejos no plâncton da Plataforma 

Continental Amazônica em termos de composição taxonômica, frequência de ocorrência 

nas categorias de pluma do Amazonas, distribuição em relação às águas superficiais e 

coluna d’água, extensão da dispersão horizontal em relação ao estuário, e probabilidade 

de ocorrência e abundância prevista nos perfis de temperatura, salinidade e clorofila-a da 

coluna d’água. Foram analisadas 84 amostras, provenientes das 7 expedições realizadas 

trimestralmente de julho/2013 a janeiro/2015, em seis locais, ao longo de um transecto 

que partiu da Ilha do Marajó até as proximidades da quebra da plataforma (≈ 240 km, 

isóbata de 100m). O material biológico foi obtido através de arrastos superficiais e 

oblíquos com rede de plâncton cônico-cilíndrica (malha 200 μm, 60 cm de diâmetro de 

abertura com fluxômetro acoplado), enquanto os valores de profundidade, salinidade, 

temperatura e clorofila-a foram registrados por um perfilador CTD, e os dados de vazão 

do Rio Amazonas foram obtidos via Agência Nacional das Águas. Identificamos um total 

de 17.759 larvas, distribuídas em 24 táxons, pertencentes às famílias Calappidae, 

Grapsidae, Leucosidae, Ocypodidae, Panopeidae, Pinnotheridae, Portunidae e 

Sesarmidae. A espécie Panopeus lacustris foi a mais abundante (67 %), seguida por 

Achelous spp. (12%) e Armases rubripes (9%). Os táxons U. cordatus e megalopa de 

Gelasiminae 2 ocorreram exclusivamente em águas estuarinas, G. cruentata e L. 

cumulanta somente em pluma intermediária, enquanto Grapsidae e megalopas de 

Pinnotheridae e Portunidae apenas em mar aberto. Dentre as variáveis ambientais 

analisadas, a salinidade foi a melhor preditora da distribuição larval, e por meio de 

modelos de abundância prevista e probabilidade de ocorrência nela baseados, verificamos 

maior heterogeneidade em larvas de Panopeidae, Pinnotheridae e Portunidae, com maior 

probabilidade de ocorrência em camadas d’água superficiais, enquanto Ocypodidae, 

Sesarmidae e Calappidae tem maior probabilidade de ocorrência em camadas mais 

profundas. Grapsidae e Leucosidae ocorrem de forma homogênea. Verificamos também 

que a extensão de dispersão larval é distinta entre as famílias, de modo que Grapsidae e 

Sesarmidae tem dispersão concentradas até 100 km da costa, Pinnotheridae e Ocypodidae 

até 150 km, Portunidae de 100 a 233 km, Calappidae de 100 a 150 km, enquanto 

Panopeidae e Leucosidae em toda a plataforma. Além disso, destacamos que a vazão do 

Amazonas regula a distribuição das famílias de caranguejos estuarinas e a pluma de água 

doce é fundamental para as espécies da plataforma, fornecendo grande aporte de 

nutrientes que favorece o desenvolvimento desses grupos no planctôn. 

 

Palavras-chave: Calappidae, Grapsidae, Leucosidae, megalopa, meroplâncton, 

Ocypodidae, Panopeidae, Pinnotheridae, Portunidae, Sesarmidae, zoea. 
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CONSIDERAÇÕES GERAIS 

 

A tese está no formato de um capítulo geral introdutório, objetivos, metodologia 

geral, e três capítulos redigidos no formato de artigos científicos que contemplam os 

resultados e discussão de cada objetivo separadamente. Esta organização obedece ao 

Regimento Geral do Programa de Pós-Graduação em Ecologia Aquática e Pesca, 

Resolução nº 4.094/2011. O capítulo geral apresenta tópicos sobre a Plataforma 

Continental Amazônica, as fases larvais de Brachyura no zooplâncton e os principais 

fatores que influenciam sua distribuição larval. Os artigos subsequentes seguem as 

normas dos periódicos a que estão publicados ou submetidos. 
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1 INTRODUÇÃO 

 

1.1 Desenvolvimento larval de Brachyura e aspectos morfológicos  

 

As espécies pertencentes a Brachyura podem apresentar ciclos reprodutivos 

distintos entre si, algumas reproduzem continuamente com vários ciclos ao longo do ano, 

enquanto outras podem reproduzir duas ou uma única vez ao ano (Hartnoll, 2006; Costa 

e Soares-Gomes, 2011; Almeida et al., 2013). Assim como outros crustáceos decápodes, 

representantes desta Infraordem geralmente apresentam um período larval em seu ciclo 

de vida, composto pelas fases zoea e megalopa, que frequentemente representam uma 

grande porcentagem das comunidades planctônicas em regiões neríticas (Fernandes et al., 

2002; Koettker e Freire, 2006; Brandão et al., 2015) (Figura 1). As larvas zoea realizam 

sucessivas mudas e tem número de estágios bastante variável, desde espécies com 

desenvolvimento larval abreviado, como Sesarma curacaoense que possui apenas duas 

zoeas (Anger, 1995), até espécies com desenvolvimento longo, como Callinectes que 

apresenta oito zoeas (Costlow e Bookhout, 1959). Já a megalopa é uma larva em transição 

entre a existência planctônica e a bentônica, com duas fases diferentes, a fase não 

competente onde os hábitos ainda são planctônicos, e a competente em que estas 

reconhecem sinais químicos e físicos na coluna d’água e buscam o assentamento no 

habitat adulto (Forward et al., 2001; Paula et al., 2004). Na região amazônica também 

existem espécies de caranguejos dulcícolas, que diferente dos caranguejos marinhos e 

estuarinos, apresentam desenvolvimento direto, de modo que as sucessivas mudas de zoea 

a megalopa ocorrem dentro do ovo, e a eclosão se dá na forma de juvenil 

(Boltovskoy,1981). 

 

Figura 1. Ciclo de vida de Brachyura. Desova (A), larva zoea (B), larva megalopa (C), juvenil 

(D) e adulto (E). (Imagem: Gabriel Melo, 2021). 
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A identificação de larvas de Brachyura leva em consideração critérios como: 

comprimento e disposição dos espinhos dorsal, rostral e laterais, formato da antena e 

comprimento desta em relação ao espinho rostral, número de cerdas na antênula, número 

e tipos de cerdas da maxila, maxílula e maxilípedes, disposição e número de espinhos e 

cerdas nos segmentos abdominais e télson (Koettker et al., 2012; Souza et al., 2013). 

Características morfológicas particulares da antena, antênula e abdome quando 

combinadas, são chave para a distinção entre algumas famílias e gêneros. Este processo 

de identificação é minucioso e demorado, e por vezes conta com alguns fatores que o 

dificultam, tais como a própria variação morfológica espontânea entre famílias ou dentro 

de uma mesma família, a grande plasticidade fenotípica entre larvas encontradas no 

ambiente natural e aquelas cultivadas em laboratório (Morgan, 2008), além da elevada 

similaridade morfológica entre alguns gêneros, por exemplo Panopeus, Achelous e 

Callinectes, o que limita a identificação precisa a nível de espécie (Mantelatto et al., 2014; 

2018), e demanda o uso futuro de técnicas como o DNA Barcoding. 

 

1.2 Estratégias de dispersão larval e fatores de influência 

 

Além da reprodução, Brachyura também possui distintas estratégias de dispersão 

larval. Caranguejos que habitam regiões costeiras e oceânicas são capazes de 

desenvolverem-se e completar todo o ciclo larval no próprio ambiente parental 

(McDermott, 2013), enquanto espécies residentes no estuário podem realizar retenção de 

suas larvas nesse ambiente (Cronin, 1982; Morgan et al., 2018), ou exportá-las para a 

plataforma adjacente (Christy, 2003; Martins et al., 2020). Elas utilizam em ambos os 

casos, o transporte seletivo de correntes (DeVries et al., 1994; Shanks, 2006), que ocorre 

por meio da migração vertical de zoea e megalopa na coluna d’água, e possibilita que as 

larvas explorem e selecionem correntes de maré específicas, as quais determinarão a 

direção em que serão transportadas no plano horizontal (DiBacco et al., 2001; Forward e 

Tankersley, 2001; Yannicelli et al., 2006).  

Tais padrões de transporte larval e natação de caranguejos são frequentemente 

associados a sinais detectados na coluna d’água como oscilações de gravidade, pressão 

hidrostática, luz, salinidade, temperatura e turbulência, além de ritmos endógenos 

(Morgan e Fisher, 2010; Epifanio e Cohen, 2016). Dentre estes fatores, os efeitos da 

temperatura e salinidade sobre a distribuição espacial e temporal do zooplâncton tem sido 

os mais amplamente estudados (Lopes, 1994; Badylak e Phlips, 2008). Em águas 
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costeiras da região equatorial amazônica, as alterações de salinidade tendem a ser mais 

acentuadas durante o período chuvoso, em função da elevação da descarga do Rio 

Amazonas (Simith e Diele, 2008), enquanto que a temperatura segue o padrão encontrado 

em regiões tropicais, com variações mínimas ao longo do ano (Carvalho e Couto, 2011). 

A elevação da temperatura geralmente reduz a duração do período larval de caranguejos 

(Anger, 1991; Lárez et al., 2000; Hamasaki et al., 2009), enquanto limites extremos 

superiores e inferiores de salinidade prolongam o desenvolvimento larval e elevam as 

taxas de mortalidade (Giménez e Anger, 2001). 

Um ponto importante é o fato da extensão da dispersão larval ser variável entre 

espécies e entre estágios larvais, o que pode se dar, principalmente, pela capacidade de 

osmorregulação e diferentes tolerâncias à salinidade, visto que, cada espécie possui uma 

salinidade ótima de sobrevivência e desenvolvimento (Anger, 2003; Simith et al., 2014). 

Em geral, mudanças ontogenéticas na tolerância de salinidade indicam se existe ou não 

dispersão de larvas para longe do habitat parental adulto (Anger, 2001; Diele e Simith, 

2006). Desse modo, experimentos em laboratório são realizados a fim de analisar tais 

variações e sugerir possíveis estratégias de dispersão (Anger, 2003). Em espécies que 

realizam exportação larval, observam-se mudanças ontogenéticas nos níveis de tolerância 

dos estágios zoea (Charmantier, 2002), enquanto aquelas que realizam retenção já 

apresentam boa capacidade osmorregulatória desde a eclosão, e ao longo do 

desenvolvimento larval até juvenil (Anger, 1996; Anger e Charmantier, 2000). 

Quanto às espécies que ocorrem na zona costeira amazônica, sabe-se apenas que 

Sesarma curacaoense retém suas larvas no estuário (Anger et al., 1995), e que Minuca 

rapax, M. vocator e Ucides cordatus exportam suas larvas para a região costeira 

adjacente, com salinidade alta favorável ao seu desenvolvimento (Simith e Diele, 2008; 

Simith et al., 2012). Além disso, M. rapax apresenta maior sensibilidade à baixa 

salinidade do que M. vocator e U. cordatus, e possivelmente tem maior extensão de 

dispersão na região costeira amazônica, devido sua necessidade de salinidade superior a 

30 para sobrevivência (Simith e Diele, 2014). Estudos realizados em outras localidades 

já verificaram a dependência de águas costeiras e oceânicas mais salinas para o 

desenvolvimento larval de Ocypodidae (Christy e Tankerley, 2011), Portunidae (Morgan 

e Christy,1997) e Grapsidae (DiBacco et al., 2001), assim, a probabilidade destas larvas 

e de demais famílias realizarem exportação para a Plataforma Continental Amazônica é 

bastante elevada. 
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1.3 A Plataforma Continental do Amazonas 

 

A Plataforma Continental do Amazonas (PCA) dentro do limite territorial 

brasileiro compreende os estados do Amapá, Pará e Maranhão, desde o Cabo Orange no 

Amapá, até o Rio Parnaíba no Maranhão (Jablonski et al., 2006). A bacia do Rio 

Amazonas drena uma área de cerca de 6,1 × 106 km², que corresponde a aproximadamente 

16% da descarga global de água doce dos rios (Nittrouer e Demaster, 1996; Dagg et al., 

2004). Em decorrência deste alto aporte de água doce proveniente do Rio Amazonas para 

a PCA, há formação de uma pluma de baixa salinidade, alta disponibilidade de nutrientes 

e forte estratificação vertical, que proporciona um ambiente único para o aumento da 

produção primária (Subramaniam et al., 2008). A interação entre a água doce e a 

circulação oceânica altera a disponibilidade de luz, salinidade, e gera processos de 

dissolução da matéria orgânica (Medeiros et al., 2015), que juntamente com sedimentos 

e substâncias dissolvidas, entram em grande quantidade no sistema e exercem forte 

influência sobre a estrutura das comunidades biológicas (Dagg et al., 2004; Stukel et al., 

2013; Ward et al., 2015). 

A distribuição e movimentação da pluma amazônica esta diretamente relacionada 

à sazonalidade da vazão do Rio Amazonas, Tocantins e Araguaia, com máxima em torno 

de 220.000 m³ s-1 em maio, e mínima de aproximadamente 100.000 m³ s-1 em novembro 

(Dai e Trenberth, 2002; Isaac e Ferrari, 2016), além da ação de correntes e ventos que 

transportam a água de pluma até cerca de 1.000 km de distância da costa (Masson e 

Delecluse, 2001). Na PCA as principais correntes atuantes são a Corrente Norte do Brasil, 

Corrente da Guiana e a Contra Corrente Equatorial Norte (Bourles et al., 1999; Lentz e 

Limeburner, 1995). Durante o período de janeiro a abril (inverno boreal), a Zona de 

Convergência Intertropical Atmosférica-ITCZ encontra-se em sua posição sul, o que faz 

com que os ventos alísios soprem a pluma em direção ao continente, mantendo a água 

doce perto da foz, impedindo seu espalhamento ao longo da PCA. A descarga amazônica 

atinge o pico de abril a maio (primavera), quando a ITCZ inicia migração para a posição 

norte, diminuindo os ventos terrestres e fazendo a pluma se espalhar em direção ao Norte. 

De junho a julho (verão) a ITCZ atinge sua posição norte, e a descarga do rio começa a 

alimentar a Contra-Corrente Equatorial Norte (NECC), que por meio da retroflexão leva 

a água doce da pluma para leste, com seu ápice em setembro. No período que segue até 

dezembro (outono), a ITCZ se move novamente para o sul, e a retroflexão diminui, assim 
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como a vazão do Rio Amazonas (Molleri et al., 2010; Coles et al., 2013; Gouveia et al., 

2019). 

Na PCA a comunidade zooplanctônica é bem diversificada, com representantes 

pertencentes à grande maioria dos filos zoológicos, como Protista, Cnidaria, Nematoda, 

Platyhelminthes, Annelida, Mollusca, Arthropoda, Bryozoa, Chaetognatha, 

Echinodermata e Chordata (Araújo Filho et al., 2017; Neumann-Leitão et al., 2018; 

Rodrigues et al., 2020). Um de seus componentes nesta área são as larvas 

meroplanctônicas de Decapoda, dentre eles os vários estágios de zoea da Infra-Ordem 

Brachyura (de Santana et al., 2020), ainda pouco estudados na região.  

De modo geral, o movimento de larvas de Brachyura em plataformas é pouco 

conhecido, ainda que os mecanismos de saída de zoea do estuário e retorno de megalopa 

sejam bastante estudados e revisados (Epifanio e Garvine, 2001; Epifanio e Cohen 2016). 

Na PCA poucas são as informações sobre a distribuição do zooplâncton geral na área de 

influência da pluma (Conroy et al., 2016; de Santana et al., 2020), e para larvas de 

Brachyura estes são ainda mais escassos (de Santana et al., 2020), concentrados 

principalmente nos estuários (Simith et al., 2014, 2017; Lima et al., 2019), além disso, o 

conhecimento sobre a relação dessas larvas com as flutuações ambientais também é 

limitado. Nesse sentido, é pertinente investigar a distribuição larval deste grupo na PCA, 

e sua extensão de dispersão em ambiente natural, uma vez que tal conhecimento é de 

grande valor para conservação das espécies, estimativa do tamanho de populações e 

melhor compreensão do ciclo de vida destes crustáceos, contribuindo como importante 

ferramenta no auxílio às medidas de gerenciamento dos recursos aquáticos dessa região. 

 

2 ESTRUTURA DA TESE 

 

 A tese está organizada em capítulos que contemplam diferentes abordagens: 

 

Capítulo I (artigo de revisão): Checklist de Brachyura da Zona Costeira Amazônica 

Brasileira e estado de conhecimento de seu desenvolvimento larval. 

 

Capítulo II (manuscrito focado no conjunto larval de todas as espécies de Brachyura 

coletadas na PCA): Dispersão larval de Brachyura no maior sistema estuarino/ marinho 

do mundo. 
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Capítulo III (manuscrito focado na compreensão do padrão de uma espécie): Exportação 

larval de Panopeus lacustris (Decapoda, Panopeidae) para a Plataforma Continental do 

Amazonas. 

 

3 OBJETIVOS 

 

3.1 Objetivo Geral  

 

Identificar a composição taxonômica e compreender os padrões de distribuição da 

abundância larval de Brachyura em relação à distância da costa, à posição na coluna 

d’água e às variações dos fatores ambientais temperatura, salinidade e clorofila-a, na 

Plataforma Continental do Amazonas (PCA). 

 

3.2 Objetivos específicos  

 

Capítulo I 

 

- Realizar um levantamento das espécies de Brachyura com ocorrência na Zona Costeira 

Amazônica Brasileira (Amapá, Pará e Maranhão), e fornecer diagnóstico do atual estado 

de conhecimento sobre sua identificação larval, a fim de dar suporte para futuros trabalhos 

de identificação e comparação morfológica de espécimes.  

 

Capítulo II 

 

- Identificar a composição taxonômica e a distribuição da abundância larval de Brachyura 

na Plataforma Continental Amazônica em diferentes estratos da coluna d’água 

(superficial e meia água). 

 

H1: A distribuição larval de caranguejos é heterogênea, com algumas 

espécies/famílias sendo mais abundantes na camada d’água superficial, enquanto 

outras em camadas mais profundas; algumas larvas são mais costeiras enquanto 

outras oceânicas. 
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- Verificar a extensão da dispersão larval das espécies encontradas, e quais fatores 

ambientais (temperatura, salinidade e clorofila-a) influenciam sua distribuição na 

plataforma. 

 

H1: A densidade larval de caranguejos estuarinos está relacionada 

principalmente às variações da vazão do Rio Amazonas, enquanto espécies da 

plataforma são influenciadas pela variação da pluma do rio. 

 

H1: A densidade de zoea I é mais elevada próximo à zona costeira, enquanto a 

densidade de estágios larvais posteriores aumenta com o distanciamento do 

continente. 

 

Capítulo III 

 

- Verificar a hipótese de exportação das larvas de Panopeus lacustris e verificar qual a 

extensão de sua dispersão na Plataforma Continental Amazônica. 

 

H1: As larvas de P. lacustris estão presentes na Plataforma Continental do 

Amazonas, confirmando a hipótese de exportação larval da espécie cujos juvenis 

e adultos habitam predominantemente a zona costeira rasa. 

 

- Avaliar o efeito das variações de temperatura, salinidade e clorofila-a sobre a densidade 

e distribuição larval de Panopeus lacustris na Plataforma Continental Amazônica. 

 

H1: A distribuição das larvas posteriores de P. lacustris independe da salinidade 

da água, ocorrendo ao longo de todo o ano e em todos os locais amostrados. 

 

4 MATERIAL E MÉTODOS 

 

4.1 Área de estudo e coleta de dados 

 

As amostragens foram realizadas na Plataforma Continental do Amazonas (PCA), 

em área sob influência da pluma dos rios Amazonas, Araguaia e Tocantins, com 

periodicidade trimestral, de julho/2013 a janeiro/2015, e fazem parte do Projeto INCT- 
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Ambientes Marinhos Tropicais. O mesozooplâncton foi coletado em seis locais a partir 

da zona costeira da Ilha do Marajó, Estado do Pará, Brazil, até proximidades da quebra 

da plataforma, durante as marés de sizígia e luas cheia e nova, por meio de uma 

embarcação de médio porte com motor acima de 30hp, em um raio de aproximadamente 

240 km da costa (Figura 2; Tabela 1).  

 

Figura 2. Plataforma Continental Amazônica e os seis locais de amostragem. 

 

Tabela 1. Coordenadas geográficas, profundidade e distância estimada em relação ao continente 

e entre os locais amostrados na PCA no período de julho/13 a janeiro/15. 

Locais 

Coordenadas Geográficas 
Profundidade 

(metros) 

Distância em 

relação ao 

continente (km) Latitude Longitude 

1 0º 10' S 48º 12' W 6 23 

2 0º 01' N 47º 57' W 19 53 

3 0º 13' N 47º 43' W 23 83 

4 0º 44' N 47º 07' W 39 158 

5 1º 00' N 46º 48' W 53 198 

6 1º 14' N 46º 32' W 99 233 

Dados baseados em amostragem piloto (abril/2013).  

Em cada local foram realizados dois arrastos, um horizontal superficial e um 

oblíquo (executado em forma de ‘V’, abrangendo até 75% da profundidade local), ambos 

com duração de 5 minutos e velocidade de ~ 2 nós (≈ 4 km/h). Para isto, utilizamos redes 
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de plâncton cônico-cilíndricas, com malha de 200 μm (2 m de comprimento com 60 cm 

de diâmetro de abertura da rede) e fluxômetro acoplado. Os parâmetros abióticos 

temperatura (ºC), salinidade e clorofila-a (µg/L) foram mensurados em cada local 

utilizando um perfilador CTD (Hydrolab DS 5). 

Ao final das expedições obtivemos um total de 84 amostras (7 expedições x 6 

locais x 2 métodos de arrasto) com volume inicial de 500 mL cada, fracionadas com um 

subamostrador do tipo Folsom em alíquotas de 250 mL. Todas as larvas das alíquotas de 

250 mL foram dissecadas e identificadas sob microscópio Axioscope Zeiss A1 (Carl 

Zeiss, Oberkochen, Alemanha) conforme chaves de identificação disponíveis, por meio 

da observação de caracteres morfológicos da antena, antênula, maxilípedes e télson. 

A densidade larval (larvas/100m³) foi estimada pela divisão do número de larvas 

em cada amostra pelo volume de água filtrada pela rede de plâncton. O volume filtrado 

foi calculado utilizando o número de rotações do fluxômetro acoplado na abertura da rede, 

a partir da diferença dos dígitos observada no início e no final de cada arrasto, calculados 

por: V = A x R x C, onde: A = área da abertura da rede (m²), R = nº de rotações do 

fluxômetro durante o arrasto (dígito final – dígito inicial) e C = fator de aferição após 

calibração. 

 

4.2 Análise de dados do Capítulo II 

 

A frequência de ocorrência (FO%) das larvas de cada espécie, foi obtida pela 

fórmula FO = a × 100 / A, onde a = número de amostras contendo a espécie, e A = número 

total de amostras. Esses valores foram classificados com base no esquema de Cavalcanti 

e Larrazábal (2004), sendo atribuídas as seguintes categorias: muito frequente (FO ≥ 

70%), frequente (30 ≤ FO <70%), pouco frequente (10 <FO < 30%), e esporádico (FO ≤ 

10%).  

A fim de prever a abundância esperada de cada grupo de espécies (família ou 

gênero, dependendo do nível mais profundo em que pudemos identificar as larvas), 

usamos uma abordagem multimodelo intensiva (Burnham e Andersen, 2002). Ajustamos 

vários preditores diferentes para cada um dos conjuntos de dados, correspondendo aos 

dados de abundância de cada grupo. Dada a presença de muitos zeros em nossos conjuntos 

de dados - alguns dos quais podem ser simplesmente zeros estruturais - prevemos 

condicionalmente a abundância esperada na probabilidade prevista de ocorrência de cada 
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grupo de espécies usando os dados de presença-ausência. Os detalhes de cada etapa da 

análise de dados são fornecidos a seguir. 

Para os dados de presença-ausência, ajustamos modelos lineares generalizados 

binomiais com função de ligação logística (McCullagh e Nelder, 1989) usando diferentes 

preditores. Calculamos os preditores tomando o conjunto de poderes [excluindo, é claro, 

o conjunto vazio; por favor, verifique Devlin (1994) para esclarecimentos sobre esta 

questão] das covariáveis disponíveis (profundidade da rede de plâncton, temperatura, 

clorofila-a, distância do estuário, salinidade e seus valores quadrados) e usamos cada 

elemento do conjunto de potência para ajustar os modelos, o que resultou em 511 modelos 

diferentes. Para cada modelo, calculamos os pesos Akaike: 

 𝜔𝑗 =
exp{−Δ𝑗/2}

∑ exp{−Δ𝑖/2}
𝑀
𝑖=1

, (1) 

onde 𝜔𝑗 é o peso Akaike para o 𝑗-ésimo modelo e Δ𝑗 = AIC𝑗 −min
𝑖∈𝑀

{AIC𝑖} é o AIC 

escalado para o modelo 𝑗 em um conjunto 𝑀 de modelos. O valor de 𝑀 é a diferença entre 

o número de elementos no conjunto das covariáveis (511) e o número de modelos que 

alcançaram convergência; assim, 𝑀 pode ter variado muito entre os dois grupos de 

espécies. Por fim, a predição da probabilidade de ocorrência foi baseada em todos os 

modelos ponderados por seus pesos Akaike correspondentes. Utilizamos como cenário 

de referência para as previsões, os valores medianos de temperatura, clorofila-a, três 

valores diferentes de salinidade (5, 23 e 33,5 g/L) e a distância do estuário que variou 

entre 23 e 233 km (respectivamente, o ponto mais próximo e o mais distante que visitamos 

no campo). 

Devido a previsão da probabilidade de ocorrência utilizar dados de presença-

ausência, ajustamos os modelos lineares generalizados de Poisson com a função log-link 

aos dados de abundância observada usando o raciocínio anterior (vários modelos, cada 

um com um elemento do conjunto de poderes de covariáveis, ponderado pelos pesos 

Akaike, descartando os modelos que não convergiram, computando as previsões no 

cenário de referência). Uma vez que as abundâncias observadas dependem em grande 

parte do volume de água coletado na amostra, definimos o volume como um offset em 

todos os modelos. 

Nossa previsão final de abundância esperada para cada grupo foi o produto entre 

a abundância prevista e a probabilidade de ocorrência no cenário de referência Observe 

que em nosso multimodelo e abordagem teórica da informação, é impossível (e sem 
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sentido) relatar valores-p de qualquer tipo (Burnham e Andersen, 2002; Johnson, 1999), 

portanto, usamos o peso total de cada variável em modelos plausíveis (aqueles em que 

Δ𝑗 < 2, um limite amplamente utilizado), variando de 0 (nunca importante) a 1 (sempre 

importante), como medida de influência nas previsões. 

 

4.3 Análise de dados do Capítulo III 

 

Nosso conjunto de dados final compreendeu uma matriz de 84×10, onde cada 

linha era uma observação independente e cada coluna continha as entradas das variáveis 

ambientais e das densidades de larvas de acordo com o estágio de desenvolvimento de 

Panopeus lacustris. Como tínhamos zero (ausência de larvas) ou uma observação positiva 

(densidade real), optamos por uma abordagem semicontínua; especificamente, um 

modelo delta-lognormal (Lo et al., 1992; Min e Agrest, 2002; Eggers, 2015). 

Em um modelo delta-lognormal, um caso especial de um modelo hierárquico, 

deve-se condicionar as observações positivas à probabilidade de não se observar um zero 

(um "sucesso"), ou seja, 

𝛱𝑖~Bin 1, 𝜆𝑖 𝑙𝑜𝑔𝑌𝑖 |𝛱𝑖 = 1~N 𝜇𝑖, 𝜎
2  

onde 𝛱𝑖 é a realização do ensaio de Bernoulli com probabilidade de sucesso 𝜆𝑖 para a 𝑖-

ésima observação, e 𝑙𝑜𝑔 𝑌𝑖 é o logaritmo natural da i-ésima densidade de larvas, que é 

normalmente distribuída com média 𝜇𝑖 e a variância constante 𝜎2, condicionado a um 

sucesso observado do ensaio de Bernoulli. Claramente, podemos usar as variáveis 

explicativas para modelar os parâmetros 𝜆𝑖 e 𝜇𝑖 de maneira regular. Inicialmente, 

consideramos os preditores lineares, 

 
logit 𝜆𝑖𝑗 = 𝛽0 + 𝛽1𝑗 + 𝛽2𝑑𝑖𝑗

2 + 𝛽3𝑑𝑖𝑗
2 + 𝛽4𝑠𝑖𝑗

2 + 𝛽5𝑠𝑖𝑗
2 + 𝛽6𝑐𝑖𝑗

2 + 𝛽7𝑡𝑖𝑗
2

𝜇𝑖𝑗 = 𝛽0 + 𝛽1𝑗 + 𝛽2𝑑𝑖𝑗
2 + 𝛽3𝑑𝑖𝑗

2 + 𝛽4𝑠𝑖𝑗
2 + 𝛽5𝑠𝑖𝑗

2 + 𝛽6𝑐𝑖𝑗
2 + 𝛽7𝑡𝑖𝑗

2  

onde 𝛽0 é o parâmetro de interceptação, 𝛽1𝑗 é o efeito da 𝑗-ésima rede (oblíqua ou 

superficial); 𝛽2 e 𝛽3 são os coeficientes associados aos efeitos da distância do estuário e 

seu correspondente valor quadrado; 𝛽4 e 𝛽5 são os coeficientes associados aos efeitos da 

salinidade e seu valor ao quadrado; 𝛽6 é a inclinação para a clorofila-a e 𝛽7 é a inclinação 

para a temperatura. 

A fim de evitar o sobreajuste e potencialmente chegar a resultados ineficazes e 

difíceis de interpretar, decidimos não incluir nem os valores quadrados de clorofila-a e 
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temperatura, nem os termos de interação nesses preditores lineares iniciais. Na sequência, 

realizamos a seleção de variáveis usando stepwise baseado em AIC (limite de diferença 

definido como 2). Assim, para cada estágio de desenvolvimento larval e também para a 

densidade total, utilizamos os modelos finais (aqueles que encontramos após a seleção de 

variáveis) para prever a probabilidade de ocorrência e a densidade esperada ao longo das 

distâncias do estuário. Usamos três estratos de salinidade (5; 25 e 33,5) e os valores 

medianos de temperatura e clorofila-a para estabelecer os cenários preditivos. 

Todos os modelos estatísticos finais foram validados usando análises de resíduos, 

especificamente plotagens quantil-quantil com envelopes simulados (Flack e Flores, 

1989) ajustados usando R (R Core Team, 2018).  

 

5 FINANCIAMENTO 

 

Esta tese é produto integrante do Projeto multidisciplinar e multicêntrico INCT-

Ambientes Marinhos Tropicais (CNPq nº 565054/2010-4), grupo 2.2: Variabilidade 

Espaço-Temporal da Diversidade e Estrutura Trófica do Ambiente Pelágico na 

Plataforma Continental ao Largo do Norte e Nordeste do Brasil.  
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Resumo 

 

Esta revisão bibliográfica inclui todas as espécies de Brachyura listadas para a Zona 

Costeira Amazônica Brasileira (abrangendo a ocorrência de espécies nos estados do 

Amapá, Pará e Maranhão), com desenvolvimento larval total ou parcialmente descrito. 

Para cada espécie há informações sobre o nome atual do táxon, nome atribuído ao trabalho 

de descrição, estágios larvais descritos e habitat da espécie adulta. Nesta área foi 

registrado um total de 194 espécies de Brachyura, 49 delas (25%) tem todos os estágios 

larvais descritos, 25 (13%) tem desenvolvimento larval incompleto com pelo menos um 

estágio descrito; 120 espécies (62%), ainda não tem descrições morfológicas de nenhuma 

fase ou estágio larval. Esta é claramente uma grande lacuna que precisa ser preenchida 

para o avanço do conhecimento das histórias de vida dos caranguejos em uma área única 

de biodiversidade costeira. Mais ainda porque esta área enfrenta ameaças da pesca do 

camarão rosa e atividades de prospecção de petróleo. 

 

Palavras-chave: biodiversidade marinha, Crustacea, Decapoda, zooplâncton.  

 

Introdução 

 

A infra-ordem Brachyura (caranguejos e siris) é um dos grupos mais estudados e 

o mais diversificado de crustáceos, com 6.793 espécies conhecidas, distribuídas em 93 

famílias e 38 superfamílias (Ng et al. 2008). A revisão mais recente da diversidade de 

caranguejos de toda a costa brasileira (aproximadamente 8.000 km de extensão), que é 

uma das mais extensas do mundo, revelou uma riqueza de espécies de 370 espécies (Melo 

1996). Este grupo também é um dos principais componentes no zooplâncton, 

especialmente seus vários estágios larvais de zoea que são muito abundantes e chegam a 

ser dominantes em algumas regiões em determinadas épocas do ano (Fernandes et al. 

2002, Koettker & Freire 2006).  

Para a compreensão do ciclo de vida e ecologia dos caranguejos braquiúros é de 

suma importância a identificação destas larvas planctônicas ao nível de espécie (Koettker 

et al. 2012). No entanto, essa é uma tarefa complexa, pois exige descrições larvais 

detalhadas, ilustrações claras e chaves de identificação adequadas, que nem sempre estão 

disponíveis (González-Gordillo et al. 2001), o que acaba por restringir a identificação dos 

espécimes a nível de gênero ou família. 
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Desde a década de 1980 diversos trabalhos de descrição morfológica de larvas 

foram publicados, incluindo uma série de espécies de Brachyura pelo mundo (Martin et 

al. 1985, Paula & Hartnoll 1989, Cuesta & Rodríguez 1994, Schubart & Cuesta 1998). 

Porém, de um modo geral, a quantidade de descrições larvais desse grupo ainda é bastante 

escassa em comparação ao que há publicado sobre juvenis bentônicos e adultos (Anger 

2001). Até o ano de 1999, em que foi realizada a última grande revisão para as larvas de 

caranguejo do Atlântico Sul, verificou-se que apenas 102 do total de 328 espécies 

registradas, apresentavam informações larvais disponíveis e aproximadamente dois terços 

ainda tinham seu desenvolvimento larval desconhecido (Pohle et al. 1999). Passados 20 

anos, e apesar do aumento do número de descrições larvais para Brachyura, não houve 

uma mudança significativa neste cenário, em que diversas espécies permanecem sem 

informações morfológicas de seu desenvolvimento larval. 

Para a região amazônica brasileira, o conhecimento sobre espécies de Brachyura 

adultas aumentou consideravelmente após coletas do Programa de Recursos Vivos da 

Zona Econômica Exclusiva (REVIZEE) (Coelho et al. 2008). No entanto, isso ainda não 

é suficiente, pois este projeto não amostrou a maior parte da biodiversidade desta área, 

que ainda é pouco conhecida. Áreas como o setor sob influência da descarga do rio 

Amazonas, que normalmente é de substrato lamacento, ainda permanecem pouco 

estudadas por se tratar de uma região muito extensa e diversificada (Leão & Dominguez 

2000). Pesquisas sobre o zooplâncton nesta área de influência da pluma até o momento 

são inexistentes (Conroy et al. 2016), e as que abordam Brachyura em sua fase larval 

ainda são restritas a estuários e zonas costeiras (Costa et al. 2011, Costa et al. 2013). Isso 

pode se dar parcialmente devido à dificuldade de acesso à plataforma continental, à alta 

variação taxonômica nas comunidades planctônicas e à falta de descrições da morfologia 

larval. 

Assim, de modo a auxiliar a identificação e a comparação morfológica de 

espécimes larvais, o presente estudo fornece um o presente estudo fornece um checklist 

atualizado de todas as espécies de Brachyura que ocorrem na Amazônia brasileira, 

incluindo dados sobre descrições de seus estágios e fases larvais disponíveis na literatura 

publicada. 

 

Material e métodos 

 

A Zona Costeira Amazônica brasileira (ZCAB) abrange os Estados do Amapá, Pará e 

Maranhão. Para compor esta lista foram incluídas todas as espécies registradas na área 

compreendida entre o Cabo Orange, no norte do Estado do Amapá (04 ° 17'N; 51 ° 32'W) 

até a Foz do Rio Parnaíba (02° 44'S; 41° 47'W), no Maranhão (Fig. 1). A ZCAB recebe 

as descargas dos rios Amazonas e Pará, considerados a maior bacia hidrográfica do 

mundo, despejando 940 x 106 ton/ano de sedimentos e 180.000 m3s-1 (Muller-Karger et 

al. 1988; Mikhailov 2010). As marés semidiurnas que se propagam na plataforma 

amazônica estão entre as maiores do mundo, com grandes intervalos de marés (8 m ou 

mais durante as marés de primavera) (Nittrouer & DeMaster 1996), influenciando 

fortemente a dispersão planctônica. O ZCAB é relativamente rasa (5 a 25 m de 

profundidade) e a camada hiposalina é impulsionada por ventos e correntes sazonais, 

fluindo para o norte no Caribe e retroflexionando para o leste durante setembro e outubro 

(Moura et al. 2016). 

O registro de ocorrência das espécies teve como base as revisões de Melo (1996), 

Barros & Pimentel (2001), Coelho et al. (2008) e os trabalhos de Diele et al. (2010) e 

Bentes et al. (2013). O habitat dos táxons adultos foram descritos de acordo com Abele 

(1973), Williams (1984), Galil (1992), Melo (1996), Coelho (1996), Coelho (1997), 



34 
 

 

Oliveira et al. (2003), Coelho (2005), Melo & Veloso (2005), Melo (2010) e Marochi & 

Masunari (2011). 

 
Figura 1. Área de estudo: costa dos estados do Amapá (AP), Pará (PA) e Maranhão (MA). 

 

A lista de espécies de Brachyura baseia-se na nomenclatura e classificação do 
Systema Brachyurorum (Ng et al. 2008) e no site WoRMS 

(http://www.marinespecies.org). As buscas de referências bibliográficas foram realizadas 

principalmente na base de dados Web of Science (http://www.isiofknowledge.com), bem 

como outras fontes bibliográficas (Google Scholar e bibliotecas), utilizando as palavras-

chave “Brachyura larval development”. Foram selecionadas apenas referências que 

permitam a identificação larval, fornecendo dados descritivos morfológicos, enquanto 

que referências sobre ocorrência de larvas ou aspectos ecológicos e/ou fisiológicos foram 

desconsideradas. Da mesma forma, referências sobre espécies de localidades fora da área 

delimitada não foram consideradas. 

Famílias de caranguejos de água doce (com desenvolvimento direto) foram 

excluídas deste estudo, e apenas espécies de água salgada e salobra foram consideradas. 

As informações taxonômicas foram revisadas segundo Ng et al. (2008) e banco de dados 

online WoRMS. 

Com base nessa literatura, as informações foram categorizadas em: nome atual do 

táxon; autor e data de publicação da descrição larval, fases larvais descritas sendo LU = 

larva não descrita, PLD = descrição larval parcial, FLD = descrição larval total, PT = 

protozoea, Z = zoea, M = megalopa e J = juvenil; e habitat dos táxons adultos. 

 

Resultados  
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Um total de 194 espécies de caranguejos são relatados ao longo da zona costeira 

da Amazônia brasileira, representando 129 gêneros e 33 famílias. Cerca de 2/3 das 

espécies que ocorrem no Brasil foram identificadas nesta região. Os grupos mais 

representativos nesta área foram as famílias Epialtidae (23 spp.), Leucosiidae (17 spp.), 

Portunidae (15 spp.), Inachoididae (13 spp.) E Pinnotheridae (13 spp.). Esses dados 

podem não refletir a real biodiversidade dessa região, uma vez que existem poucos 

estudos investigaram crustáceos bentônicos na Plataforma Continental Amazônica. Em 

nossa opinião, esta baixa diversidade reflete muito mais a falta de estudos do que as 

restrições ambientais. 

Do total de espécies identificadas na ZCAB, apenas 74 têm descrições larvais 

disponíveis: 25 delas (13%) têm pelo menos um estágio larval descrito, e 49 (25%) tem 

todos os estágios larvais conhecidos. A maioria das espécies, 120 (62%) não tem nenhuma 

descrição morfológica para qualquer fase ou estágio larval (Tabela 1). Esses indivíduos 

são geralmente encontrados em maiores profundidades no ambiente da plataforma 

continental e pertencem às famílias Cyclodorippidae, Cymonomidae, Raninidae, 

Ethusidae, Acidopsidae, Chasmocarcinidae, Euryplacidae, Goneplacidae, Inachidae, 

Palicidae, Pseudoziidae, Xanthidae e Plagusiidae. Isso corrobora o fato de que o 

conhecimento sobre o desenvolvimento larval de Brachyura na ZCAB concentra-se na 

região estuarina, por ser este ambiente mais acessível aos pesquisadores. Devido à alta 

hidrodinâmica nesta região (Muller-Karger et al. 1988, Mikhailov 2010), juntamente com 

a falta de um navio oceanográfico bem equipado para amostragem de plâncton, os estudos 

na ZCAB exigem um alto custo financeiro, o que pode eventualmente representar uma 

restrição para pesquisas nesta área. Maiores investimentos de recursos devem ser feitos 

para preencher essa lacuna, considerando a importância de estudos sobre o período larval, 

que fornecem informações relevantes sobre a biodiversidade e o ciclo de vida das espécies 

de uma região, período de reprodução (Kornienko & Korn 2009), processos de dispersão 

e recrutamento de populações, entre outros (Anger 2001). 
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Tabela 1. Lista de espécies com ocorrência na Zona Costeira Amazônica Brasileira (ZCAB) e conhecimento do desenvolvimento larval e do habitat 

adulto. As famílias estão organizadas em ordem alfabética nas seções Podotremata e Eubrachyura. 

Taxon Occurrence Larval Develop. Adult habitat References 

SECTION PODOTREMATA Guinot, 1977 

Family Cyclodorippidae Ortmann, 1892 

    

Subfamily Cyclodorippinae Ortmann, 1892     

Clythrocerus carinatus Coelho, 1973 PA, MA¹, 3, 4 LU SH, S, M  

Clythrocerus granulatus (Rathbun, 1898) AP, PA, MA¹ LU SH  

Deilocerus analogus (Coelho, 1973) MA¹,4 LU SH, CA  

Deilocerus perpusillus (Rathbun, 1901) AP, PA, MA¹, 3, 4 LU SH, S, M, GRA   

Neocorycodus stimpsoni (Rathbun, 1937) AP, PA, MA¹, 3, 4 LU SH, S, M, GRA, 

CA 

 

Family Cymonomidae Bouvier, 1897     

Cymonomus quadratus A. Milne-Edwards, 1880 AP¹,4 LU SH, S, M  

Family Dromiidae De Haan, 1833     
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Subfamily Dromiinae De Haan, 1833     

Dromia erythropus (George Edwards, 1771) AP, MA4,² FLD: Z (I–V); M SH, CO, R Laughlin et al. (1982) 

Moreiradromia antillensis (Stimpson, 1858) AP, PA, MA¹, 2, 3, 

4 

FLD: Z (I–VI); M SH, CO, R (Melo 

& Veloso 2005) 

Rice & Provenzano (1966)¹ 

Subfamily Hypoconchinae Guinot & Tavares, 

2003 

    

Hypoconcha arcuata Stimpson, 1858 AP, PA, MA¹, 2, 3, 

4 

FLD: Z (I–III); M SH, S Kircher (1970) 

Hypoconcha parasitica (Linnaeus, 1763) AP, PA, MA¹, 2, 3, 

4 

FLD: Z (I–III);M SH, S, CO Lang & Young (1980)² 

Family Raninidae De Haan, 1839     

Raninoides laevis (Latreille, 1825) AP, PA, MA¹, 3, 4 LU SH, M, CO  

Subfamily Notopodinae Serène & Umali, 1972     

Ranilia constricta (A. Milne-Edwards, 1880)  LU SH, S, CO, R  

Subfamily Symethinae Goeke, 1981     
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Symethis variolosa (Fabricius, 1793) AP, PA, MA¹, 3, 4 LU SH, M, CA  

SECTION EUBRACHYURA de Saint 

Laurent, 1980 

Family Acidopsidae Števčić, 2005 

    

Acidops cessacii (A. Milne-Edwards, 1878) MA¹ LU SH, S, R  

Family Aethridae Dana, 1851     

Hepatus gronovii Holthuis, 1959 AP, PA, MA¹, 3, 4 LU SH, S, M  

Hepatus pudibundus (Herbst, 1785) AP, PA, MA¹, 3, 4 PLD: M; J SH, S, M Hebling & Rieger (1993); 

Negreiros-Fransozo et al. (2008); 

Hebling & Rieger (2003)  

Hepatus scaber Holthuis, 1959 AP, PA, MA¹, 3, 4 LU SH, M  

Osachila antillensis Rathbun, 1916 AP, PA, MA¹, 3, 4 LU SH, S, CO  

Osachila tuberosa Stimpson, 1871 PA4 LU SH, CO  

Family Calappidae De Haan, 1833     

Calappa galloides Stimpson, 1859 MA4 PLD: Z (I) SH, CO, R Taishaku & Konishi (1995)³ 
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Calappa nitida Holthuis, 1958 AP, PA¹, 3, 4 LU SH, S, M, CO  

Calappa ocellata Holthuis, 1958 AP, PA, MA¹, 3, 4 LU SH, S, M, GRA, R  

Calappa sulcata Rathbun, 1898 AP, PA, MA¹, 3, 4 LU SH, S, M, CA  

Cryptosoma balguerii (Desbonne, 1867) AP, PA, MA¹, 4 LU SH, S, M, CO  

Family Chasmocarcinidae Serène, 1964     

Subfamily Chasmocarcininae Serène, 1964     

Chasmocarcinus arcuatus Coelho Filho & 

Coelho, 1998 

AP, PA³,4 LU SH, M  

Chasmocarcinus hirsutipes Coelho Filho & 

Coelho, 1998 

AP, PA³,4 LU SH, S, M  

Chasmocarcinus meloi Coelho Filho & Coelho, 

1998 

MA4 LU SH, S, M  

Chasmocarcinus peresi Rodrigues da Costa, 1968 AP, PA, MA¹, 3, 4 LU SH, M  

Chasmocarcinus typicus Rathbun, 1898 AP4 LU SH, M  

Family Cryptochiridae Paul’son, 1875     
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Troglocarcinus corallicola Verrill, 1908  PLD: Z (I–V) CO Scotto & Gore (1981) 

Family Epialtidae MacLeay, 1838     

Subfamily Epialtinae MacLeay, 1838     

Epialtoides rostratus Coelho, 1972 MA¹,4 LU SH, CA  

Mocosoa crebripunctata Stimpson, 1871 MA¹,4 LU SH, S, CA  

Subfamily Pisinae Dana, 1851     

Chorinus heros (Herbst, 1790) MA4 LU SH, S, CO, R  

Herbstia depressa Stimpson, 1860 MA4 LU SH, M  

Holoplites armata (A. Milne-Edwards, 1880) PA¹, 3, 4 LU SH, CO, R  

Leptopisa setirostris (Stimpson, 1871) MA¹,4 LU SH, M, CA  

Libinia ferreirae Brito Capello, 1871 AP, PA, MA¹, 3, 4 FLD: PZ; Z (I–II); 

M 

SH, M Bakker et al. (1990) 

Nibilia antilocapra (Stimpson,1871) PA, MA4 LU SH, S, M, CO, R  

Macrocoeloma camptocerum (Stimpson, 1871) AP, PA, MA¹, 3, 4 LU SH, S, CO, R  
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Macrocoeloma concavum Miers, 1886 PA, MA¹,4 LU SH, CA  

Macrocoeloma eutheca (Stimpson, 1871) MA¹,4 LU SH, S, CO  

Macrocoeloma laevigatum (Stimpson, 1860) PA, MA¹, 3 LU SH, S, CA, R  

Macrocoeloma subparallelum (Stimpson, 1860) AP, PA, MA¹, 3 PLD: Z (I) SH, S, CO, CA Colavite et al. (2016) 

Macrocoeloma trispinosum (Latreille, 1825) PA, MA4 LU SH, S, CA, R  

Notolopas brasiliensis Miers, 1886 AP, PA, MA¹, 3, 4 FLD: Z (I–II); M SH, M, CA Santana et al. (2006) 

Pelia rotunda A. Milne-Edwards, 1875 PA, MA¹, 3, 4 LU SH, S, CA  

Picroceroides tubularis Miers, 1886 AP, PA, MA¹, 4 LU SH, CA  

Rochinia confusa Tavares, 1991 AP4 LU SH  

Rochinia crassa (A. Milne-Edwards, 1879) AP4 LU SH  

Rochinia umbonata (Stimpson, 1871) AP, PA4 LU SH  

Stenocionops spinimanus (Rathbun, 1892) PA4 LU SH, S, M, CO, R  

Stenocionops spinosissimus (Saussure, 1857) AP, PA4 LU SH, S, M  

Stratiolibinia bellicosa (Oliveira, 1944) PA, MA4 LU SH, M, GRA  
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Family Eriphiidae MacLeay, 1838     

Eriphia gonagra (Fabricius, 1781) PA, MA¹, 3 FLD: Z (I–IV); M; 

J1 

SH, CO, CA, R Fransozo (1987) 

Family Ethusidae Guinot, 1977     

Ethusa americana A. Milne-Edwards, 1880 MA¹,4 LU SH, S, CO, R  

Family Euryplacidae Stimpson, 1871     

Euryplax nitida Stimpson, 1859 MA4 LU SH, S, CO, R  

Frevillea hirsuta (Borradaile, 1916) AP, PA, MA¹, 3, 4 LU SH, M  

Family Goneplacidae MacLeay, 1838     

Bathyplax typhla A. Milne-Edwards, l880 AP4 LU SH, M, CO  

Family Grapsidae MacLeay, 1838     

Goniopsis cruentata (Latreille, 1803) PA, MA¹, 3, 4, 5 PLD: Z (I) E Fransozo et al. (1998) 

Pachygrapsus gracilis (Saussure, 1857) PA, MA3, 4, 5 FLD: Z (I–XIII); M E, BE, S, R Ingle (1987); Brossi-Garcia & 

Rodrigues (1993); Cházaro-Olvera 

& Rocha-Ramírez (2007) 
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Pachygrapsus transversus (Gibbes, 1850) MA4 FLD: Z (I–VII); M; 

J 

E, BE, S Ingle (1987); Cuesta & Rodríguez 

(1994); Brossi-Garcia & 

Rodrigues (1997); Flores et al. 

(1998) 

Planes major (MacLeay, 1838) PA4, 5 FLD: Z (I–II); M O Konishi & Minagawa (1990)16 

Family Inachidae MacLeay, 1838     

Subfamily Podochelinae Neumann, 1878     

Coryrhynchus algicola (Stebbing, 1914) MA¹, 4 LU SH, S, CA  

Ericerodes gracilipes (Stimpson, 1871) AP, PA, MA¹, 3, 4 LU SH, GRA, CO, R  

Family Inachoididae Dana, 1851     

Aepinus septemspinosus (A. Milne-Edwards, 

1878) 

PA, MA¹, 3, 4 LU SH, CO, CA, R  

Anasimus fugax A. Milne-Edwards, 1880 AP, PA, MA¹, 4 LU AH, S  

Anasimus latus Rathbun, 1894 AP¹, 3, 4 FLD: PZ; Z (I–II); 

M 

SH, S, M Sandifer & Van Engel (1972) 

Arachnopsis filipes Stimpson, 1871 AP, PA, MA¹, 3, 4 LU SH, S, CO, CA  
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Batrachonotus fragosus Stimpson, 1871 PA, MA¹, 3, 4 LU SH, S, CA  

Subfamily Inachoidinae Dana, 1851     

Collodes armatus Rathbun, 1898 PA, MA4 LU SH, S  

Collodes inermis A. Milne-Edwards, 1878 AP, PA, MA¹, 3, 4 LU SH, S, CA  

Collodes trispinosus Stimpson, 1871 AP, PA, MA¹, 3, 4 LU SH, S, GRA  

Euprognatha acuta A. Milne-Edwards, 1880 AP, PA, MA¹, 3, 4 LU SH, S, CO, CA  

Euprognatha gracilipes A. Milne-Edwards, 1878 AP, PA, MA¹, 3, 4 LU SH, S, CO, CA  

Inachoides forceps A. Milne-Edwards, 1879 AP, PA, MA¹, 3, 4 LU SH, S, GRA, CO  

Paulita tuberculata (Lemos de Castro, 1949) AP, PA, MA¹, 3, 4 LU SH, S, M  

Subfamily Stenorhynchinae Dana, 1851     

Stenorhynchus seticornis (Herbst, 1788) AP, PA, MA¹, 3, 4 FLD: Z (I–II); M SH, S, CO, CA, R Yang (1976); Mendes & Valença 

(2008) 

Family Leucosiidae Samouelle, 1819     

Subfamily Ebaliinae Stimpson, 1871     

Acanthilia intermedia (Miers, 1886) MA¹,4 LU SH, S, GRA   
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Callidactylus asper Stimpson, 1871 AP, PA, MA¹, 3, 4 LU SH, S, CO  

Ebalia stimpsoni A. Milne-Edwards, 1880 AP, PA, MA¹, 3, 4 LU SH, S, M, CO  

Iliacantha liodactylus Rathbun, 1898 AP, PA, MA¹, 3, 4 LU SH, M  

Iliacantha sparsa Stimpson, 1871 PA, MA¹, 3, 4 LU SH, GRA, CO, R  

Iliacantha subglobosa Stimpson, 1871 AP, PA, MA¹, 3, 4 LU SH, S, CO, R  

Lithadia brasiliensis (von Martens, 1872) PA, MA¹, 3, 4 LU SH, S, M, GRA  

Lithadia conica (Coelho, 1973) AP, PA, MA¹, 3, 4 LU SH, S  

Lithadia obliqua (Coelho, 1973) PA, MA¹, 3, 4 LU SH, S  

Lithadia vertiginosa (Coelho, 1973) PA, MA¹, 3, 4 LU SH, S, M, CA  

Myropsis quinquespinosa Stimpson, 1871 PA4 LU SH, S, M  

Persephona crinita Rathbun, 1931 AP, PA, MA¹, 3 LU SH, S, M  

Persephona lichtensteinii Leach, 1817 AP, PA, MA¹, 3, 4 PLD: Z (I) SH, S, M, CA Hirose et al. (2012) 

Persephona mediterranea (Herbst, 1794) AP, PA, MA¹, 3, 4 FLD: Z (I–IV); M SH, S, CO Negreiros-Fransozo et al. (1989) 

Persephona punctata (Linnaeus, 1758) AP, PA, MA¹, 3, 4 PLD: Z (I) SH, S, M Hirose et al. (2012) 
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Speloeophorus elevatus Rathbun, 1898 MA¹,4 LU SH, GRA  

Speloeophorus nodosus (Bell, 1855) MA¹,4 LU SH, S  

Family Menippidae Ortmann, 1893     

Menippe nodifrons Stimpson, 1859 PA, MA¹, 3, 4, 5 FLD: Z (I–IV); M; J BE Scotto (1979); Fransozo et al. 

(1988) 

Family Mithracidae MacLeay, 1838     

Damithrax hispidus (Herbst, 1790) PA, MA¹, 3, 4 FLD: Z (I–II); M SH, S, CO, R Fransozo & Hebling (1982)4; 

Santana et al. (2003)5 

Damithrax tortugae (Rathbun, 1920) PA3, 4 FLD: Z (I–III); M SH, CO Magalhães et al. (2017)6 

Hemus cristulipes A. Milne-Edwards, 1875 MA¹, 4 LU SH, S, CO, CA, R  

Mithraculus forceps A. Milne-Edwards, 1875 MA¹, 4 FLD: Z (I–ZII); M SH, BE, S, CO, R Wilson et al. (1979)7 

Mithrax hemphilli Rathbun, 1892 MA¹, 4 LU SH, S, CA, R  

Nemausa acuticornis (Stimpson, 1871) AP, PA, MA¹, 3, 4 LU SH, S, M, R  

Nemausa cornuta (Saussure, 1857) AP, PA, MA¹, 3, 4 LU SH, S, CO  
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Omalacantha bicornuta (Latreille, 1825) MA¹, 4 FLD: Z (I–II); M SH, CO Hartnoll (1964)8; Gore et al. 

(1982)9 

Omalacantha interrupta (Rathbun, 1920) MA4 LU SH, S, CA  

Pitho lherminieri (Desbonne in Desbonne & 

Schramm, 1867) 

PA, MA¹, 3, 4 FLD: Z (I–II); M SH, S, M Bolaños et al. (1996) 

Family Ocypodidae Rafinesque, 1815     

Subfamily Gelasiminae Miers, 1886     

Leptuca cumulanta (Crane, 1943) PA, MA1, 3, 5 J E, BE, S, M Hirose et al. (2010)19 

Leptuca leptodactyla (Rathbun in Rankin, 1898) MA¹, 4 LU E, S, M  

Minuca burgersi (Holthuis, 1967) MA¹ PLD: Z (I–V); J E, BE Rieger (1998)20; Vieira et al. 

(2010)21 

Minuca mordax (Smith, 1870) PA, MA¹, 3, 4, 5 FLD: Z (I–V/ VI); 

M; J 

E Rieger (1997)22; Martins et al. 

(2016)  

Minuca rapax (Smith, 1870) PA, MA¹, 3, 4, 5 PLD: Z (I) E, S, M Souza et al. (2013)23 

Minuca thayeri (Rathbun, 1900) PA, MA¹, 4, 5 FLD: Z (I–V); M E, M Anger et al. (1990)24; Souza et al. 

(2013)25 



48 
 

 

Minuca vocator (Herbst, 1804) PA4,5 FLD: Z (I–

IV/V,VI); M 

E Rieger 199926 

Subfamily Ocypodinae Fabricius, 1798     

Ocypode quadrata (Fabricius, 1787) PA, MA¹, 3, 4, 5 FLD: Z (I–V); M E, BE, S Díaz & Costlow (1972); Souza et 

al. (2013) 

Subfamily Ucidinae Števčić, 2005     

Ucides cordatus (Linnaeus, 1763) PA, MA¹, 3, 4, 5 FLD: Z (I–VI); M E, M Rodrigues & Hebling (1989); 

Souza et al. (2013) 

Subfamily Ucinae Dana, 1851     

Uca maracoani (Latreille, 1802) PA, MA¹, 3, 4, 5 PLD: Z (I); M; J E, M Hirose & Negreiros-Fransozo 

(2008); Negreiros-Fransozo et al. 

(2009); Souza et al. (2013) 

Family Palicidae Bouvier, 1898     

Palicus affinis (A. Milne-Edwards & Bouvier, 

1880) 

AP, PA, MA¹, 4 LU SH, S, CO  

Palicus dentatus (A. Milne-Edwards, 1880) AP, PA4 LU SH, CO  



49 
 

 

Palicus sicus (A. Milne-Edwards, 1880) AP, PA, MA¹, 3, 4 LU SH, S, M, CO  

Family Panopeidae Ortmann, 1893     

Acantholobulus bermudensis Benedict & Rathbun, 

1891 

PA6 FLD: Z (I–IV); M; J E, M, R Martin et al. (1985)15 

Cycloplax pinnotheroides Guinot, 1969 AP, PA¹, 3, 4 LU SH, M  

Eurypanopeus dissimilis (Benedict & Rathbun, 

1891) 

PA4 LU E, R (Marochi & 

Masunari 2011) 

 

Eurytium limosum (Say, 1818) PA, MA¹, 3, 4, 5 FLD: Z (I–IV); M; J E, BE, M Kurata et al. (1981); Messerknecht 

et al. (1991); Guimarães & 

Negreiros-Fransozo (2005); Souza 

et al. (2013) 

Hexapanopeus caribbaeus (Stimpson 1871) PA, MA¹, 3 FLD: Z (I–IV); M E, BE, S Vieira & Rieger (2004) 

Hexapanopeus paulensis Rathbun, 1930 PA, MA¹, 3, 4 FLD: Z (I–IV); M E, S, R Fransozo et al. (1991) 

Panopeus americanus Saussure, 1857 PA, MA¹, 3, 4, 5 PLD: Z (I) E, BE, M Negreiros-Fransozo (1986); Souza 

et al. (2013) 

Panopeus harttii Smith, 1869 MA¹, 3, 4 LU CO, R  
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Panopeus lacustris Desbonne in Desbonne & 

Schramm, 1867 

PA, MA¹, 4, 5 FLD: Z(I–IV); M E Souza et al. (2012) 

Panopeus occidentalis Saussure, 1857 MA4 FLD: Z (I–IV); M E, S, GRA, R Ingle (1985) 

Family Parthenopidae MacLeay, 1838     

Subfamily Daldorfiinae Ng & Rodriguez, 1986     

Thyrolambrus astroides Rathbun, 1894 PA, MA¹, 3, 4 LU SH, CA  

Subfamily Parthenopinae MacLeay, 1838     

Agolambrus agonus (Stimpson, 1871) AP, PA, MA 1, 3, 

4 

LU SH, S  

Celatopesia concava (Stimpson, 1871) AP, MA¹,4 LU SH, S, M, CO  

Heterocrypta granulata (Gibbes, 1850) PA, MA4 PLD: Z (I) SH, S, GRA, CO, 

R 

Kurata (1970) 

Heterocrypta lapidea Rathbun, 1901 PA, MA¹, 3 LU SH, S, M  

Leiolambrus nitidus Rathbun, 1901 AP, PA, MA¹, 3, 4 LU SH, S, M  

Mesorhoea sexspinosa Stimpson, 1871 AP, PA, MA¹, 3, 4 PLD: Z (I) SH, S Rieger et al. (2002) 
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Platylambrus serratus (H. Milne Edwards, 1834) PA, MA¹, 4 FLD: Z (I–VI); M SH, S, M Yang (1971)10 

Solenolambrus tenellus Stimpson, 1871 PA4 LU SH  

Spinolambrus fraterculus (Stimpson, 1871) AP, PA, MA¹, 3, 4 LU SH, S, GRA, CO, 

R 

 

Spinolambrus pourtalesii (Stimpson, 1871) AP, PA, MA¹, 3, 4 LU SH, S, M, GRA  

Family Pilumnidae Samouelle, 1819     

Subfamily Pilumninae Samouelle, 1819     

Pilumnus caribaeus Desbonne, in Desbonne & 

Schramm, 1867 

PA, MA¹, 3, 4 LU SH, S, M, CO  

Pilumnus diomedeae Rathbun, 1894 AP, PA, MA¹, 3, 4 LU SH, M, CO  

Pilumnus quoii H. Milne Edwards, 1834 AP, PA, MA¹, 3, 4 LU SH, S  

Pilumnus reticulatus Stimpson, 1860 AP, PA, MA¹, 3, 4 FLD: Z (I–IV); M SH, S Spivak & Rodríguez (2002) 

Family Pinnotheridae De Haan, 1833     

Subfamily Pinnothereliinae Alcock, 1900     

Alarconia guinotae Coelho, 1996 PA4 LU E, S  
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Austinixa aidae (Righi, 1967) AP, PA4,5 PLD: Z (I) E, BE, S Mantelatto & Cuesta (2010) 

Austinixa bragantina Coelho, 2005 PA4,5 FLD: Z (I–V); M E, BE, S (Coelho 

2005) 

Lima (2009) 

Austinixa cristata (Rathbun, 1900) AP¹,3 PLD: Z (I) E, S, M Dowds (1980) 

Austinixa leptodactyla (Coelho, 1997) PA4 LU E, BE, S, M 

(Coelho 1997) 

 

Pinnixa floridana Rathbun, 1918 MA4 LU E (Coelho 1996)  

Pinnixa gracilipes Coelho, 1997 PA4,5 FLD: Z (I–V); M E, S, M (Coelho 

1997) 

Lima et al. (2006) 

Pinnixa sayana Stimpson, 1860 AP, PA, MA¹,3,4 FLD: Z (I–V); M; J E, M Hyman (1925); Sandifer (1972) 

Subfamily Pinnotherinae De Haan, 1833     

Dissodactylus crinitichelis Moreira, 1901 PA, MA¹,3,4 FLD: Z (I–III); M SH, S, CO Pohle & Telford (1981) 

Parapinnixa bouvieri Rathbun, 1918 AP¹ LU SH, S, CO  

Parapinnixa hendersoni Rathbun, 1918 MA¹, 4 LU SH, S, CO  

Pinnaxodes tomentosus Ortmann, 1894 PA³ LU E (Melo & Boehs 

2004) 
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Tumidotheres maculatus (Say, 1818) MA4 FLD: Z (I–V); M S Hyman (1925)27; Costlow & 

Bookhout (1966)28 

Family Plagusiidae Dana, 1851     

Euchirograpsus antillensis Türkay, 1975 MA4 LU SH, S (Melo 2010)  

Family Portunidae Rafinesque, 1815     

Subfamily Portuninae Rafinesque, 1815     

Achelous gibbesii Stimpson, 1859 MA4 PLD: Z (I); M E, S, M Kurata (1970)11; Negreiros-

Fransozo et al. (2007); Mantelatto 

et al. (2018)  

Achelous ordwayi Stimpson, 1860 AP, PA, MA¹, 3, 4 LU SH, S, GRA, CO  

Achelous rufiremus (Holthuis, 1959) AP, PA, MA¹, 3, 4 LU SH, M, CO  

Achelous spinicarpus Stimpson, 1871 AP, PA, MA¹, 3, 4 FLD: Z (I–VII); M SH, S, M, GRA Bookhout & Costlow (1974)12 

Achelous spinimanus (Latreille, 1819) AP, PA, MA4 PLD: Z (I); M; J SH, S, M, GRA  Negreiros-Fransozo et al. (2007)13; 

Bolla Jr & Negreiros-Fransozo 

(2015); Mantelatto et al. (2018) 

Achelous tumidulus Stimpson, 1871 AP, PA, MA¹, 3, 4 PLD: Z (I) SH, S, CO, CA, R Fransozo et al. (2002)14 
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Arenaeus cribrarius (Lamarck, 1818) PA6 FLD: Z (I–VIII); M BE, S Stuck & Truesdale (1988) 

Callinectes bocourti A. Milne-Edwards, 1879 AP, PA, MA¹, 3, 4, 

6 

PLD: Z (I) E  Lopes et al. (2000); Mantelatto et 

al. (2014) 

Callinectes danae Smith, 1869 PA³, 4, 6 PLD: Z (I); J E, BE, S, M, O Sankarankutty et al. (1999); Bolla 

Jr et al. (2014); Mantelatto et al. 

(2014) 

Callinectes exasperatus (Gerstaecker, 1856) PA, MA¹, 3, 4 PLD: Z (I) E Mantelatto et al. (2014) 

Callinectes larvatus Ordway, 1863 PA4 LU E  

Callinectes marginatus (A. Milne-Edwards, 1861) PA4 LU E  

Callinectes ornatus Ordway, 1863 AP, PA, MA¹, 3, 4 PLD: Z (I); J SH, S, M Bolla Jr et al. (2008); Mantelatto 

et al. (2014) 

Portunus anceps (Saussure, 1857) AP, PA, MA¹, 3, 4 PLD: J PL, A, L Lebour (1944) 

Subfamily Thalamitinae Paul’son, 1875     

Charybdis hellerii (A. Milne-Edwards, 1867) PA, MA 4, 6 FLD: Z (I–VI); M; J SH, CO, R (Galil 

1992) 

Negreiros-Fransozo (1996); 

Dineen et al. 2001 
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Cronius ruber (Lamarck, 1818) AP, PA, MA¹, 3, 4 PLD: Z (I) SH, BE, S, GRA, 

R 

Fransozo et al. (2002) 

Family Pseudorhombilidae Alcock, 190     

Micropanope pusilla A. Milne-Edwards, 1880 PA, MA¹, 3, 4 LU SH, S, GRA, CO  

Micropanope sculptipes Stimpson, 1871 AP, PA, MA¹, 3, 4 FLD: Z (I–IV); M SH, S, GRA, CO Andryszak & Gore (1981) 

Nanoplax xanthiformis (A. Milne-Edwards, 1880) AP, PA, MA¹, 3, 4 LU SH, S, M, CO  

Panoplax depressa Stimpson, 1871 AP, PA, MA¹, 3, 4 LU SH, S, CO  

Scopolius nuttingi (Rathbun, 1898) AP, PA, MA¹, 3, 4 LU SH, S, CO, R  

Speocarcinus carolinensis Stimpson, 1859 AP¹, 3, 4 LU SH, M  

Family Pseudoziidae Alcock, 1898     

Euryozius sanguineus (Linnaeus, 1767) PA, MA¹, 3, 4 LU SH, S, GRA  

Family Sesarmidae Dana, 1851     

Aratus pisonii (H. Milne Edwards, 1837) PA, MA3, 4, 5 FLD: Z (I–IV); M E Warner (1968); Díaz & 

Bevilacqua (1987); Fransozo et al. 
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(1998); Cuesta et al. (2006); Souza 

et al. (2013) 

Armases angustipes (Dana, 1852) PA3, 4, 5 FLD: Z (I–IV); M E, R Cuesta & Anger (2001); 

Armases rubripes (Rathbun, 1897) PA5 FLD: Z (I–IV); M; J E, R Díaz & Ewald (1968)17; Montú et 

al. (1990)18; Schubart & Cuesta 

(1998); Negreiros-Fransozo et al. 

(2011), Souza et al. (2013) 

Sesarma curacaoense de Man, 1892 PA, MA4, 5 FLD: Z (I–II); M E, M, R (Abele 

1973) 

Anger et al. (1995); Schubart & 

Cuesta (1998); Souza et al. (2013) 

Sesarma rectum Randall, 1840 AP, PA, MA¹, 3, 4, 

5 

FLD: Z (I–-III); M; 

J 

E Fransozo & Hebling (1986); 

Fransozo (1986/87); Souza et al. 

(2013) 

Family Xanthidae MacLeay, 1838     

Subfamily Actaeinae Alcock, 1898     

Actaea acantha (H. Milne Edwards, 1834) AP, PA, MA¹, 3, 4 LU SH, S, M, CO  

Paractaea nodosa (Stimpson, 1860) AP, PA, MA¹, 3, 4 LU SH, S, M, CO  

Subfamily Banareiinae Števčić, 2005     
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Banareia palmeri (Rathbun, 1894) AP, PA, MA¹, 3, 4 LU SH, CO  

Subfamilia Euxanthinae Alcock, 1898     

Batodaeus urinator (A. Milne-Edwards, 1881) PA, MA¹, 3, 4 LU SH, S, CO  

Subfamily Xanthinae MacLeay, 1838     

Garthiope spinipes (A. Milne-Edwards, 1880) AP, PA, MA¹, 3, 4 LU SH, S, CO  

Melybia thalamite Stimpson, 1871 AP, PA, MA¹, 3, 4 LU SH, S, CO, R  

Xanthias inornatus (Rathbun, 1898) MA4 LU SH, R  

Occurrence of species according to: ¹Melo (1996), ²Melo & Campos (1999), ³Barros & Pimentel (2001), 4Coelho et al. (2008), 5Diele et al. (2010), 

and 6Bentes et al. (2013). LU = larva undescribed, PLD = partial larval description, FLD = full larval description, PT = protozoea, Z = zoea, M = 

Megalopa, and J = juvenile. Species previously described as: ¹Dromidia antillensis Stimpson, 1858, ²Hypoconcha sabulosa (Herbst, 1799), 

3Calappa gallus (Herbst, 1803), 4, 5Mithrax hispidus (Herbst, 1790), 6Mithrax tortugae Rathbun, 1920, 7Mithrax forceps (A. Milne-Edwards, 1875), 

8, 9Microphrys bicornutus (Latreille, 1825), 10Parthenope serrata (H. Milne-Edwards, 1834), 11Portunus gibbesii (Stimpson, 1859), 12Portunus 

spinicarpus (Stimpson, 1871), 13Portunus spinimanus Latreille, 1819, 14Cronius tumidulus (Stimpson, 1871), 15Panopeus bermudensis Benedict & 

Rathbun, 1891, 16Planes cyaneus Dana, 1851, 17, 18Metasesarma rubripes (Rathbun, 1897), 19Uca cumulanta Crane, 1943, 20, 21Uca (Minuca) 

burgersi Holthuis, 1967, 22Uca (Minuca) mordax (Smith, 1870), 23Uca rapax (Smith, 1870), 24, 25Uca thayeri (Rathbun, 1900), 26Uca (Minuca) 

vocator (Herbst, 1804), 27, 28Pinnotheres maculatus Say, 1818. SH = Shelf, E = estuary, BE = beach, S = sand, M = mud, GRA = gravel, CO = 

coral, CA = calcareous algae, R = rocks, S = symbiosis, O = open sea. 
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Resumo 27 

Pela primeira vez monitoramos seis locais a cada três meses em um transecto com raio de 28 

aproximadamente 240 km na Plataforma Continental Amazônica, e analisamos a 29 

composição larval de Brachyura, bem como sua abundância em arrastos superficial e 30 

oblíquo, extensão da dispersão larval em relação ao estuário, e probabilidade de 31 

ocorrência e abundância prevista nos perfis de temperatura, salinidade e clorofila-a da 32 

coluna d’água. Um total de 17.759 larvas foram identificadas, distribuídas em 8 famílias 33 

e 24 táxons. A salinidade da água foi o melhor preditor da distribuição larval, e os 34 

modelos estatísticos utilizados indicaram que larvas de Panopeidae, Pinnotheridae e 35 

Portunidae tem maior abundância prevista e probabilidade de ocorrência em camadas 36 

d’água superficiais, enquanto Ocypodidae, Sesarmidae e Calappidae ocorrem em 37 

camadas mais profundas, e Grapsidae e Leucosidae de modo similar em ambos estratos. 38 

A extensão da dispersão larval é distinta entre as famílias e varia ao longo do ano, além 39 

disso, os grupos se distribuem em diferentes salinidades ao longo da plataforma, sendo a 40 

probabilidade de ocorrência de Grapsidae, Panopeidae, Pinnotheridae e Portunidae maior 41 

em águas de salinidade intermediária e oceânica (25,5 a 33,5), e Ocypodidae, Sesarmidae 42 

e Calappidae em águas de salinidade estuarina e intermediária (5 a 25,5). Destacamos que 43 

a sazonalidade da vazão do Rio Amazonas regula a distribuição e dispersão larval de 44 

espécies estuarinas, e a movimentação da pluma ao longo do ano é fundamental para as 45 

espécies pertencentes à plataforma, fornecendo o aporte de nutrientes necessário ao 46 

desenvolvimento destas larvas no plâncton da região. 47 

 48 

Palavras chave: Amazônia, Abordagem multimodelo intensiva, Decapoda, 49 

Distribuição vertical, Exportação larval, Zooplâncton. 50 

 51 
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Introdução  52 

 53 

Os diversos aspectos do ciclo larval de Brachyura tais como morfologia, tolerância aos 54 

fatores abióticos e distribuição geográfica vem sendo estudados desde a década de 60 do 55 

século passado até a atualidade [1–3]. Sabe-se que as estratégias de dispersão larval 56 

(retenção e exportação) de espécies de caranguejos estuarinos apresentam forte relação 57 

com a migração vertical na coluna de água [4,5], uma vez que a velocidade e a direção 58 

das correntes horizontais variam com a profundidade [6,7], e mudanças na posição 59 

vertical de uma larva, seja por migração diária ou ontogenética, permitem o uso das 60 

correntes estratificadas para o deslocamento a distâncias e direções distintas [8], o 61 

chamado transporte seletivo por correntes (selective tidal stream transport) [9,10]. 62 

As estratégias de dispersão têm sido identificadas principalmente a partir de 63 

experimentos em laboratório, que avaliam a tolerância das larvas à variação de fatores 64 

abióticos, e com bases nesses resultados sugerem qual comportamento migratório é 65 

adotado. Esse tipo de estudo já foi realizado para caranguejos Ocypodidae [11], 66 

Panopeidae [12], Varunidae [13] entre várias outras famílias. Contudo, obter um 67 

experimento de sucesso simulando as condições ambientais e garantindo o 68 

desenvolvimento larval completo, ainda mais contando com a obtenção de fêmeas 69 

ovígeras cujos ovos estejam em condições de eclosão não é tarefa fácil, o que certamente 70 

contribui com a falta de dados para a maioria das espécies. Por outro lado, a investigação 71 

da distribuição larval em ambiente natural (estuário e plataforma continental), capaz de 72 

fornecer informações valiosas sobre o ciclo de vida das espécies e comportamento 73 

migratório também apresenta dificuldades de grande magnitude em países com baixo 74 

investimento em pesquisa, o que explica o baixo número de publicações nesta temática 75 
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comparada a estudos desenvolvidos com a população adulta nos mesmos ambientes [14–76 

17]. 77 

Esse cenário é ainda mais agravante na Amazônia, que conta com uma das 78 

maiores diversidades aquáticas do planeta em vastidão e complexidade, da qual uma 79 

porção significativa de espécies ainda tem identificação e limites de distribuição 80 

desconhecidos [18–20], com exceção a alguns grupos de peixes comerciais relativamente 81 

bem documentados [21–23]. Em regiões estuarinas e costeiras amazônicas, informações 82 

sobre distribuição de larvas de Brachyura e seus fatores reguladores são muito restritas 83 

[24] e praticamente inexistentes para a extensa plataforma continental (≈ 240 km da 84 

costa), [25], uma das mais largas do mundo. Essa lacuna pode ser explicada, 85 

principalmente, pelo elevado custo financeiro para amostragem, força das correntes, mau 86 

tempo na época de maior intensidade de chuvas, falta de embarcações adequadas, 87 

limitação do número de pesquisadores atuantes na região, entre outros, que dificultam o 88 

acesso à área, e limitam o conhecimento sobre a história de vida e distribuição geográfica 89 

da fauna de Brachyura.  90 

Este ambiente megadiverso e conspícuo que é a Plataforma Continental 91 

Amazônica (PCA) [23], recebe a drenagem do sistema hidrográfico 92 

Amazonas/Araguaia/Tocantins, com descarga média de 5.7 x 1012 m³/ano [26]. Esta 93 

massa de água doce proveniente do continente forma uma pluma superficial na 94 

plataforma, que tem sua trajetória alterada ao longo do ano pela interação de diferentes 95 

fatores, como a descarga do Rio Amazonas, as Correntes Norte do Brasil (NBC), Contra-96 

Corrente Norte Equatorial (NECC) e Corrente costeira da Guiana (GC), a Zona de 97 

Convergência Intertropical atmosférica (ITCZ), bem como ventos e marés [27,28]. Além 98 

do enorme suprimento de água, há grande aporte de matéria orgânica e sedimento, cerca 99 

de 900 a 1150 x 106 ton/ano [29,30], que afetam sobremaneira a dinâmica e a biomassa 100 
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planctônica da região costeira e Atlântico adjacentes [31,32], e torna o estuário amazônico 101 

único entre os estuários do mundo [33].  102 

Até o presente momento, há registro de ocorrência de 194 espécies de Brachyura 103 

adultos na PCA, das quais somente 74 têm algum estágio larval descrito [34], e 34 104 

espécies em sua fase bentônica são constantemente capturadas como fauna acompanhante 105 

pela frota industrial pesqueira com foco no camarão-rosa Farfantepenaeus subtilis [35]. 106 

Avaliamos nesse estudo o período larval de Brachyura em termos de composição de 107 

espécies, abundância em ambientes raros e profundos, extensão da dispersão larval em 108 

relação ao estuário, frequência de ocorrência nas categorias de pluma, e probabilidade de 109 

ocorrência e abundância prevista em relação aos perfis de temperatura, salinidade e 110 

clorofila-a na PCA. Nosso objetivo é contribuir para o conhecimento da biodiversidade 111 

desse importante componente da cadeia trófica aquática, bem como caracterizar a 112 

configuração desde grupo no plâncton da plataforma, trazendo a luz às possíveis 113 

estratégias de dispersão, distribuição larval e ciclo de vida na maior região estuarino-114 

marinha do mundo. 115 

 116 

Material e Métodos 117 

Área de estudo 118 

O estudo foi realizado na Plataforma Continental do Amazonas (PCA), em área 119 

sob influência da pluma das Bacias Amazônica e Tocantins/Araguaia. Nossa amostragem 120 

ocorreu em seis locais, trimestralmente, de julho/2013 a janeiro/2015, a partir da zona 121 

costeira da Ilha do Marajó até proximidades do talude, de 23 a 233 km de distância da 122 

costa em marés de sizígia, durante as luas cheia e nova (Fig 1). A descarga do Rio 123 

Amazonas para a PCA apresenta forte sazonalidade, com máxima vazão em torno de 124 

220.000 m³ s-1 em maio, e mínima em novembro, aproximadamente 100.000 m³ s-1 125 
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[36,37], assim como a pluma amazônica, que se mantém próxima à margem continental 126 

no inverno no Hemisfério Norte (janeiro a março/abril), começa a se espalhar para o norte 127 

durante o pico de descarga do Rio Amazonas na primavera (maio) [28,38]. No verão 128 

(junho a julho) a retroflexão da Corrente Norte do Brasil leva a pluma para leste, e no 129 

outono (setembro) 70% da água de pluma é exportada para o leste por esta via [28,38].  130 

 131 

Fig 1. Plataforma Continental do Amazonas (PCA) e os seis locais amostrados (23 132 

km, 53 km, 83 km, 158 km, 198 km e 233 km). 133 
 134 

 135 

Coleta de dados 136 

 137 

Foram realizados dois arrastos de zooplâncton em cada local: um horizontal superficial à 138 

0,5 m da superfície e outro oblíquo (executado em forma de ‘V’, abrangendo até 75% da 139 

profundidade local), ambos utilizando redes de plâncton cônico-cilíndricas de malha 200 140 

μm (2 m de comprimento, 60 cm de diâmetro de abertura e fluxômetro acoplado), com 141 

duração de cinco minutos e velocidade de aproximadamente 2 nós (≈ 4 km/h). 142 

Simultaneamente à amostragem, foram aferidos os valores de temperatura (ºC), 143 

salinidade e clorofila-a (µg/L) da água, por meio de um perfilador CTD (Hydrolab DS 5) 144 

no perfil vertical. Os dados de vazão do Rio Amazonas (estação de Óbidos – Pará) foram 145 

obtidos na página Hidroweb (http://www.snirh.gov.br/hidroweb/), disponibilizada pela 146 

Agência Nacional das Águas (ANA). 147 

Ao final das expedições a campo obtivemos um total de 84 amostras (7 expedições 148 

x 6 locais x 2 métodos de arrasto), com volume inicial de 500 mL cada, preservadas em 149 

formaldeído tamponado com tetraborato de sódio, de solução final 4%. Em laboratório, 150 

as amostras foram fracionadas em alíquotas de 250 mL, com subamostrador do tipo 151 
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Folsom, e todas as larvas de Brachyura desta alíquota e foram dissecadas e identificadas 152 

sob microscópio óptico Axioscope Zeiss A1 (Carl Zeiss, Oberkochen, Alemanha) até o 153 

menor nível taxonômico possível, conforme [39–55], por meio da observação da 154 

morfologia, disposição e número de espinhos e cerdas nas antenas, antênulas, 155 

maxilípedes, maxilas, abdômen e télson. A nomenclatura taxonômica foi baseada nas 156 

espécies válidas disponíveis na base World Register of Marine Species 157 

[http://www.marinespecies.org]. Após término da identificação, algumas larvas não 158 

dissecadas foram enviadas ao Museu Paraense Emílio Goeldi (MPEG) para depósito e 159 

registro no acervo da coleção carcinológica. 160 

 161 

Análise de dados 162 

 163 

A densidade foi estimada (larvas. m–3) pela divisão do número de larvas em cada amostra 164 

pelo volume de água filtrada pela rede de plâncton. O volume filtrado foi calculado 165 

utilizando o número de rotações do fluxômetro acoplado na abertura da rede, a partir da 166 

diferença dos dígitos observada no início e no final de cada arrasto, calculados por: V = 167 

A × R × C, onde A = área da abertura da rede (A = π.r2), R = nº de rotações do fluxômetro 168 

durante o arrasto (dígito final – dígito inicial), e C = fator de aferição (m rotações–1 = 0.3) 169 

determinado após a calibração do dispositivo. 170 

A frequência de ocorrência (FO%) das larvas de cada espécie foi obtida pela 171 

fórmula FO = a × 100 / A, onde a = número de amostras contendo a espécie, e A = número 172 

total de amostras. Esses valores foram classificados nas seguintes categorias: muito 173 

frequente (FO ≥ 70%), frequente (30 ≤ FO <70%), pouco frequente (10 <FO < 30%), e 174 

esporádico (FO ≤ 10%) [56].  175 
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A fim de prever a abundância esperada de cada grupo de espécies (família ou 176 

gênero, dependendo do nível mais profundo em que pudemos identificar as larvas), 177 

usamos uma abordagem multimodelo intensiva [57]. Ajustamos vários preditores 178 

diferentes para cada um dos conjuntos de dados, correspondendo aos dados de abundância 179 

de cada grupo. Dada a presença de muitos zeros em nossos conjuntos de dados - alguns 180 

dos quais podem ser simplesmente zeros estruturais - prevemos condicionalmente a 181 

abundância esperada na probabilidade prevista de ocorrência de cada grupo de espécies 182 

usando os dados de presença-ausência. Os detalhes de cada etapa da análise de dados são 183 

fornecidos a seguir. 184 

Para os dados de presença-ausência, ajustamos modelos lineares generalizados 185 

binomiais com função de ligação logística [58] usando diferentes preditores. Calculamos 186 

os preditores tomando o conjunto de poderes (excluindo, é claro, o conjunto vazio; por 187 

favor, verifique [59] para esclarecimentos sobre esta questão) das covariáveis disponíveis 188 

(profundidade da rede de plâncton, temperatura, clorofila-a, distância do estuário, 189 

salinidade e seus valores quadrados) e usamos cada elemento do conjunto de potência 190 

para ajustar os modelos, o que resultou em 511 modelos diferentes. Para cada modelo, 191 

calculamos os pesos Akaike: 192 

 𝜔𝑗 =
exp{−Δ𝑗/2}

∑ exp{−Δ𝑖/2}
𝑀
𝑖=1

, (1) 

onde 𝜔𝑗 é o peso Akaike para o 𝑗-ésimo modelo e Δ𝑗 = AIC𝑗 −min
𝑖∈𝑀

{AIC𝑖} é o AIC 193 

escalado para o modelo 𝑗 em um conjunto 𝑀 de modelos. O valor de 𝑀 é a diferença entre 194 

o número de elementos no conjunto das covariáveis (511) e o número de modelos que 195 

alcançaram convergência; assim, 𝑀 pode ter variado muito entre os dois grupos de 196 

espécies. Por fim, a predição da probabilidade de ocorrência foi baseada em todos os 197 

modelos ponderados por seus pesos Akaike correspondentes. Utilizamos como cenário 198 
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de referência para as previsões, os valores medianos de temperatura, clorofila-a, três 199 

valores diferentes de salinidade (5, 23 e 33,5) e a distância do estuário que variou entre 200 

23 e 233 km (respectivamente, o ponto mais próximo e o mais distante que visitamos no 201 

campo). 202 

Devido a previsão da probabilidade de ocorrência utilizar dados de presença-203 

ausência, ajustamos os modelos lineares generalizados de Poisson com a função log-link 204 

aos dados de abundância observada usando o raciocínio anterior (vários modelos, cada 205 

um com um elemento do conjunto de poderes de covariáveis, ponderado pelos pesos 206 

Akaike, descartando os modelos que não convergiram, computando as previsões no 207 

cenário de referência). Uma vez que as abundâncias observadas dependem em grande 208 

parte do volume de água coletado na amostra, definimos o volume como um offset em 209 

todos os modelos. 210 

Nossa previsão final de abundância esperada para cada grupo foi o produto entre 211 

a abundância prevista e a probabilidade de ocorrência no cenário de referência Observe 212 

que em nosso multimodelo e abordagem teórica da informação, é impossível (e sem 213 

sentido) relatar valores-p de qualquer tipo [57,60], portanto, usamos o peso total de cada 214 

variável em modelos plausíveis (aqueles em que Δ𝑗 < 2, um limite amplamente utilizado), 215 

variando de 0 (nunca importante) a 1 (sempre importante), como medida de influência 216 

nas previsões. 217 

 218 

Resultados 219 

 220 

Variáveis ambientais 221 

 222 
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A temperatura da água na PCA teve amplitude de 7ºC (23 a 30ºC), sendo o valor máximo 223 

observado em janeiro (início do período de chuvas mais intensas) e o mínimo em julho 224 

(início do período menos chuvoso). As temperaturas mais baixas foram registradas em 225 

profundidades elevadas, a partir de 200 km de distância do continente. No entanto, em 226 

grande parte da extensão da plataforma houve predominância de temperatura em torno de 227 

28ºC.  228 

A salinidade da água apresentou grande amplitude de variação (36), com mínima 229 

de 2 (maio, período chuvoso) e máxima de 38 (janeiro), aumentando gradualmente 230 

conforme o afastamento da costa. A concentração de clorofila-a variou de 0.3 a 85.1 µg/L-231 

1, ambas em janeiro, decrescendo à medida que a distância costa-oceano aumentou (para 232 

maior detalhamento das variáveis ambientais nesta região ver [61]).  233 

A vazão do Rio Amazonas foi maior (291.900 m³.s-1) em maio e menor (≈110.000 234 

m³.s-1) em outubro/2013-2014, com variação do volume de água similar à média histórica 235 

de 1985 a 2015 (Fig 2).  236 

 237 

Fig 2. Variação histórica da vazão do Rio Amazonas de 1985 a 2015. 238 

 239 

Composição larval  240 

 241 

Foram identificadas um total de 17.759 larvas, distribuídas em oito famílias e 24 táxons 242 

(Tabela 1).  243 

 244 

Tabela 1. Composição larval e frequência de ocorrência de Brachyura na 245 
Plataforma Continental Amazônica. 246 
 247 
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Panopeus lacustris foi a espécie mais abundante (67 % de FO, das quais megalopa 248 

foi maioria: 57%), seguido por Achelous spp. (12%) e Armases rubripes (9%). Foram 249 

encontradas na PCA ambas as fases de desenvolvimento larval (zoea e megalopa) de P. 250 

lacustris, A. rubripes, Gelasiminae e Portunidae. Houve ocorrência ocasional dos estágios 251 

ZI e ZII de Leptuca cumulanta, e ZI de Ucides cordatus e Goniopsis cruentata, e por tal 252 

motivo essas não foram incluídas nos modelos matemáticos, enquanto os estágios larvais 253 

das demais espécies ocorreram de forma heterogênea na PCA (Tabela 1). Larvas de 254 

Achelous spp., A. rubripes, Calappa sp., Callinectes spp., Gelasiminae 2, Pachygrapsus 255 

gracilis, P. lacustris, Pinnixa sp., ocorreram durante todo o período de estudo, e zoea de 256 

Hexapanopeus sp. apenas não ocorreram em maio (maior vazão), enquanto Portunidae 257 

não ocorreu em outubro (menor vazão). Além disso, Minuca rapax, Gelasiminae 1, 2 e 3 258 

apresentaram pico de densidade larval durante a maior vazão do rio (maio) (ver material 259 

suplementar 1). 260 

 261 

Dispersão larval (estratos de profundidade, distância da costa e pluma 262 

estuarina)  263 

 264 

Com base no modelo matemático, distintos padrões de dispersão larval foram 265 

observados ao longo da plataforma. Com relação à disposição na coluna d’água, 266 

observou-se que Panopeidae, e Portunidae apresentaram maior abundância e 267 

probabilidade de ocorrência em águas subsuperficiais, e que os estágios larvais de A. 268 

rubripes e Ocypodidae foram mais abundantes na coluna d’água. Larvas de Pinnotheridae 269 

não tiveram grande diferença de abundância nos dois estratos, larvas de Calappa sp. 270 

ocorreram quase exclusivamente no oblíquo, enquanto Grapsidae e Leucosidae 271 
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apresentaram abundância similar em ambos os estratos, superficial e coluna d’água 272 

arrastos (Fig 3, 4, 5). 273 

 274 

Fig 3. Abundância esperada/ probabilidade de ocorrência de larvas de Brachyura. 275 
Grapsidae (A), Panopeidae (B) e Pinnotheridae (C). 276 
 277 

Fig 4. Abundância esperada/ probabilidade de ocorrência de larvas de Brachyura. 278 
Portunidae (D), Ocypodidae (E) e A. rubripes (F). 279 
 280 

Fig 5. Abundância esperada/ probabilidade de ocorrência de larvas de Brachyura. 281 
Calappa sp. (G) e Leucosidae (H). 282 

 283 

A ocorrência larval de caranguejos foi heterogênea, variando em função da 284 

distância da costa e da salinidade da água. Larvas de Portunidae apresentaram maior 285 

abundância e probabilidade de ocorrência em locais mais afastados do continente, a partir 286 

de 83 km de distância da costa, em águas com salinidade 33.5 (Fig 4D). O padrão inverso 287 

foi verificado em Ocypodidae (Fig 4E) e A. rubripes (Fig 4F), com maior abundância e 288 

probabilidade de ocorrência em locais mais próximos à costa, até 158 km, em águas 289 

estuarinas e de pluma intermediária, com salinidade 5 e 25.5, respectivamente. Os 290 

estágios larvais de Grapsidae (Fig 3A), Panopeidae (Fig 3B) e Pinnotheridae (Fig 3C) 291 

também foram mais abundantes em águas costeiras, no entanto, com maior probabilidade 292 

de ocorrência em salinidade 25.5 e 33.5. Larvas de Calappa sp. ocorreram de 83 a 233km, 293 

com densidade concentrada principalmente à 158 km da costa (Fig 5G), 294 

preferencialmente em águas de salinidade 5 e 25.5, enquanto a distribuição larval de 295 

Leucosidae (Fig 5H) foi similar em toda a extensão da plataforma e, portanto, ocorreu em 296 

diversas salinidades.  297 

Alguns taxóns tiveram ocorrência restrita a determinadas categorias de pluma [62] 298 

tais como: U. cordatus e megalopa 2 de Gelasiminae exclusivas à águas estuarinas, G. 299 
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cruentata e L. cumulanta em pluma intermediária, e Grapsidae, assim como as megalopas 300 

de Pinnotheridae e Portunidae, encontradas somente em mar aberto (Tabela 1).  301 

Durante o período de maior vazão, larvas de Grapsidae, Panopeidae, Pinnixa sp., 302 

Portunidae e Leucosidae estiveram concentradas nas áreas média e externa da plataforma 303 

continental, , enquanto no período de menor vazão, houve presença de larvas destas 304 

famílias em locais mais próximos ao continente (23 e 53 km da costa), em função da 305 

menor entrada de água doce na PCA (Fig 6 e 7). Em contrapartida, durante o período de 306 

maior vazão, a dispersão larval de Ocypodidae expande atinge 198 km de distância da 307 

costa, e no período de menor vazão esta dispersão é reduzida, com larvas concentradas a 308 

23 km do continente. Os únicos táxons não afetados pela extensão da pluma amazônica 309 

são Calappa sp., que teve ocorrência concentrada à 158 km independente das variações 310 

da vazão do rio, e D. crinitichelis que ocorreu apenas em 83 e em 158 km da costa, ambos 311 

próximos aos recifes de corais (Fig 6 e 7). 312 

 313 

Fig 6. Densidade larval de Brachyura em maio/14 e outubro/14. Grapsidae (A), 314 
Panopeidae (B), Pinnotheridae (C) e Portunidae (D). 315 
 316 

Fig 7. Densidade larval de Brachyura em maio/14 e outubro/14. Ocypodidae (E), A. 317 

rubripes (F), Calappa sp. (G) e Leucosidae (H). 318 
 319 

Discussão 320 

 321 

A dispersão larval de Brachyura ao longo da PCA foi estruturada pela pluma do Rio 322 

Amazonas, que apresenta maior e menor vazão em maio e outubro, respectivamente. 323 

Larvas de espécies que eclodem próximo à região costeira estão sujeitas aos mesmos 324 

fatores abióticos como luz, temperatura, pressão e salinidade [63], e bióticos como 325 

predadores e disponibilidade de alimento [64,65]. No entanto, cada táxon é capaz de 326 
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ajustar seu posicionamento vertical na coluna d’água para cima ou para baixo conforme 327 

mudanças destes estímulos exógenos [10,66,67], influenciando a direção e distância que 328 

as larvas são transportadas no plano horizontal [17,68]. Estas diferentes respostas 329 

possivelmente estão relacionadas a características intrínsecas de cada espécie ou família, 330 

como condições do habitat adulto [69], osmorregulação [70], presença de predadores 331 

[71], entre outros fatores.  332 

 No processo de exportação as larvas de Brachyura são carregadas pela borda de 333 

pluma em direção à PCA. A pluma amazônica, em épocas de máxima vazão, pode 334 

alcançar até 300 km de extensão da região costeira [72], máximo de 10 metros de 335 

profundidade [73], e salinidade inferior a 35 [74]. A borda de pluma geralmente é 336 

controlada pela ação do vento e pelo fluxo de Ekman, de modo que, o equilíbrio da 337 

mistura do vento (que desfaz a estratificação vertical) e o transporte de Ekman por 338 

flutuabilidade (que reforça a estratificação vertical) resulta em uma borda da pluma que 339 

aumenta lentamente em salinidade enquanto move-se em direção ao mar transportando 340 

as larvas [75–77].  341 

Ao contrário do padrão observado em outras regiões do mundo, por exemplo, 342 

onde a temperatura é o fator controlador mais importante nos processos biológicos nas 343 

populações e comunidades planctônicas [78,79], em nosso estudo essa variável e a 344 

clorofila-a não foram importantes preditores de dispersão, de modo que as diferentes 345 

estratégias das larvas parecem ser reguladas principalmente pela forte influência da vazão 346 

do Amazonas sobre a salinidade da água, e da pluma amazônica que se expande e retrai 347 

ao longo do ano. Apesar de neste estudo não termos acompanhado precisamente o fluxo 348 

da pluma, é notória a influência dessa sobre a salinidade, e sobre a comunidade larval de 349 

braquiúros na Plataforma, divergindo de outras regiões costeiras pela característica e 350 

força peculiar desse sistema hidrológico. Outros fatores frequentemente relacionados à 351 
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movimentação de larvas planctônicas, como ação das marés, ventos e correntes 352 

superficiais [17,80] não foram abordados neste trabalho, mas são importantes parâmetros 353 

a serem investigados em pesquisas futuras. Nesse contexto, a dispersão larval de cada 354 

família e sua distribuição na coluna d’água na PCA será tratada em mais detalhes a seguir. 355 

 356 

Grapsidae 357 

 358 

A distribuição das zoea de Grapsidae (P. gracilis e Grapsidae n. id.) ocorre de forma 359 

semelhante na camada superficial e na coluna d’agua, com maior abundância prevista e 360 

probabilidade de ocorrência em águas de salinidade 25.5 e 33.5, características de 361 

plataforma intermediária e externa. Durante a maior descarga do Rio Amazonas (maio), 362 

houve afastamento das larvas da região costeira, que ocorreram apenas em 198 e 233 km, 363 

as quais se aproximaram do continente durante o período de menor vazão, com salinidade 364 

mais elevada em relação à água de pluma. 365 

Nossos resultados confirmam a proposta de exportação larval de P. gracilis [81], 366 

comportamento também adotado por P. transversus [82], P. crassipes [5], P. marmoratus 367 

[83], Hemigrapsus sanguineus [84] e Geograpsus lividus [85]. Similar a P. gracilis, 368 

larvas dos gêneros Pachygrapsus e Hemigrapsus também passam todo o 369 

desenvolvimento larval na plataforma intermediária [86,87], mas zoea de P. crassipes se 370 

distribuem em todos os estratos da coluna d’água, nêuston, superfície e fundo [63], 371 

enquanto zoea de Hemigrapsus tem geotaxia negativa e nadam em direção à superfície 372 

[68] passando todo o ciclo larval em cerca de 15m de profundidade [88], o que revela que 373 

a disposição vertical na coluna d’agua pode ser variável entre os gêneros e espécies de 374 

grapsídeos. 375 
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Zoea I, II e III de P. gracilis foram as larvas mais abundantes da família na PCA, 376 

e ocorreram em todos os meses, ratificando a reprodução sazonal contínua, similar à P. 377 

transversus [89,90]. No entanto, observamos pico larval da espécie em outubro na 378 

plataforma, enquanto no estuário amazônico esse se dá em maio [24,81]. As zoea de P. 379 

gracilis parecem ter ampla tolerância a variações salinas, pois, de pelo menos cinco 380 

estágios zoea que compõe o gênero [91,92], três deles são encontrados em toda a extensão 381 

da PCA (23 a 233 km) e em diferentes estratos de salinidade. Não encontramos megalopa 382 

dessa espécie na PCA, apesar da informação de que elas se desenvolvem na plataforma 383 

[93], e sua imigração é correlacionada com elevada salinidade e velocidade de corrente, 384 

típicas de marés enchentes dos estuários.  385 

Reprodução sazonal contínua também foi observada em G. cruentata em regiões 386 

subtropicais, com pico reprodutivo no período menos chuvoso em alguns locais [94,95], 387 

e no período chuvoso em outros [96,97]. No estuário amazônico o pico larval de ZI ocorre 388 

na transição entre o período chuvoso e o menos chuvoso (maio a julho), com baixa 389 

densidade durante o restante do ano [24]. Baseado nisso, os demais estágios larvais de G. 390 

cruentata deveriam estar presentes na PCA ao longo do ano, todavia registramos uma 391 

única ocorrência de ZI em outubro. Nesse sentido, trabalhos futuros deverão elucidar tais 392 

lacunas referentes à G. cruentata e demais grapsídeos. 393 

 394 

Panopeidae 395 

 396 

As larvas de Panopeidae distribuem-se principalmente na camada superficial da coluna 397 

d’água, e tanto zoea quanto megalopa tiveram maior abundância prevista e probabilidade 398 

de ocorrência associadas à salinidade intermediária e oceânica (25.5 e 33.5), com menor 399 

densidade em maio e maior densidade em outubro. Por ocorrerem desde a costa até a 400 
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quebra da plataforma (≈ 240 km), larvas do gênero Panopeus parecem ter maior 401 

tolerância a águas oceânicas em comparação à Hexapanopeus sp., que também realiza 402 

exportação larval, porém com extensão de dispersão limitada à 158 km da costa, com 403 

todos seus estágios zoea (I a IV) desenvolvendo-se na plataforma intermediária, similar 404 

ao observado para Lophopanopeus bellus [88]. 405 

Zoeas de Hexapanopeus sp. possuem morfologia parecida com Rhithropanopeus 406 

harrisii, com presença de longos espinhos rostral, dorsal, laterais e abdominais, além de 407 

longas antenas [98,99] e presença de cromatóforos [1] que são características 408 

morfológicas geralmente associadas a espécies que realizam retenção larval [100,101], 409 

por proporcionar maior resistência ao afundamento e flutuação em microcorrentes [102], 410 

garantindo a permanência próxima ao hábitat parental. Ainda assim esse é um argumento 411 

questionável, considerando que algumas larvas que possuem espinhos longos realizam 412 

exportação larval [103], como zoea de Panopeus [104] e Callinectes [52] (espinhos de 413 

menor tamanho quando comparado à Hexapanopeus). Essa estratégia de exportação já 414 

foi sugerida para outros panopeídeos como Dyspanopeus sayi [105], Eurypanopeus 415 

depressus [106], Panopeus herbstii [107], Panopeus africanus[83] e confirmada para 416 

Panopeus lacustris [108]. 417 

 418 

Pinnotheridae 419 

 420 

A abundância prevista e probabilidade de ocorrência de larvas de Pinnotheridae foram 421 

um pouco mais elevadas em águas superficiais e em salinidade intermediária e oceânica 422 

(25.5, 33.5), com presença de todos os estágios zoea na PCA, e dispersão larval de 423 

Pinnixa e Austinixa atingindo metade da extensão da plataforma (158 km).  424 
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Exportação larval de Pinnotheridae já foi sugerida com base na alta abundância 425 

de larvas zoea I na camada superficial em marés vazantes do estuário, além de correlação 426 

positiva da densidade larval com a salinidade [109], o que condiz com nossos resultados. 427 

A saída de zoea I do estuário da Califórnia (EUA) também foi relatada, onde o 428 

desenvolvimento larval completo de Pinnixa faba, P. tubicola, Pinnotheres pugettensis e 429 

Scleroplax granulata ocorre na parte interna da plataforma à 6 km da costa [88], com 430 

estágios zoea coletados em 17 m de profundidade, e megalopa até 49 m, embora esta 431 

plataforma não seja comparável em magnitude à PCA. Por outro lado, em Chesapeake 432 

Bay, todos os estágios larvais de Pinnixa chaetopterana, P. sayana, Pinnotheres 433 

maculatus e P. ostreum foram encontrados sempre em proximidade ao fundo, indicando 434 

retenção larval [2,110]. Em um estuário amazônico retenção larval também foi sugerida 435 

para Pinnixa gracilipes, devido à presença de ZI, ZII e ZIV no estuário inferior [24]. 436 

Diante desse contexto, acreditamos que os diferentes padrões possam estar 437 

relacionados ao habitat dos hospedeiros, pois Pinnotheridae é composta basicamente por 438 

caranguejos simbiontes ou parasitas de invertebrados bentônicos, que habitam galerias de 439 

talassinóideos [111], tubos de poliquetos [112], moluscos bivalves [113], equinodermos, 440 

entre outros. E as relações simbióticas podem variar de bastante a muito específicas [114], 441 

assim, é provável que haja adaptações das espécies aos diferentes ambientes dos 442 

hospedeiros, o que sugerimos ser investigado no futuro. 443 

Em nosso estudo, somente a distribuição de Pinnixa sp. foi influenciada pela 444 

vazão do Rio Amazonas, com ocorrência de larvas a partir de 83km durante a alta 445 

descarga, e à 23 km da costa na baixa descarga. A distribuição de Austinixa sp. não 446 

mostrou grande variação, enquanto as zoea de D. crinitichelis foram encontradas somente 447 

a 83 e 158 km da costa, locais estes que se sobrepõe aos recifes de corais da plataforma 448 

amazônica, potenciais habitats de diversos Echinoidea, organismos hospedeiros do 449 
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caranguejo adulto (principalmente as Ordens Clypeasteroida e Spatangoidea) [50], o que 450 

explica a presença restrita de zoea de D. crinitichelis nesses locais de sobreposição. 451 

Muitas destas espécies de equinoides da PCA ainda são desconhecidas, porém, 452 

possivelmente são organismos que também ocorrem na plataforma continental Nordeste 453 

(32 espécies) [115,116]. Em nossas amostras não foram encontradas megalopas de D. 454 

crinitichelis, o que se deve ao parasitismo obrigatório desta larva, a qual necessita do 455 

hospedeiro para alimentação e metamorfose para o primeiro estágio de caranguejo, e 456 

portanto não encontra-se no plâncton [50].  457 

A ocorrência larval de D. crinitichelis na PCA se deu somente em outubro, maio 458 

e janeiro, ao passo que Pinnixa e Austinixa estiveram presentes durante todo o ano, com 459 

pico de densidade em janeiro, condizente com hábitos reprodutivos já relatados em outras 460 

espécies de Pinnixa [112;117] e Austinixa [111;118]. 461 

 462 

Portunidae  463 

 464 

Na região amazônica há portunídeos que ocorrem em estuários, como o gênero 465 

Callinectes, e na Plataforma como Achelous, Arenaeus, Charybdis e Cronius [34,35]. Na 466 

PCA encontramos todos os estágios larvais de Achelous spp. e Callinectes spp., além de 467 

larvas de Portunidae distribuídas na camada superficial, com maior abundância e 468 

probabilidade de ocorrência a partir de 83 km da costa e em salinidade elevada (33.5), 469 

onde há alta abundância dos estágios de desenvolvimento posteriores. Além disso, larvas 470 

dessa família apresentam maior distanciamento da costa no período de elevada vazão do 471 

Rio Amazonas (83 a 233 km), estando mais próximas do continente quando a vazão é 472 

menor (23 a 233 km), o que mostra sua afinidade com águas oceânicas e confirma 473 

trabalhos anteriores sobre o período larval do grupo. Sabemos que Achelous rufiremus é 474 
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a espécie de macroinvertebrado bentônico mais abundante em quase quatro graus de 475 

latitude de extensão na PCA [35], mas infelizmente, não há descrição dos estágios larvais 476 

dessa espécie, assim apesar de conter todos os estágios larvais em nossas amostras, estas 477 

não puderam ser identificadas. 478 

Sabe-se que portunídeos estuarinos realizam exportação larval, que inicia com 479 

desova das fêmeas na foz dos estuários [119–121], e após a eclosão, como ocorre em 480 

Callinectes sapidus, as larvas zoea I que possuem forte geotaxia negativa [122], mantém-481 

se nos dois metros superiores da coluna d’água a fim de aproveitar as correntes de saída 482 

da baia/estuário, que impulsionadas pelo vento, seguem em direção a plataforma [75, 483 

103]. O deslocamento dessas manchas de larvas ocorre juntamente com a borda de pluma, 484 

e após alguns dias à deriva na plataforma, elas se movem da borda de pluma para o mar 485 

aberto [76], onde permanecem em águas superficiais durante todo o período de 486 

desenvolvimento larval [75,123,124]. Tal disposição na coluna d’água também favorece 487 

a ação dos ventos e correntes de superfície para o transporte da megalopa de volta as 488 

regiões costeiras [75,77]. 489 

Supomos que esse modelo de dispersão de C. sapidus por transporte seletivo, 490 

revisado por [125], provavelmente é seguido por larvas de Callinectes que saem dos 491 

estuários amazônicos e junto a pluma seguem para a plataforma continental. Enquanto 492 

que larvas de espécies totalmente marinhas que habitam a PCA, tais como Achelous e 493 

Cronius, por exemplo, se desenvolvem normalmente na faixa de salinidade oceânica [3], 494 

desde a eclosão até o assentamento no habitat bentônico ou livre nadante dos adultos. De 495 

todo modo, em ambos os casos, estar em águas de elevada salinidade é essencial para o 496 

desenvolvimento larval bem sucedido dessas espécies [126,127]. 497 

Zoea de Achelous e Callinectes apresentam pouca diferença morfológica entre si, 498 

que consiste basicamente no número de estágios zoea (ZVII em Achelous e ZVIII em 499 
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Callinectes), número de cerdas da antênula e tamanho do exopodito da antena, que 500 

permanece sem alteração em Callinectes [52], e aumenta de tamanho no decorrer do 501 

desenvolvimento em Achelous [53], sendo melhor visualizado a partir de ZIV. Nós 502 

acreditamos que as larvas aqui identificadas como Achelous spp., correspondam em 503 

grande parte à Achelous rufiremus, uma vez que esta espécie é a mais abundante na fauna 504 

acompanhante da pesca do camarão rosa, e a mais amplamente distribuída na PCA [35], 505 

assim como no Atlântico Ocidental, desde Nova Jersey (EUA) até o Sul do Brasil [128], 506 

porém sem a morfologia da larva descrita para efetuarmos tal confirmação. 507 

A pouca diferenciação morfológica entre os gêneros somada à escassez de 508 

descrições larvais completas, não permite a identificação precisa a nível de espécie para 509 

zoea ou megalopa [53,129–131]. Por se tratar de uma família cujo desenvolvimento larval 510 

é de difícil obtenção em laboratório, poucas descrições completas estão disponíveis na 511 

literatura, e grande parte das espécies possui somente ZI ou nenhum estágio descrito 512 

[132,133]. Essa problemática pode ser resolvida futuramente com o uso da análise de 513 

DNA barcoding para identificação de larvas provenientes de ambiente natural. 514 

 515 

Ocypodidae  516 

 517 

Todos os estágios larvais de Ocypodidae estiveram presentes na PCA, zoea com 518 

distribuição concentrada até 158km e megalopa até 83km distância do continente. A 519 

maior abundância prevista e probabilidade de ocorrência se deu em águas de salinidade 520 

estuarina e intermediária (5 e 25.5), com maior extensão de dispersão (até 233km) durante 521 

a maior vazão do Rio Amazonas, e pico reprodutivo neste mesmo período (maio), tal 522 

como observado dentro do estuário amazônico [24].  523 
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A estratégia de exportação desta família para a plataforma adjacente já é 524 

conhecida [4,134–136], e estas larvas são incapazes de sobreviver por muito tempo sob a 525 

baixa salinidade do ambiente estuarino, como verificado em experimentos com Austruca 526 

annulipes [137], Leptuca leptodactyla [138], Minuca minax [139], M. rapax [140], 527 

Minuca vocator [141] e U. cordatus [142]. Uma exceção à regra é L. cumulanta, que 528 

realiza retenção de todos seus estágios larvais no estuário [24], de modo que larvas ZI e 529 

ZII podem ter sido acidentalmente arrastadas por correntes para a plataforma, o que 530 

justifica a única ocorrência à 23km da costa. Contudo, apesar de confirmarmos a 531 

exportação larval para a maioria das espécies, não é possível afirmar especificamente o 532 

quanto cada uma avança plataforma adentro, isso porque há grande semelhança 533 

morfológica entre elas [44–46,143], o que torna a distinção destas larvas um trabalho de 534 

alta dificuldade e imprecisão.  535 

A densidade larval de Ocypodidae foi mais elevada em camadas d’água profundas 536 

do que superficiais. Isto é similar ao observado em larvas de Minuca pugnax [11] e outros 537 

ocipodídeos, onde ZI distribui-se perto da superfície, e os estágios zoea posteriores 538 

assumem posições mais profundas na coluna d'água, sugerindo alteração ontogenética na 539 

posição vertical [110], o que permite que essas larvas aproveitem a circulação 540 

gravitacional para eventual transporte de retorno da megalopa ao estuário [14], e 541 

assentamento dos juvenis nos mesmos habitats que os adultos específicos [144,145]. 542 

A espécie U. cordatus é um caso particular, pois apesar de nossa amostragem ter 543 

abrangido dois ciclos reprodutivos deste caranguejo, que se reproduz sazonalmente na 544 

Amazônia, especificamente na lua cheia ou nova do período chuvoso [142,146], 545 

encontramos um número reduzido de larvas, apenas três exemplares ZI na saída do 546 

estuário (23 km) em janeiro. Esta baixa abundância pode se dar em função da alta 547 

sincronização da espécie associada a ação de correntes, pois, U. cordatus desova sempre 548 
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na maré vazante noturna próxima às luas nova ou cheia [147], e sua sincronização é tão 549 

forte que um dia após a liberação, as larvas ZI não são mais encontradas no estuário [146]. 550 

Assim, uma vez na plataforma, o transporte destas larvas pode ter sido potencializado, 551 

pois em janeiro os ventos terrestres sopram a pluma amazônica contra a margem 552 

continental, a qual segue rapidamente com a Corrente Norte do Brasil em direção à 553 

Guiana Francesa [28,73], o que justificaria a não captura por nossas redes, visto que os 554 

arrastos foram realizados sempre em período diurno.  555 

Ainda que este caranguejo utilize um recurso de desova similar a outros 556 

Ocypodidae, esta espécie tem um ciclo inconspícuo. Desse modo, a possibilidade de 557 

encontrar larvas de Gelasiminae é sempre maior, decorrente de suas diversas desovas ao 558 

longo do ano, o que garante um suprimento larval constante para a plataforma, diferente 559 

de U. cordatus. 560 

 561 

Armases rubripes (Sesarmidae) 562 

 563 

Este caranguejo semi terrestre possui reprodução sazonal contínua com pico de fêmeas 564 

ovígeras no verão (dezembro, janeiro e fevereiro) [148]. Diferente dos adultos que 565 

habitam estuários oligohalinos, as larvas de A. rubripes não são tão tolerantes à baixa 566 

salinidade, e o desenvolvimento completo só é possível em águas mais salinas, o que 567 

sugere migração para a plataforma continental [149,150]. Em estuários amazônicos, 568 

apenas ZI da espécie é encontrada ao longo do ano, e aproximadamente 10 vezes mais 569 

abundante em janeiro [151]. Nossos resultados confirmam sua exportação larval, com 570 

dispersão de todos os estágios larvais até 123 km da costa, e pico reprodutivo em janeiro, 571 

período de alta precipitação na região amazônica. A intensidade de chuvas parece ser o 572 

parâmetro que regula a reprodução de A. rubripes na região equatorial [151], assim como 573 
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ocorre com Aratus pisonii [152,153], e Armases angustipes [154]. A desova no período 574 

chuvoso pode trazer algumas vantagens para essas populações, como aumento da 575 

concentração de nutrientes, maiores marés - aumentando a chance de transporte em longas 576 

distâncias - e elevação da produtividade da água do mar, o que favorece o 577 

desenvolvimento das larvas no plâncton [152,155].  578 

Na PCA zoea e megalopa de A. rubripes possuem abundância prevista e 579 

probabilidade de ocorrência mais elevadas em camadas d’agua mais profundas, 580 

principalmente em salinidade estuarina (5), com menor ocorrência em salinidade 581 

intermediária (25.5). Esses valores de salinidade condizem com a utilizada no cultivo para 582 

descrição larval da espécie (cerca de 19) [54], mas diferem da faixa de elevada 583 

sobrevivência de zoea (30) de espécimes cultivadas no Uruguai [150]. Tal discordância 584 

parece indicar que a tolerância salina destas larvas varia entre populações de diferentes 585 

locais, de modo que, na região amazônica elas estão adaptadas à baixa salinidade 586 

proveniente da grande descarga de água doce dos estuários, e a sazonalidade da pluma e 587 

vazão do rio não afetam sua distribuição no plâncton. Além disso, observamos que a 588 

megalopa concentrou-se até 83km da costa, e parece optar por águas de salinidade ainda 589 

mais baixa em relação à zoea, padrão observado anteriormente em megalopas de A. 590 

pisonii [156] e Armases spp. [157,158], e também seguido por outras espécies de 591 

caranguejos que reimigram da plataforma para estuários e rios. 592 

 593 

Calappa (Calappidae) 594 

 595 

As larvas zoea de Calappa ocorreram na plataforma durante todo o ano, o que indica 596 

reprodução contínua. Apresentaram elevadas abundância prevista e probabilidade de 597 

ocorrência em camadas mais profundas da coluna d’água, com zoea praticamente ausente 598 
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na camada superficial. Esse gênero é exclusivo de plataformas continentais, e habita 599 

fundos de corais, areia e lama [34] e na PCA, suas larvas estiveram concentradas 600 

principalmente na região localizada sobre os recifes de corais (83 a 158 km da costa), 601 

onde há ocorrência de adultos [35], que distribuem-se ao longo de toda a área do sistema 602 

de recifes, estimada de 9.500 a 56.000 km² [159,160]. Assim, esses ambientes são 603 

fundamentais para o desenvolvimento de Calappa, porém sofrem grande interferência 604 

humana, tanto pela pesca predatória de arrasto de fundo para captura do camarão-rosa 605 

desde 1960, que destrói os recifes e captura o gênero como fauna acompanhante [81,161], 606 

quanto pela possibilidade futura de exploração de petróleo e gás na área [160].  607 

Embora os adultos habitem apenas a plataforma, e a distribuição larval do gênero 608 

não seja afetada pela sazonalidade da vazão do rio, verificamos que a zoea de Calappa 609 

parece ter alguma afinidade com a água de pluma, talvez pela injeção de sedimentos 610 

derivados da terra, nutrientes e matéria orgânica dissolvida no ambiente oceânico [162]. 611 

Essa região de transição entre a frente de pluma e a água oceânica é um ecótone (83 a 158 612 

km), e está intimamente ligada ao fluxo de descarga do rio, sendo uma das áreas da PCA 613 

com maior amplitude de produtividade primária quando a concentração de nutrientes e as 614 

condições de irradiância são ótimas, principalmente no período de vazão máxima [38,74], 615 

o que sustenta larvas de espécies marinhas que vivem próximo ao encontro, como 616 

Calappa.  617 

Há ocorrência de quatro espécies do gênero na população adulta da PCA [35]: C. 618 

nitida, C. ocellata, C. sulcata, e C. galloides, sendo esta última a única espécie da região 619 

com o estágio ZI descrito [39], o que limitou a identificação dos exemplares. As demais 620 

descrições disponíveis na literatura para o gênero são incompletas e de espécies que não 621 

ocorrem na área: C. japonica [39], C. granulata [163,164], C. lophos, C. philargius [165], 622 

e C. tortugae [166]. Durante nosso estudo, encontramos zoeas com características 623 
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morfológicas correspondentes à ZIV, com 10 cerdas no exópodo do primeiro e segundo 624 

maxilípedes, antena aumentada em tamanho e antênula com acréscimo de cerdas em 625 

relação a ZI, bem como presença de pleópodos bastante desenvolvidos, indícios da 626 

proximidade com a metamorfose para megalopa. Com base nisso, acreditamos que as 627 

espécies de Calappa da PCA tenham desenvolvimento larval composto por ZI a IV e 628 

megalopa, o que deverá ser confirmado em descrições larvais posteriores.  629 

 630 

Leucosidae 631 

 632 

As zoeas de Leucosidae apresentaram alta abundância prevista e probabilidade de 633 

ocorrência em águas de diversas salinidades (5, 25.5 e 33.5.), sem diferenças quanto à 634 

disposição vertical na coluna d’água. Essa resposta pode estar relacionada à junção de 635 

características distintas dos dois grupos encontrados, zoeas de Persephona com 636 

distribuição mais homogênea ao longo da PCA, não ocorrendo apenas em proximidade à 637 

região costeira (23 km), e zoeas de Leucosidae, presentes somente em locais mais 638 

afastados da costa (a partir de 83 km). Apesar disto, durante a maior vazão do rio, a 639 

ocorrência de ambos táxons foi restrita à 233 km da costa, e sua distribuição foi mais 640 

homogênea em outubro e janeiro.  641 

Similar à Calappa, este é um grupo que habita fundos de areia, lama e coral na 642 

plataforma continental, ocorre durante quase todo o ano, e também é capturado como 643 

fauna acompanhante na pescaria camaroneira [35]. Dos oito gêneros de Leucosidae que 644 

habitam a PCA, somente Persephona mediterranea tem o desenvolvimento larval 645 

completo descrito (ZI–ZIV e megalopa) [42], e P. lichtensteinii e P. punctata apenas ZI 646 

descrita [43]. Muito pouco se conhece a respeito dessa parte do ciclo de vida destes 647 
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caranguejos, logo, estas são as primeiras informações sobre a ecologia larval do grupo 648 

em ambiente natural. 649 

 650 

Especificidade amazônica 651 

 652 

O processo de saída de larvas zoea dos estuários e posterior retorno como 653 

megalopa tem sido bastante estudado e revisado mundialmente [9,10,75,125]. Por se 654 

tratar de uma região tropical amazônica, com verão ao longo de todo o ano, o suprimento 655 

larval de Brachyura para a PCA é sazonal contínuo, com algumas exceções como U. 656 

cordatus, diferente do observado em ambientes temperados, com estações bem definidas, 657 

onde a primavera e o verão são os períodos de densidade larval mais elevada [167–169]. 658 

Apesar disso, coletar larvas de Brachyura no plâncton dessa área ainda é um 659 

desafio, pois, além do grande volume oceânico no qual as larvas potencialmente podem 660 

se dispersar, estas apresentam distribuição em manchas, que se mantém intactas desde a 661 

desova até a fase de megalopa [170,171], e portanto, as redes de plâncton estão sujeitas a 662 

não captura desses fragmentos. Diante dessa circunstância, conhecer a distribuição larval 663 

das famílias nos diferentes estratos da coluna d’água é relevante para amostragens futuras, 664 

onde o arrasto oblíquo mostrou ser eficaz na captura de larvas de Ocypodidae, Armases 665 

e Calappa, enquanto o arrasto superficial é ideal para coleta de Panopeidae, Pinnotheridae 666 

e Portunidae na PCA. 667 

Além da descarga fluvial do Amazonas afetar a dispersão de famílias estuarinas, 668 

a pluma amazônica exerce influência sobre as espécies pertencentes à plataforma, sendo 669 

responsável pela distribuição contínua de nutrientes ao longo da PCA [72], e elevando a 670 

produção primária oceânica da área. Ademais, a área de conexão entre a PCA e a costa, 671 

formada pelos manguezais da Foz do Rio Amazonas e considerada sítio Ramsar, também 672 
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é de extrema importância para inúmeros organismos aquáticos, seja como habitat, zona 673 

de alimentação ou berçário [172,173].  674 

Em síntese, há um universo a ser descoberto sobre Brachyura na PCA, desde 675 

pesquisas no amplo ambiente bentônico para registro de novas ocorrências, descrições 676 

completes dos estágios larvais das espécies, investigações nos estuários amazônicos para 677 

verificar quais caranguejos completam o ciclo de vida nesses locais, e quais possuem 678 

dependência de águas oceânicas, uso de DNA barcoding associado à identificação e 679 

ecologia, dentre outros estudos essenciais ao entendimento e preservação do rico e 680 

complexo ambiente que é a região amazônica. 681 

 682 

Conclusão  683 

Nosso estudo fornece uma das primeiras informações sobre a dispersão larval de 684 

Brachyura do maior sistema estuário/marítimo do mundo, a Plataforma Continental 685 

Amazônica. Além disso, é a primeira vez que os dados de predição final de abundância 686 

esperada para cada grupo são apresentados como o produto entre sua abundância predita 687 

por sua probabilidade de ocorrência. As larvas de caranguejos apresentam distribuição e 688 

limites de dispersão distintos, adaptado a este ambiente particular. Ressaltamos a 689 

necessidade de mais estudos sobre a descrição larval e DNA barcoding, com vistas a 690 

contribuir para o entendimento da ecologia larval de Brachyura, uma vez que, para 691 

proteger e valorar a biodiversidade da região, é fundamental que a identidade das 692 

espécies, sua distribuição espacial e suas relações com as condições ambientais sejam 693 

conhecidas, pois essas lacunas de conhecimento criam dificuldades para identificar e 694 

definir áreas prioritárias para conservação efetiva das espécies que habitam a região 695 

amazônica. 696 
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 1377 

 1378 

 1379 

Figuras 1380 

 1381 

Fig 1. Plataforma Continental do Amazonas (PCA) e os seis locais amostrados (23 1382 
km, 53 km, 83 km, 158 km, 198 km e 233 km). 1383 
 1384 

 1385 
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 1386 

Fig 2. Variação histórica da vazão do Rio Amazonas de 1985 a 2015, segundo 1387 
Agência Nacional de Águas. Pontos pretos correspondem aos meses amostrados. 1388 
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 1389 

Fig 3. Abundância esperada/ probabilidade de ocorrência de larvas de Brachyura. 1390 

Grapsidae (A), Panopeidae (B) e Pinnotheridae (C). As cores vermelho, amarelo e 1391 
verde representam, respectivamente, salinidade 5, 25.5 e 33.5 1392 

 1393 

 1394 

 1395 

 1396 

 1397 

 1398 
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 1399 

Fig 4. Abundância esperada/ probabilidade de ocorrência de larvas de Brachyura. 1400 
Portunidae (D), Ocypodidae (E) e A. rubripes (F). As cores vermelho, amarelo e 1401 

verde representam, respectivamente, salinidade 5, 25.5 e 33.5 1402 

 1403 

 1404 

 1405 
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 1406 

Fig 5. Abundância esperada/ probabilidade de ocorrência de larvas de Brachyura. 1407 
Calappa sp. (G) and Leucosidae (H). As cores vermelho, amarelo e verde 1408 

representam, respectivamente, salinidade 5, 25.5 e 33.5 1409 

 1410 
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 1411 

Fig 6. Densidade larval de Brachyura na PCA. Grapsidae (A), Panopeidae (B), 1412 

Pinnotheridae (C) e Portunidae (D). Linha em destaque: ecótone pluma-mar 1413 
adaptado de Moura et al., (2016). 1414 

 1415 

 1416 
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 1417 

 1418 

Fig 7. Densidade larval de Brachyura na PCA. Ocypodidae (E), A. rubripes (F), 1419 
Calappa sp. (G) e Leucosidae (H). Linha em destaque: ecótone pluma-mar adaptado 1420 
de Moura et al., (2016). 1421 
 1422 

 1423 
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Tabelas  1424 

 1425 

Tabela 1 Composição larval e frequência de ocorrência de Brachyura na Plataforma Continental 1426 
Amazônica. 1427 

Táxon Estágios 

Mês 

maior 

densidade 

Arrasto 

Pluma 

E PI PE OA 

Calappidae        

  Calappa sp. ZI–ZIV Out/14 O        

Grapsidae        

  Goniopsis cruentata ZI Out/13 O      

  Grapsidae n. Id.  ZII–ZIV Mai/14 O      

  Pachygrapsus 

gracilis 
ZI–ZIII Out/13 O 

        

Leucosidae        

  Leucosidae  ZII–ZIV Jul/14 S       

  Persephona spp. ZI–ZIV Out/13 O       

Ocypodidae        

  Gelasiminae 1 ZI Mai/14 S        

  Gelasiminae 2 ZI Mai/14 S         

  Gelasiminae 3 ZI Mai/14 S       

  Gelasiminae n. Id ZII–ZVI Jan/14 S         

  Leptuca cumulanta ZI, ZII Out/13 O      

Megalopa 1  Jan/14 O        

Megalopa 2  Jul/14 S      

  Minuca rapax ZI, ZIII, ZIV Mai/14 S       

  Uca maracoani ZI, ZIII, ZIV Jul/13 O      

  Ucides cordatus ZI Jan/15 S      

Panopeidae        

  Hexapanopeus spp. ZI–ZIV Jan/14 S         

  Megalopa  Jan/15 S      

  Panopeus lacustris ZI–ZIV, M Out/13 S         

  Panopeus sp. ZI–ZIV Out/13 S        
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Pinnotheridae        

  Austinixa sp. ZI–ZV Jan/14 S         

  Dissodactylus 

crinitichelis 
ZI–ZIV Jan/15 S 

      

  Pinnixa sp. ZI–ZV Jan/14 S         

  Megalopa  Jan/15 O      

Portunidae        

  Achelous spp. ZI–ZVII Jul/13 S         

  Callinectes spp. ZI–ZVIII Jul/13 S        

  Megalopa 1  Jul/14 S        

  Megalopa 2  Jan/14 O      

  Portunidae n. Id. ZI–ZIII Mai/14 S        

Sesarmidae        

  Armases rubripes ZI–ZIV, M Jan/14 S         

ZI = zoea I; ZII = zoea II; ZIII = zoea III; ZIV = zoea IV; ZV = zoea V; ZVI = zoea VI; ZVII = 1428 
zoea VII; ZVIII = zoea VIII; M = megalopa; n. Id. = não identificado; S = superficial; O = oblíquo; 1429 
E = estuário; IP = pluma intermediária; OP = pluma externa; OO = oceano aberto; Heat map = 1430 
<10%; ≥10–30%; ≥ 30–70%; ≥70% 1431 

 1432 

 1433 

 1434 

 1435 

 1436 

 1437 

 1438 

 1439 

 1440 

 1441 

 1442 

 1443 

 1444 
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Material Suplementar 1445 

 1446 

Densidade por mês e dos estágios larvais de Calappa sp., G. cruentata e Grapsidae na 1447 

PCA. 1448 
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 1449 

 1450 

Densidade por mês e dos estágios larvais de P. gracilis, Leucosidae e Persephona spp. 1451 

na PCA. 1452 
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 1453 

 1454 

Densidade por mês e dos estágios larvais de Gelasiminae 1, 2 e 3 na PCA. 1455 

 1456 
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 1457 

Densidade por mês e dos estágios larvais de Gelasiminae, L. cumulanta e M. rapax na 1458 

PCA. 1459 

 1460 
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 1461 

Densidade por mês e dos estágios larvais de U. maracoani, U. cordatus e Hexapanopeus 1462 

spp. na PCA. 1463 

 1464 
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 1465 

Densidade por mês e dos estágios larvais de P. lacustris, Panopeus sp. e Austinixa sp. 1466 

na PCA. 1467 

 1468 
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 1469 

Densidade por mês e dos estágios larvais de D. crinitichelis, Pinnixa sp, e Achelous spp. 1470 

na PCA. 1471 

 1472 
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 1473 

Densidade por mês e dos estágios larvais de Callinectes spp., Portunidae e A. rubripes 1474 

na PCA. 1475 
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CAPÍTULO III: Exportação larval de Panopeus lacustris (Decapoda, Panopeidae) 1 

para a Plataforma Continental do Amazonas  2 

 3 

Francielly Alcântara de Lima, Davi Butturi-Gomes, Jussara Moretto Martinelli-Lemos 4 

 5 
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10000-0002-0333-5338 9 
20000-0001-9646-4763 10 
e-mail: jussara@ufpa.br 11 
 12 
D. Butturi-Gomes 13 
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del-Rei, Brasil. ORCID: 0000-0002-8398-533X 15 

 16 

Resumo 17 

Duas estratégias de desenvolvimento foram investigadas para larvas de Panopeus 18 

lacustris cujos adultos bentônicos vivem em águas salobras: i) retenção no habitat 19 

parental e ii) exportação para águas oceânicas. A fim de descobrir qual estratégia é 20 

adotada, coletas de mesozooplâncton foram realizadas ao longo de dois anos na 21 

Plataforma Continental Amazônica (PCA), aferindo, simultaneamente, os valores de 22 

temperatura, salinidade e clorofila-a. Foram coletados todos os estágios de 23 

desenvolvimento larval, comprovando a hipótese de reprodução contínua e exportação 24 

larval da espécie. O padrão de dispersão larval varia entre as fases, havendo inversão entre 25 

zoea e megalopa, de modo que a densidade de zoea é mais elevada na zona costeira em 26 

água salobra, e diminui à medida que se aproxima da quebra da plataforma continental, 27 

enquanto a fase não competente de megalopa apresenta maior abundância em águas 28 

oceânicas. A densidade larval independe das variações de salinidade da pluma do 29 

Amazonas, e larvas ocorrem continuamente na PCA independente do período do ano e 30 

da vazão do rio. 31 

Palavras chave Amazônia; Decapoda; Dispersão larval; Estuário; Ecologia; Modelo 32 

delta-lognormal; Plâncton.  33 

 34 

Introdução 35 

 36 

Caranguejos Panopeidae são comuns em regiões marinhas de entremarés, no infralitoral, 37 

e em estuários ao longo da costa temperada e tropical das Américas (García-Guerrero et 38 

https://orcid.org/0000-0002-0333-5338
https://orcid.org/0000-0001-9646-4763
https://orcid.org/0000-0002-8398-533X
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al., 2005). Atualmente a família é composta por 77 espécies viventes, com 21 gêneros, 39 

dos quais apenas 06 espécies pertencentes ao gênero Panopeus H. Milne Edwards, 1834 40 

ocorrem na costa brasileira (WoRMS, 2020). Panopeus americanus, P. austrobesus, P. 41 

hartii, P. lacustris, P. occidentalis e P. rugosus representam a maioria das espécies 42 

encontradas no Atlântico Sul, conhecidos por suportarem as condições estressantes do 43 

habitat parental, como a dessecação e a predação (Vergamini & Mantelatto, 2008), por 44 

exemplo. 45 

A espécie Panopeus lacustris Desbonne in Desbonne & Schramm, 1867, distribui-46 

se pelo Atlântico Ocidental, no Hawai e desde a Flórida até o Brasil, sendo bastante 47 

abundante na região costeira amazônica. Foi descrita como “lacustris” devido ao habitat 48 

do adulto ser preferencialmente estuários, baías e canais de rios, vivendo sob pedras e 49 

associada a raízes e ostras (Melo, 1996). Alguns aspectos desta espécie já foram 50 

estudados, como ocorrência do adulto (Hart & Manning, 1989; Melo, 1996; Almeida et 51 

al., 2006), morfologia larval (Cházaro-Olvera et al., 2006; de Souza et al., 2012), biologia 52 

populacional (Santos Filho et al., 2018), parasitismo (Bush et al., 1993), composição de 53 

subunidade e ligação de O² (Reese & Mangum, 1994) e filogenia (Schubart et al., 2000). 54 

No entanto, informações sobre a dispersão da fase meroplanctônica de seu ciclo de vida, 55 

bem como a ecologia larval da espécie ainda permanecem desconhecidas. 56 

Geralmente, experimentos em laboratório são realizados a fim de avaliar a 57 

capacidade das larvas em tolerar diferentes gradientes de salinidade, sugerindo, com base 58 

nos resultados, o tipo de estratégia adotada por espécies habitantes de estuários, seja 59 

'retenção' ou 'exportação' larval (Anger et al., 2008). Esse tipo de simulação de variações 60 

salinas já foi realizada para algumas espécies de Ocypodidae (Diele & Simith, 2006; 61 

Spivak & Cuesta, 2009; Simith et al., 2012), Sesarmidae (Anger, 1996; Diesel & Schuh, 62 

1998; Anger & Charmantier, 2000), Grapsidae (Charmantier et al., 2002), Gecarcinidae 63 

(Cuesta & Anger, 2005), Varunidae (Anger et al., 2008), entre outros braquiúros.  64 

Porém, quanto aos caranguejos Panopeidae, o conhecimento sobre a dispersão 65 

larval está disponível apenas para as espécies Rithropanopeus harrisi, Eurytium limosum, 66 

Dyspanopeus sayi, Panopeus herbstii e Eurypanopeus depressus, de modo que continua 67 

limitado para as demais espécies de Panopeus e outros gêneros da família.  68 

A espécie R. harrisi realiza retenção contínua de todos os estágios larvais no 69 

estuário superior, migrando em direção à montante sempre que a salinidade atinge valores 70 

mais elevados no estuário (Cronin, 1982). Já, E. limosum apresenta sobrevivência larval 71 

máxima em salinidade 25, o que sugere desenvolvimento larval predominante em áreas 72 



128 
 

 

externas dos estuários (Messerknecht et al., 1991). As espécies D. sayi (Dittel & Epifanio, 73 

1982; De Vries & Forward Jr, 1989), assim como P. herbstii (Christy & Stancyk, 1982), 74 

liberam suas larvas principalmente nas marés altas noturnas, sendo transportadas por 75 

correntes marítimas para longe do habitat adulto. Larvas zoea de E. depressus são 76 

negativamente correlacionadas com influxos de água doce, possivelmente realizando 77 

exportação larval para a plataforma continental (Tolley et al., 2013).  78 

Desse modo, com o intuito de preencher tal lacuna de conhecimento para P. 79 

lacustris, realizamos uma investigação em campo ao longo de dois anos na extensa 80 

Plataforma Continental Amazônica, a fim de verificar a ocorrência larval neste ambiente 81 

equatorial conspícuo, para elucidar qual a estratégia de dispersão larval adotada por esta 82 

espécie, contribuindo para a compreensão da sua história de vida e para auxiliar no 83 

estabelecimento de futuras medidas de conservação. 84 

 85 

Material e métodos 86 

 87 

Coleta de dados 88 

 89 

O local de estudo foi a Plataforma Continental do Amazonas (PCA), em área sob 90 

influência da pluma dos rios Amazonas/Araguaia/Tocantins, considerado o maior 91 

estuário do mundo. A amostragem teve periodicidade trimestral, de julho/2013 a 92 

janeiro/2015. O mesozooplâncton foi coletado em seis locais a partir da zona costeira da 93 

Ilha do Marajó, Estado do Pará, Brasil, até proximidades da quebra da PCA, em um raio 94 

de aproximadamente 250 km (Fig. 1). Em cada local foram realizados dois arrastos, um 95 

horizontal superficial e um oblíquo (executado em forma de ‘V’, abrangendo até 75% da 96 

profundidade local), ambos com duração de 5 minutos e velocidade de ~ 2 nós (≈ 4 km/h). 97 

Para isto, utilizamos redes de plâncton cônico-cilíndricas, com malha de 200 μm (2 m de 98 

comprimento com 60 cm de diâmetro de abertura da rede) e fluxômetro acoplado. Os 99 

parâmetros abióticos temperatura (ºC), salinidade e clorofila-a (µg/L) foram mensurados 100 

em cada local utilizando um perfilador CTD (Hydrolab DS 5). 101 

 102 

Fig. 1 Plataforma Continental Amazônica e os seis locais de amostragem. 103 

 104 

Ao final das expedições obtivemos um total de 84 amostras (7 expedições x 6 105 

locais x 2 métodos de arrasto) com volume inicial de 500 mL cada, fracionadas com um 106 
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subamostrador do tipo Folsom em alíquotas de 250 mL. Todas as larvas das alíquotas de 107 

250 mL da espécie P. lacustris foram dissecadas e identificadas sob microscópio 108 

Axioscope Zeiss A1 (Carl Zeiss, Oberkochen, Alemanha) conforme Souza et al. (2013), 109 

por meio da observação de caracteres morfológicos da antena, antênula, maxilípedes e 110 

télson. 111 

A densidade larval (larvas/100m³) foi estimada pela divisão do número de larvas 112 

em cada amostra pelo volume de água filtrada pela rede de plâncton. O volume filtrado 113 

foi calculado utilizando o número de rotações do fluxômetro acoplado na abertura da rede, 114 

a partir da diferença dos dígitos observada no início e no final de cada arrasto, calculados 115 

por: V = A x R x C, onde: A = área da abertura da rede (m²), R = nº de rotações do 116 

fluxômetro durante o arrasto (dígito final – dígito inicial) e C = fator de aferição após 117 

calibração. 118 

 119 

Análises estatísticas 120 

 121 

Nosso conjunto de dados final compreendeu uma matriz de 84×10, onde cada linha era 122 

uma observação independente e cada coluna continha as entradas das variáveis 123 

ambientais e das densidades de larvas de acordo com o estágio de desenvolvimento. 124 

Como tínhamos zero (ausência de larvas) ou uma observação positiva (densidade real), 125 

optamos por uma abordagem semicontínua; especificamente, um modelo delta-log 126 

normal (Lo et al., 1992; Min e Agrest, 2002; Eggers, 2015). 127 

Em um modelo delta-lognormal, um caso especial de um modelo hierárquico, 128 

deve-se condicionar as observações positivas à probabilidade de não se observar um zero 129 

(um "sucesso"), ou seja, 130 

𝛱𝑖~Bin 1, 𝜆𝑖 𝑙𝑜𝑔𝑌𝑖 |𝛱𝑖 = 1~N 𝜇𝑖, 𝜎
2  131 

onde 𝛱𝑖 é a realização do ensaio de Bernoulli com probabilidade de sucesso 𝜆𝑖 para a 𝑖-132 

ésima observação, e 𝑙𝑜𝑔 𝑌𝑖 é o logaritmo natural da i-ésima densidade de larvas, que é 133 

normalmente distribuída com média 𝜇𝑖 e a variância constante 𝜎2, condicionado a um 134 

sucesso observado do julgamento de Bernoulli. Claramente, podemos usar as variáveis 135 

explicativas para modelar os parâmetros 𝜆𝑖 e 𝜇𝑖 de maneira regular. Inicialmente, 136 

consideramos os preditores lineares, 137 

 
logit 𝜆𝑖𝑗 = 𝛽0 + 𝛽1𝑗 + 𝛽2𝑑𝑖𝑗

⬚ + 𝛽3𝑑𝑖𝑗
2 + 𝛽4𝑠𝑖𝑗

⬚ + 𝛽5𝑠𝑖𝑗
2 + 𝛽6𝑐𝑖𝑗

⬚ + 𝛽7𝑡𝑖𝑗
⬚

𝜇𝑖𝑗 = 𝛽0 + 𝛽1𝑗 + 𝛽2𝑑𝑖𝑗
⬚ + 𝛽3𝑑𝑖𝑗

2 + 𝛽4𝑠𝑖𝑗
⬚ + 𝛽5𝑠𝑖𝑗

2 + 𝛽6𝑐𝑖𝑗
⬚ + 𝛽7𝑡𝑖𝑗

⬚
 138 
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onde 𝛽0 é o parâmetro de interceptação, 𝛽1𝑗 é o efeito da 𝑗-ésima rede (oblíqua ou 139 

superficial); 𝛽2 e 𝛽3 são os coeficientes associados aos efeitos da distância do estuário e 140 

seu correspondente valor quadrado; 𝛽4 e 𝛽5 são os coeficientes associados aos efeitos da 141 

salinidade e seu valor ao quadrado; 𝛽6 é a inclinação para a clorofila-a e 𝛽7 é a inclinação 142 

para a temperatura. 143 

A fim de evitar o sobreajuste e potencialmente chegar a resultados ineficazes e 144 

difíceis de interpretar, decidimos não incluir nem os valores quadrados de clorofila-a e 145 

temperatura, nem os termos de interação nesses preditores lineares iniciais. Na sequência, 146 

realizamos a seleção de variáveis usando passo-a-passo (stepwise) baseado em AIC 147 

(limite de diferença definido como 2). Assim, para cada estágio de desenvolvimento 148 

larval e também para a densidade total, utilizamos os modelos finais (aqueles que 149 

encontramos após a seleção de variáveis) para prever a probabilidade de ocorrência e a 150 

densidade esperada ao longo das distâncias do estuário. Usamos três estratos de salinidade 151 

(5; 25 e 33,5) e os valores medianos de temperatura e clorofila-a para estabelecer os 152 

cenários preditivos. 153 

Todos os modelos estatísticos finais foram validados usando análises de resíduos, 154 

especificamente plotagens quantil-quantil com envelopes simulados (Flack e Flores, 155 

1989) ajustados usando R (R Core Team, 2018).  156 

 157 

Resultados 158 

 159 

Variáveis ambientais 160 

 161 

A salinidade da água na PCA teve grande amplitude de variação (36), com mínima de 2 162 

(maio/14) e máxima de 38 (janeiro/15), com variação crescente conforme maior 163 

afastamento do continente. As médias de temperatura oscilaram ao longo dos meses e em 164 

relação à distância da costa. A temperatura mais elevada (29,8 ºC) foi registrada em 165 

julho/13 e a mínima (22,9 ºC) em janeiro/14, no entanto, em grande parte da extensão da 166 

plataforma houve predominância de valores em torno de 28 ºC. A concentração de 167 

clorofila-a variou de 0,3 a 85,1 µg/L-¹, ambas em janeiro/14 e apresentou tendência 168 

decrescente com o aumento da distância costa-oceano. A variação dos fatores abióticos 169 

está resumida no material suplementar (Apêndices A e B). 170 

 171 
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Densidade larval 172 

 173 

Foram identificadas 11.911 larvas de P. lacustris ao longo da Plataforma Continental do 174 

Amazonas. Todos os estágios larvais foram encontrados, com ocorrência de toda a série 175 

larvar (ZI-ZIV e megalopa) em julho/13, janeiro/14 e outubro/14 (Fig. 2). 176 

 177 

Fig. 2 Densidade relativa dos estágios larvais de P. lacustris ao longo dos meses na PCA. 178 

ZI = zoea I, ZII = zoea II, ZII = zoea III, ZIV = zoea IV, e M = megalopa 179 

 180 

A maioria das larvas encontradas (n = 10064; 84,5% do total) estava em fase final 181 

de desenvolvimento, megalopa, coletadas principalmente à 233 km da costa, com 182 

ocorrência de um bloom de 8.328 indivíduos neste local em outubro de 2013. Em seguida, 183 

o estágio com maior contribuição foi zoea I (13,5%), zoea II (1,5%), zoea III (0,4%) e 184 

zoea IV (0,1%). Houve ocorrência dos estágios ZI, ZII e megalopa em todos os locais de 185 

amostragem, enquanto ZIII não ocorreu em 158 e 198 km e ZIV não ocorreu aos 198 km 186 

de distância da costa. Além disso, foi evidente um padrão de distribuição inverso para 187 

zoea e megalopa, visto que a densidade de ZI a ZIV foi mais elevada em 23, 53 e 83 km 188 

e diminuiu a partir de 158km, ao passo que a densidade de megalopa foi baixa na zona 189 

costeira em 23, 53 e 83 km, e aumentou a partir de 158 km, sendo o local próximo à 190 

quebra da PCA composto majoritariamente por tal estágio (Fig. 3). 191 

 192 

Fig. 3 Densidade relativa dos estágios larvais de P. lacustris nos locais amostrados na 193 
PCA. ZI = zoea I, ZII = zoea II, ZII = zoea III, ZIV = zoea IV, e M = megalopa 194 

 195 

As estimativas dos parâmetros e outras estatísticas associadas aos modelos de 196 

predição delta-lognormal, ajustados a cada um dos estágios larvais, estão descritas no 197 

material suplementar (Apêndice C). A probabilidade de ocorrência e a densidade esperada 198 

de P. lacustris tiveram distribuição similar nos dois tipos de arrasto (superficial e 199 

oblíquo), com sobreposição das curvas de salinidade em ZI, ZIII, ZIV e megalopa, e 200 

maior probabilidade de ocorrência larval em água salobra próxima à costa, com exceção 201 

à megalopa (Figuras 4 a 9).  202 

 203 

Fig. 4 Probabilidade de ocorrência e densidade esperada de P. lacustris ZI em relação à 204 

distância da costa na PCA e tipo de rede (oblíqua e superficial). 205 
 206 
Fig. 5 Probabilidade de ocorrência e densidade esperada de P. lacustris ZII em relação à 207 
distância da costa na PCA e tipo de rede (oblíqua e superficial). 208 
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 209 

Fig. 6 Probabilidade de ocorrência e densidade esperada de P. lacustris ZIII em relação 210 
à distância da costa na PCA e tipo de rede (oblíqua e superficial). 211 
 212 

Fig. 7 Probabilidade de ocorrência e densidade esperada de P. lacustris ZIV em relação 213 
à distância da costa na PCA e tipo de rede (oblíqua e superficial). 214 
 215 
Fig. 8 Probabilidade de ocorrência e densidade esperada de P. lacustris megalopa em 216 
relação à distância da costa na PCA e tipo de rede (oblíqua e superficial). 217 

 218 
Fig. 9 Probabilidade de ocorrência e densidade esperada total de P. lacustris em relação 219 
à distância da costa na PCA e tipo de rede (oblíqua e superficial). 220 

 221 

Discussão 222 

 223 

Utilizando um modelo de predição delta-lognormal, uma técnica pouco empregada para 224 

análise de dados de dispersão larval em crustáceos (provavelmente pela primeira vez 225 

neste trabalho), e com base na ocorrência em ambiente natural da série larvar completa 226 

de P. lacustris em uma extensão considerável da Plataforma Continental Amazônica, em 227 

vários meses ao longo de dois anos, a hipótese de estratégia de exportação larval da 228 

espécie foi confirmada. Tal padrão foi sugerido para P. lacustris por Lima et al. (2019), 229 

ao verificarem a presença de somente o estágio de zoea I ao longo de um ano em um 230 

estuário amazônico e confirmada com os resultados do presente trabalho. O caranguejo 231 

P. lacustris parece adotar a tática de outros decápodes no sentido de liberar suas larvas 232 

em marés de amplitude máxima, próximo ao período de maré alta noturna, em ciclos 233 

quinzenais ou mensais, a fim de que as larvas recém-eclodidas emigrem rapidamente para 234 

a plataforma (Christy, 2003). Isto explica a presença dos estágios de desenvolvimento 235 

larval em todos os meses, ratificando a indicação de reprodução contínua feita por Santos 236 

Filho et al., (2018), em função da ocorrência contínua de fêmeas ovígeras durante o ano, 237 

também observada em Panopeus austrobesus (Camargo et al., 2017), Hexapanopeus 238 

paulensis (Silva et al., 2017), e comum a várias outras espécies em habitats de clima 239 

tropical. 240 

O processo de liberação larval em marés de amplitude máxima é o padrão mais 241 

frequente entre os caranguejos semiterrestres e os de entre-marés, que vivem no regime 242 

de marés previsível dos estuários, e que realizam exportação larval para plataforma 243 

adjacente (Christy, 2011). A emigração destas larvas não ocorre de forma passiva, sendo 244 

regulada por ritmos endógenos de natação vertical (circadiano), ou natação em resposta 245 

comportamental a estímulos ambientais, como gravidade, pressão e luz (Morgan & 246 
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Anastasia, 2008; Cohen et al., 2015), colocando as larvas em correntes mais favoráveis 247 

para transporte do estuário para o oceano costeiro (Forward Jr et al., 2003). Esse padrão 248 

já foi descrito para Ucides cordatus na zona costeira amazônica, em que a espécie possui 249 

ritmo de eclosão larval sincronizado com a maré alta e vazante, durante a lua nova e/ou 250 

cheia na estação chuvosa (Diele, 2000). 251 

É provável que P. lacustris se utilize de recursos similares para facilitar a 252 

emigração, tendo em vista que alguns destes comportamentos já foram verificados em 253 

outras espécies de Panopeidae. O caranguejo subtidal Dyspanopeus sayi, por exemplo, 254 

apresenta ritmo circadiano de desova, liberando suas larvas quatro horas após o início da 255 

fase noturna quando a temperatura diminui (Waite et al., 2017), e em marés altas 256 

favorecendo o transporte (De Vries & Forward, 1989). Rhithropanopeus harrisi também 257 

libera suas larvas ritmicamente em marés altas nos estuários de marés, e duas horas após 258 

o pôr do sol em estuários que não possuem influência de marés. No entanto, estas ficam 259 

retidas perto da população adulta por meio de migração vertical diária, mecanismo 260 

amplamente estudado nesta espécie (Forward, 2009). Geotaxia negativa é observada em 261 

larvas ZI de Eurypanopeus depressus que mantém sua posição na camada superficial da 262 

coluna d’água, assim como em estágios zoea iniciais de Panopeus herbstii (Sulkin, 1973).  263 

Nossa contribuição ao conhecimento da ecologia larval de P. lacustris reside no 264 

fato da distribuição de zoea e megalopa na PCA apresentar padrão inverso, com maior 265 

abundância de larvas zoea em águas próximas à zona costeira, ainda sob influência da 266 

pluma do Amazonas, enquanto que a megalopa é mais abundante em águas oceânicas, 267 

próximo à quebra de plataforma. O estágio zoea I de P. lacustris teve ocorrência restrita 268 

à 83 km, enquanto as zoeas de estágios posteriores, mesmo em baixas densidades, 269 

estiveram presentes em águas de até 233 km de distância do continente. A sobreposição 270 

das diferentes curvas de salinidade em ZI, ZIII, ZIV e megalopa indica que este não é um 271 

fator determinante na predição da densidade das larvas desta espécie, as quais parecem 272 

suportar bem as variações de salinidade da pluma do Amazonas, visto que ocorrem na 273 

maioria dos locais, independente do período do ano e da vazão do rio, diferente do 274 

observado por Tolley et al. (2013) para E. depressus, que verificaram variações na 275 

densidade larval de acordo com os períodos chuvoso e seco, com afastamento das larvas 276 

zoea de tributários com alto fluxo de água doce no período chuvoso, permanecendo 277 

próximas a águas mais salinas, na área de ligação com o oceano. 278 

A maioria das megalopas deste estudo (> 65%) foi encontrada à 233 km, e 279 

acreditamos que esse bloom possivelmente seja composto por megalopas ainda não aptas 280 
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ao assentamento. Isto porque, este estágio larval possui dois momentos: um não 281 

competente, em que os hábitos são principalmente planctônicos e a larva ainda não atingiu 282 

capacidade fisiológica para progredir para a muda juvenil (Epifanio et al., 1988), e outro 283 

competente, em que as larvas deverão reconhecer pistas (cues) para o transporte seletivo 284 

ativo para áreas de assentamento apropriadas e metamorfose (Epifanio et al., 1988; 285 

Forward et al., 2001; Epifanio & Cohen, 2016). Nesse contexto, a diminuição da 286 

densidade de megalopa de P. lacustris na PCA no sentido oceano-continente, e ausência 287 

das mesmas no local mais próximo à entrada do estuário (23 km), podem suportar esta 288 

hipótese. As megalopas geralmente exibem respostas comportamentais opostas aos 289 

estágios de zoea, incluindo geotaxia positiva e respostas variáveis à luz (Epifanio & 290 

Cohen, 2016), com afundamento para a parte mais escura da água, condizente com a 291 

transição para um estilo de vida bentônico e assentamento no habitat adulto (Cohen et al., 292 

2015).  293 

De um modo geral, o mecanismo de retorno de megalopas de Brachyura ao local 294 

de assentamento se dá por transporte seletivo de marés, com entrada destas no estuário 295 

durante o ciclo de marés noturno, permanecendo no fundo ou próximo a ele durante o 296 

fluxo de vazante (De Vries et al., 1994). As megalopas de Panopeus herbstii, por 297 

exemplo, movem-se lentamente em direção à montante, principalmente durante a maré 298 

enchente noturna, com pouca ocorrência em marés enchentes diurnas, a fim de evitar a 299 

predação (Christy & Morgan, 1998). A megalopa de E. depressus responde ao aumento 300 

da pressão hidrostática associada às marés de enchente, que induz à natação e 301 

consequentemente, a exploração seletiva do fluxo das marés para deslocamento (Sulkin 302 

et al., 1983).  303 

Acreditamos que a megalopa de P. lacustris possa adentrar os estuários 304 

amazônicos de modo similar, no entanto, não foi possível a realização de coletas durante 305 

o período noturno para tal confirmação, devido à grande dificuldade de amostragem na 306 

PCA, que envolve alta força das correntes e baixa visibilidade. Além disso, a captura de 307 

megalopas próximo ao assentamento pode requerer outra metodologia, como uso de 308 

coletores artificiais que imitam o substrato preferencial de assentamento. Apesar disso, é 309 

indiscutível que P. lacustris recruta aos estuários amazônicos, sendo a hipótese de 310 

estabelecimento da espécie na Plataforma Continental Amazônica rigorosamente 311 

descartada, em decorrência da ausência de registros de adultos deste caranguejo em águas 312 

oceânicas da região (Lima & Martinelli-Lemos, 2019; Nóbrega et al., 2020). 313 
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Finalmente, a muda metamórfica de megalopa para juvenil inicia lentamente em 314 

águas offshore (Wolcott & De Vries, 1994), e é acelerada por pistas solúveis associadas 315 

aos estuários (Forward et al., 2001). Para P. herbstii odores químicos do substrato adulto, 316 

biofilme (Weber & Epifanio, 1996), sinais químicos dos adultos e de presas podem 317 

desencadear a metamorfose em cerca de 15 dias, contudo, esta não inicia antes de um 318 

intervalo mínimo de 10 dias da muda para megalopa (Rodriguez & Epifanio, 2000; 319 

Andrews et al., 2001). Assim, levando em conta que o período larval de zoea a megalopa 320 

em P. lacustris em laboratório é de aproximadamente 11 dias (Souza et al., 2012), e 321 

considerando que esta espécie apresente duração larval de megalopa a juvenil semelhante 322 

à P. herbstii, inferimos que o ciclo completo, desde a eclosão ao assentamento, deve 323 

finalizar em pouco mais de um mês, o que deverá ser investigado futuramente em 324 

pesquisas sobre desenvolvimento larval. 325 

De todo modo, estudos futuros devem ser priorizados para elucidar de que maneira 326 

ocorre o retorno da megalopa competente para o hábitat dos adultos, e em qual/quais 327 

condições se dá o assentamento. Assim, somado aos resultados deste trabalho sobre a 328 

espécie apresentar reprodução contínua (ZI, ZII e megalopa em todos os locais e meses 329 

ao longo de dois anos consecutivos), com larga extensão de dispersão larval 330 

(aproximadamente 240 km ao longo da plataforma) e dependência dos estágios larvais 331 

iniciais da temperatura, clorofila-a e salinidade, tomadas de decisão sobre gestão das 332 

espécies de crustáceos na Amazônia poderão ser melhor embasadas.  333 
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 560 
Fig. 1 Plataforma Continental Amazônica e os seis locais de amostragem: A1 (0° 10’ S, 48° 12’ 561 
W), A2 (0° 01’ N, 47° 57’ W), A3 (0° 13’ N, 47° 43’ W), A4 (0° 44’ N, 47° 07’ W), A5 (1° 00’ 562 
N, 46° 48’ W), A6 (1° 14’ N, 46° 32’ W) 563 
 564 
 565 
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 566 
Fig. 2 Densidade relativa dos estágios larvais de P. lacustris ao longo dos meses na PCA. ZI = 567 
zoea I, ZII = zoea II, ZII = zoea III, ZIV = zoea IV, e M = megalopa 568 
 569 
 570 

 571 
 572 
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 573 
Fig. 3 Densidade relativa dos estágios larvais de P. lacustris nos locais amostrados na PCA. ZI = 574 
zoea I, ZII = zoea II, ZII = zoea III, ZIV = zoea IV, e M = megalopa 575 
 576 

577 
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 578 
Fig. 4 Probabilidade de ocorrência e densidade esperada de P. lacustris ZI em relação à distância 579 
da costa na PCA e tipo de rede (oblíqua e superficial). As cores amarelo e verde representam, 580 
respectivamente, salinidade 25.5 e 33.5 581 
 582 
 583 
 584 

 585 
Fig. 5 Probabilidade de ocorrência e densidade esperada de P. lacustris ZII em relação à distância 586 
da costa na PCA e tipo de rede (oblíqua e superficial). As cores vermelho, amarelo e verde 587 
representam, respectivamente, salinidade 5, 25.5 e 33.5 588 
 589 

 590 
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591 
Fig. 6 Probabilidade de ocorrência e densidade esperada de P. lacustris ZIII em relação à distância 592 
da costa na PCA e tipo de rede (oblíqua e superficial). As cores vermelho, amarelo e verde 593 
representam, respectivamente, salinidade 5, 25.5 e 33.5 594 
 595 

 596 

Fig. 7 Probabilidade de ocorrência e densidade esperada de P. lacustris ZIV em relação à distância 597 
da costa na PCA e tipo de rede (oblíqua e superficial). As cores vermelho, amarelo e verde 598 
representam, respectivamente, salinidade 5, 25.5 e 33.5 599 
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 600 

Fig. 8 Probabilidade de ocorrência e densidade esperada de P. lacustris megalopa em relação à 601 
distância da costa na PCA e tipo de rede (oblíqua e superficial). As cores vermelho, amarelo e 602 
verde representam, respectivamente, salinidade 5, 25.5 e 33.5 603 
 604 

 605 
Fig. 9 Probabilidade de ocorrência e densidade esperada total de P. lacustris em relação à 606 
distância da costa na PCA e tipo de rede (oblíqua e superficial). As cores vermelho, amarelo e 607 
verde representam, respectivamente, salinidade 5, 25.5 e 33.5 608 
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Material suplementar 609 
 610 

 611 
Apêndice A. Distribuição temporal dos valores medianos de salinidade, temperatura e clorofila-612 
a na Plataforma Continental do Amazonas. 613 
 614 
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 615 

 616 

Apêndice B. Distribuição espacial dos valores médios de salinidade, temperatura e clorofila-a na 617 
Plataforma Continental do Amazonas.  618 

 619 

 620 

 621 

 622 

 623 

 624 

 625 

 626 

 627 

 628 

 629 

 630 

 631 

 632 

 633 
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Apêndice C 634 

Tabela 1. Estimativas de parâmetros do modelo delta-lognormal final ajustado aos dados de 635 

densidade larval (estágio ZI). 𝛽0 é o parâmetro de interceptação, 𝛽2 e 𝛽3 são os coeficientes 636 

associados aos efeitos da distância do estuário e seu correspondente valor quadrado; 𝛽6 é o declive 637 

da clorofila-a e 𝛽7 é o declive da temperatura;  é o desvio padrão residual. 638 

Binomial level 

Parameter Estimate SE |Z| 

0 0.6844 0.5387 1.270 

2 -1.7897 0.6899 2.594 

3 -2.0222 0.7055 2.866 

6 0.9699 0.4505 2.153 

7 -1.0097 0.4753 2.124 

    

Lognormal level 

Parameter Estimate SE |t| 

0 -3.3535 0.5393 6.218 

2 -1.5129 0.6059 2.497 

 2.18   

 639 

 640 

 641 

Apêndice C. Resíduos e envoltórios simulados de 95% do modelo delta-lognormal final ajustado 642 
aos dados de densidade larval (estágio Z1). Painel esquerdo: nível binomial; painel direito: nível 643 
lognormal.  644 
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Tabela 2. Estimativas de parâmetros do modelo delta-lognormal final ajustado aos dados de 645 

densidade larval (estágio ZII). 𝛽0 é o parâmetro de interceptação; 𝛽2 é o coeficiente associado aos 646 

efeitos da distância do estuário; 𝛽4 e 𝛽5 são os coeficientes associados aos efeitos da salinidade e 647 

seu valor ao quadrado;  é o desvio padrão residual. 648 

Binomial level 

Parameter Estimate SE |Z| 

0 -0.5419 0.3232 1.677 

2 -0.9319 0.3037 3.068 

5 -0.5854 0.2843 2.059 

    

Lognormal level 

Parameter Estimate SE |t| 

0 -4.7657 0.8663 5.501 

2 -1.1148 0.5155 2.163 

4 1.5259 1.0109 1.509 

5 1.7164 1.0894 1.576 

 1.727   

 649 

 650 

Apêndice D. Resíduos e envelopes simulados de 95% do modelo delta-lognormal final ajustado 651 
aos dados de densidade larval (estágio ZII). Painel esquerdo: nível binomial; painel direito: nível 652 
lognormal.  653 
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Tabela 3. Estimativas de parâmetros do modelo delta-lognormal final ajustado aos dados de 654 

densidade larval (estágio ZIII). 𝛽0 é o parâmetro de interceptação, 𝛽12 é o efeito do uso de uma 655 

rede superficial; 𝛽2 e 𝛽3 são os coeficientes associados aos efeitos da distância do estuário e seu 656 

correspondente valor quadrado; 𝛽4 e 𝛽5 são os coeficientes associados aos efeitos da salinidade e 657 

seu valor ao quadrado; 𝛽7 é o declive da temperatura;  é o desvio padrão residual. 658 

Binomial level 

Parameter Estimate SE |Z| 

0 -1.7247 0.3354 5.143 

2 -1.2267 0.5350 2.293 

4 0.8701 0.4738 1.836 

7 -0.6040 0.3661 1.650 

    

Lognormal level 

Parameter Estimate SE |t| 

0 -5.0604 0.8049 6.287 

12 0.8408 0.5393 1.477 

2 -0.5811 0.3896 1.491 

3 -1.0297 0.488 2.294 

4 1.8226 0.7519 2.424 

5 2.9114 0.6993 4.164 

7 -0.3784 0.1869 2.025 

 0.7416   

 659 

 660 

Apêndice E. Resíduos e envelopes simulados de 95% do modelo delta-lognormal final ajustado 661 
aos dados de densidade larval (estágio Z3). Painel esquerdo: nível binomial; painel direito: nível 662 
lognormal. 663 

 664 

 665 

 666 
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Tabela 4. Estimativas de parâmetros do modelo delta-lognormal final ajustado aos dados de 667 

densidade larval (estágio ZIV). 𝛽0 é o parâmetro de interceptação, 𝛽12 é o efeito do uso de uma 668 

rede superficial; 𝛽2 e 𝛽3 são os coeficientes associados aos efeitos da distância do estuário e seu 669 

correspondente valor quadrado; e 𝛽5 é o coeficiente associado aos efeitos do valor ao quadrado 670 

da salinidade; 𝛽7 é o declive da temperatura;  é o desvio padrão residual. 671 

Binomial level 

Parameter Estimate SE |Z| 

0 -1.5683 0.5979 2.623 

5 -1.0213 1.1800 0.865 

7 -0.5397 0.2961 1.823 

    

Lognormal level 

Parameter Estimate SE |t| 

0 -5.7702 0.8050 7.168 

12 1.6168 1.1328 1.427 

2 -2.9600 0.8498 3.483 

3 1.3176 0.9578 1.376 

7 -0.5650 0.3562 1.586 

 1.365   

 672 

 673 

Apêndice F. Resíduos e envoltórios simulados de 95% do modelo delta-lognormal final ajustado 674 
aos dados de densidade larval (estágio ZIV). Painel esquerdo: nível binomial; painel direito: nível 675 
lognormal. 676 

  677 
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Tabela 5. Estimativas de parâmetros do modelo delta-lognormal final ajustado aos dados de 678 

densidade larval (estágio M). 𝛽0 é o parâmetro de interceptação; 𝛽2 e 𝛽3 são os coeficientes 679 

associados aos efeitos da distância do estuário e seu correspondente valor quadrado; 𝛽4 e 𝛽5 são 680 

os coeficientes associados aos efeitos da salinidade e seu valor ao quadrado; 𝛽6 é o declive da 681 

clorofila-a;  é o desvio padrão residual. 682 

Binomial level 

Parameter Estimate SE |Z| 

0 -2.1478 0.8892 2.416 

2 -0.7695 0.4791 1.606 

3 0.9150 0.5060 1.808 

4 2.6737 1.0103 2.646 

5 0.7314 0.4619 1.583 

6 0.5369 0.3196 1.680 

    

Lognormal level 

Parameter Estimate SE |t| 

0 -2.9078 0.2840 10.239 

2 1.2585 0.2835 4.438 

 1.641   

 683 

 684 

Apêndice G. Resíduos e envelopes simulados de 95% do modelo delta-lognormal final ajustado 685 
aos dados de densidade larval (estágio M). Painel esquerdo: nível binomial; painel direito: nível 686 
lognormal.  687 
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Tabela 6. Estimativas de parâmetros do modelo delta-lognormal final ajustado aos dados de 688 

densidade larval combinados (todos os estágios). 𝛽0 é o parâmetro de interceptação; 𝛽3 é o 689 

coeficiente associado aos efeitos do valor ao quadrado da distância do estuário; 𝛽4 e 𝛽5 são os 690 

coeficientes associados aos efeitos da salinidade e seu valor ao quadrado; 𝛽6 é o declive da 691 

clorofila-a;  é o desvio padrão residual. 692 

Binomial level 

Parameter Estimate SE |Z| 

0 0.5953 0.2646 2.250 

4 0.9671 0.3789 2.553 

6 1.4105 0.5749 2.454 

    

Lognormal level 

Parameter Estimate SE |t| 

0 -2.8452 0.6142 4.633 

3 0.9242 0.4903 1.885 

5 -0.4706 0.2870 1.640 

6 0.6160 0.3140 1.962 

 2.387   

 693 

 694 

Apêndice H. Resíduos e envoltórios simulados de 95% do modelo delta-lognormal final ajustado 695 
aos dados de densidade larval combinados (todos os estágios). Painel esquerdo: nível binomial; 696 
painel direito: nível lognormal. 697 
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8 CONSIDERAÇÕES FINAIS  1 

 2 

O presente trabalho apresenta informações inéditas sobre a distribuição de larvas 3 

de Brachyura no plâncton da Plataforma Continental Amazônica, contribuindo com o 4 

conhecimento e caracterização desse grupo na região, o qual ainda é bastante restrito.  5 

Nossas hipóteses foram confirmadas e verificamos que mais da metade das 6 

espécies com ocorrência na PCA (62%) não apresenta nenhum tipo de descrição larval, e 7 

que o conjunto de espécies estuarinas P. gracilis, Gelasiminae, U. maracoani, P. 8 

lacustris, Panopeus sp., Austinixa sp., Pinnixa sp., Callinectes sp. e A. rubripes realizam 9 

exportação larval para a plataforma, enquanto Calappa sp., Leucosidae, Persephona spp., 10 

D. crinitichelis e Achelous spp., habitam a plataforma quando adultos e completam o ciclo 11 

larval neste mesmo ambiente. 12 

Nossos resultados indicam padrões de abundância específicos para cada grupo no 13 

plano horizontal e vertical da coluna d’água, bem como ao longo do ano. Ratificamos que 14 

a vazão do Rio Amazonas exerce grande influência na dinâmica da Plataforma 15 

Continental Amazônica, principalmente o fator salinidade, o qual é diretamente 16 

relacionado à distribuição larval de Brachyura nesta área. 17 

 18 


