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Editorial

A Escola de Veterinária e o Conselho Regional 
de Medicina Veterinária de Minas Gerais têm a sa-
tisfação de encaminhar à comunidade veterinária 
e zootécnica mineira um volume dos Cadernos 
Técnicos dedicado à descrição das principais do-
enças parasitárias que afetam a produção comercial 
de peixes, especialmente as criações de espécies 
nativas. A viabilidade da aquacultura empresarial 
é caracterizada por produtividade e sustentabilida-
de, que demandam estratégias de biosseguridade 
e medidas preventivas para doenças. Os parasitos 
obrigatórios e oportunistas podem resultar na in-
viabilização do empreendimento por perdas, com 
custos diretos em produtividade e viabilidade dos 
plantéis, e custos indiretos, advindos do manejo 
sanitário preventivo ou curativo. Algumas doen-
ças parasitárias são cronologicamente previsíveis 
na criação, por sua ocorrência em faixas etárias 
determinadas ou sujeitas à estacionalidade. Por 
algum tempo, em muitas empresas aquícolas, algu-
mas perdas de origem sanitária eram aceitas como 
normais, e estiveram subestimadas, escondendo os 
custos das doenças parasitárias. Nesse volume es-
tão descritas as principais doenças parasitárias de 
peixes de produção, com o objetivo da educação 
continuada em aquicultura, um setor da atividade 
profissional em expansão.

Méd. Vet. Bruno Divino Rocha - CRMV-MG 7002
Presidente do CRMV-MG

Profa. Zélia Inês Portela Lobato - CRMV-MG 3259
Diretora da Escola de Veterinária da UFMG

Prof. Antônio de Pinho Marques Junior - CRMV-MG 0918
Editor-Chefe do Arquivo Brasileiro de Medicina Veterinária e Zootecnia (ABMVZ) 

Prof. Nelson Rodrigo da Silva Martins - CRMV-MG 4809
Editor dos Cadernos Técnicos de Veterinária e Zootecnia

ISSN 1676-6024

Nº 101 - FEVEREIRO DE 2022

Conselho Regional de 
Medicina Veterinária do 
Estado de Minas Gerais

CRMV-MG

DOENÇAS PARASITÁRIAS
EM PEIXES DE PRODUÇÃO

www.vet.ufmg.br/editora
mailto:editora.vet.ufmg@gmail.com


Cadernos Técnicos de Veterinária e Zootecnia. (Cadernos Técnicos da Escola de Veterinária da UFMG)

N.1- 1986 - Belo Horizonte, Centro de Extensão da Escola deVeterinária da UFMG, 1986-1998.

N.24-28 1998-1999 - Belo Horizonte, Fundação de Ensino e Pesquisa em Medicina Veterinária e 
Zootecnia, FEP MVZ Editora, 1998-1999

v. ilustr. 23cm

N.29- 1999- Belo Horizonte, Fundação de Ensino e Pesquisa em Medicina Veterinária e 
Zootecnia, FEP MVZ Editora, 1999¬Periodicidade irregular.

1. Medicina Veterinária - Periódicos. 2. Produção Animal - Periódicos. 3. Produtos de Origem 
Animal, Tecnologia e Inspeção - Periódicos. 4. Extensão Rural - Periódicos.

I. FEP MVZ Editora, ed.

Permite-se a reprodução total ou parcial,  
sem consulta prévia, desde que seja citada a fonte.

Conselho Regional de Medicina Veterinária do Estado de Minas Gerais - CRMV-MG

Presidente:

Méd. Vet. Bruno Divino Rocha - CRMV-MG nº 7002

E-mail: crmvmg@crmvmg.org.br

CADERNOS TÉCNICOS DE VETERINÁRIA E ZOOTECNIA

Edição da FEPMVZ Editorada em convênio com o CRMV-MG

Fundação de Estudo e Pesquisa em Medicina Veterinária e

Zootecnia – FEPMVZ

Editor da FEPMVZ Editora:

Prof. Antônio de Pinho Marques Junior

Editor de Cadernos Técnicos de Veterinária e Zootecnia:

Prof. Nelson Rodrigo da Silva Martins
Editores convidados para esta edição

Prof. Guilherme Campos Tavares

Prof. Gustavo Moraes Ramos Valladão 

Revisora autônoma:

Giovanna Spotorno

Tiragem desta edição:

1.000 exemplares

Layout e editoração:

Soluções Criativas em Comunicação Ltda.
Impressão:

Imprensa Universitária da UFMG



Prefácio

Guilherme Campos Tavares - CRMV-MG 11340
Professor de Sanidade e Doenças de Animais Aquáticos da Escola de 

Veterinária da Universidade Federal de Minas Gerais

O crescimento anual da produção 

de peixes no Brasil tem sido considera-

do expressivo, como demonstrado pe-

los censos realizados, tanto pelo IBGE 

quanto pela Associação Brasileira da 

Piscicultura (Peixe BR). É notória a 

produção de tilápia-do-Nilo no nosso 

país, seguida pela produção de tamba-

qui, espécie nativa de maior interes-

se socioeconômico. Assim como há 

a intensificação dos sistemas de pro-

dução, ocorre também o surgimen-

to de enfermidades, que, por muitas 

vezes, causam prejuízos econômicos 

significativos ao produtor. Dentre as 

doenças de peixes, destacam-se aque-

las causadas por agentes parasitários, 

sejam ectoparasitas ou endoparasitas. 

Nesta edição de Cadernos Técnicos de 

Veterinária e Zootecnia, abordam-se 

as principais doenças parasitárias que 

afetam a produção comercial de pei-

xes, especialmente as de espécies nati-

vas, com aspectos relacionados à etio-

logia, diagnóstico, formas de controle 

e prevenção das enfermidades. Com 

isso, esperamos contribuir com a difu-

são de novos conceitos e atualização 



para os médicos veterinários, zootec-

nistas, aquicultores e demais técnicos 

da aquicultura, quanto aos aspectos 

sanitários na produção de peixes. Os 

conhecimentos aqui apresentados são 

provenientes da expertise de diferentes 

pesquisadores, especialmente da região 

Norte do país, onde as doenças para-

sitárias são consideradas impactantes 

para o setor aquícola, o qual, por anos, 

tem buscado estratégias para minimizar 

as perdas associadas ao parasitismo.
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91. Importância dos parasitos na piscicultura

1. Introdução

As doenças são um 
dos principais entraves 
para a cadeia produti-
va, em especial para os 
sistemas intensivos de 
criação que envolvem 
vultosos recursos eco-
nômicos, grande quantidade de recur-

sos humanos e amplas 
áreas de produção, não 
sendo diferente para a 
piscicultura. Entre as 
principais doenças na 
produção de peixes, 
estão aquelas de ori-
gem bacteriana, viral, 
parasitária e fúngica, 

podendo ser cada grupo de patógeno 

1. Importância 1. Importância 
dos parasitos na dos parasitos na 

pisciculturapiscicultura

... os agentes parasitários   
são considerados ... 

patógenos primários ... 
independentemente de um 
fator prévio.  ... com grande 

poder de disseminação e 
de difícil controle.

Gustavo Moraes Ramos Valladão1*
1Professor adjunto, médico veterinário, doutor, Programa de Pós-Graduação em Aquicultura, Universidade Nilton Lins, UNL
*Autor para correspondência: gmrvalladao@gmail.com

pixabay.com
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mais ou menos relevante, dependendo 
de variáveis como espécie de hospe-
deiro, ambiente, tipo de criação, fatores 
predisponentes, entre outros. No entan-
to, os agentes parasitários são aqueles 
considerados patógenos primários, ou 
seja, eles têm capacidade de estabelecer 
a relação com o hospedeiro indepen-
dentemente de um fator prévio. Essa 
característica faz com que a presença de 
parasitos nas pisciculturas seja recorren-
te, com grande poder de disseminação e 
de difícil controle. 

2. Parasitologia x 
piscicultura

Os parasitos apresentam diferen-
tes estratégias de infestação (termo 
utilizado para parasitos externos) e in-
fecção (termo utilizado para parasitos 
internos), o que faz com que consigam 
causar o parasitismo 
de forma eficiente, cul-
minando em doença 
e perdas econômicas 
para os piscicultores. 
Certamente, a princi-
pal forma de interação 
desses organismos com 
os animais aquáticos 
se dá por meio de suas 
estruturas corporais de 
adesão (ex.: ventosas), 
fixação (ex.: ganchos) e penetração (ex.: 
citostoma); além disso, alguns parasitos 
produzem enzimas que causam lise e 
necrose de tecidos nos animais. No pro-

cesso de interação parasito:hospedeiro, 
podem ocorrer de danos leves a gra-
ves, o que dependerá do estado de 
saúde prévio do hospedeiro e do nível 
de parasitismo nas fazendas aquícolas. 
O conhecimento sobre a biologia dos 
agentes parasitários e sobre a relação 
parasito:hospedeiro é necessário para 
entendermos a relevância dos parasitos 
para a piscicultura. 

Abaixo são listadas características 
pertinentes aos parasitos de peixes, 
destacando-se sua relevância para a 
piscicultura.

I - Existem milhares de 
espécies de parasitos no 
ambiente aquático selvagem 
em todo o mundo.

A afirmação no título é válida para 
o ambiente selvagem, no entanto é 
importante ressaltar que o ambiente da 

piscicultura “seleciona” 
ou “limita”, de forma 
natural, os parasitos 
que podem acometer os 
animais. Isso ocorre em 
razão de: (I) monocul-
tivo (possibilita o apa-
recimento de limitados 
agentes que parasitam 
aquela espécie alvo de 
criação); (II) ausência 

ou menor quantidade de outros ani-
mais aquáticos e terrestres em contato 
com os peixes da piscicultura, os quais 
são potenciais hospedeiros intermediá-
rios (importantes para grande parte dos 

... centenas de espécies 
de parasitos relevantes 

[são conhecidas], ... 
sendo algumas dezenas 

importantes para a 
piscicultura brasileira ... 
[incluindo] helmintos, 

monogenéticos, 
protozoários e flagelados.



111. Importância dos parasitos na piscicultura

parasitos completarem 
seus ciclos); (III) ci-
clos de produção curtos 
se comparados com o 
curso da relação para-
sito:hospedeiro na na-
tureza, o que dificulta o 
estabelecimento de par-
cela significativa dos pa-
rasitos nos ambientes da 
piscicultura. Inclusive, 
por esses fatores, grande 
parte dos parasitos com 
potencial zoonótico, os 
quais apresentam ela-
borado ciclo biológico, 
não conseguem se esta-
belecer na piscicultura, 
o que é um ponto de 
destaque para os peixes 
de criação se comparados aos peixes da 
pesca.

Apesar de todas as informações posi-
tivas destacadas acima, existem algumas 
centenas de espécies de parasitos rele-
vantes para a piscicultura mundial, sendo 
algumas dezenas importantes para a pis-
cicultura brasileira, das quais podemos 
destacar a presença de helmintos, mo-
nogenéticos, protozoários e flagelados 
(Pantoja et al., 2012; Martins et al., 2015; 
Maciel et al., 2018; Valladão et al., 2020).

II -Os parasitos indicam 
o “status” ambiental da 
piscicultura.

Essa informação é relevante, pois, 
independentemente da presença de 

surtos de mortalida-
de, o monitoramento 
parasitológico se mos-
tra necessário nas pis-
ciculturas. O nível de 
parasitismo está dire-
tamente relacionado 
com o acúmulo de ma-
téria orgânica nas águas 
e com a densidade de 
estocagem de peixes 
(em outras palavras, o 
parasito “entende” que 
pode se desenvolver 
quando tem alimento 
e hospedeiro suficiente 
para isso). Logo, a de-
tecção e a quantificação 
de parasitos de forma 

periódica promovem conhecimento in-
direto sobre o ambiente de produção e 
possibilitam a tomada de decisões para 
a prevenção e o controle.

III - Os parasitos facilitam 
infecções secundárias.

Infecções secundárias podem 
ocorrer de forma indireta ou direta. A 
ocorrência da forma indireta é obser-
vada quando: (I) o estresse parasitário 
provoca a imunossupressão dos peixes, 
fazendo com que eles não consigam 
responder naturalmente aos agentes se-
cundários (oportunistas) presentes na 
água; (II) a má nutrição ou a falha de 
absorção de nutrientes devido às para-
sitoses comprometem a saúde geral do 

Os parasitos facilitam 
infecções secundárias... 

quando o estresse 
parasitário provoca 
a imunossupressão 

dos peixes e quando 
o parasitismo causa 

lesões nos diferentes 
órgãos e tecidos.

[O diagnóstico] ... de 
parasitos de forma 

periódica [permite] ... 
conhecimento indireto 

sobre o ambiente de 
produção e ... tomada 

de decisões para a 
prevenção e o controle.
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animal e levam-no a não 
conseguir responder aos 
agentes secundários.

Já a ocorrência de 
forma direta é constata-
da quando os parasitos 
abrem “porta de entra-
da” para fungos, vírus 
e bactérias devido às 
micro ou macrolesões 
nos diferentes órgãos 
e tecidos, possibilitan-
do graves infecções 
secundárias.

IV - Os parasitos provocam 
a mortalidade de peixes em 
pisciculturas sem a presença 
de outros patógenos.

Inicialmente, vale ressaltar que, 
em geral, não é uma estratégia natu-
ral dos parasitos matarem seus hos-
pedeiros, pois, dessa forma, eles es-
tariam matando aquilo de que eles 
dependem para viver, possibilitando 
a sua própria extinção. 
Logo, biologicamente, 
os parasitos têm estra-
tégias para reconhe-
cerem até que ponto 
podem se desenvol-
ver em determinado 
hospedeiro/ambiente 
(isso está diretamente 
relacionado com o ali-
mento e com o núme-
ro de peixes presente nos viveiros). 
Além disso, naturalmente, os peixes 

têm barreiras de defesa 
e sistema imunológico 
para suportarem o pa-
rasitismo em ambiente 
selvagem, quando es-
tão em homeostase.

Por outro lado, no 
ambiente artificial de 
criação (pisciculturas), 
a relação parasito:hos-
pedeiro:ambiente deixa 
de ser normal. A alta 
densidade de peixes no 

viveiro (maior contato entre eles) e o 
grande aporte de nutrientes na água 
possibilitam o desenvolvimento anor-
mal (acima do esperado) dos parasitos. 
Além disso, o manejo intensivo, a pior 
qualidade ambiental e o estresse propi-
ciam queda da imunidade dos peixes, o 
que faz com que eles não consigam ex-
pressar uma resposta imune adequada 
diante da parasitose.

O principal efeito deletério do pa-
rasitismo é o distúrbio 
respiratório, sendo o 
maior motivo de morte 
dos peixes parasitados 
nas pisciculturas. Logo, 
os surtos de mortalida-
de por parasitos estão 
normalmente associa-
dos com aquelas espé-
cies presentes nas brân-
quias (ex.: Monogenea, 
Ichthyophthirius e 

Piscinoodinium), enquanto peixes com 

... não é uma estratégia 
natural dos parasitos 

matarem seus 
hospedeiros ... parasitos 

têm estratégias para 
reconhecerem [limites 

de expoliação] e 
os [hospedeiros] 
têm barreiras de 

defesa ... quando em 
homeostase.

... os surtos de 
mortalidade por 
parasitos estão 
normalmente 

associados com 
[infecção] nas brânquias 

(ex.: Monogenea, 
Ichthyophthirius e 
Piscinoodinium).
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parasitismo grave em pele e órgãos in-
ternos, normalmente, morrem devido a 
uma infecção secundária.

V - O parasitismo afeta o 
desempenho zootécnico dos 
peixes na produção.

O parasitismo pode prejudicar o de-
sempenho dos peixes de forma indireta, 
uma vez que o estresse parasitário cul-
mina em mal-estar do animal e em má 
alimentação e isso reflete no seu cres-
cimento. Então, qualquer tipo de para-
sitismo (por ecto, endo 
ou hemoparasito) pode 
culminar em perdas pro-
dutivas (econômicas).

Ademais, o parasi-
tismo pode impactar o 
desempenho dos peixes 
de forma direta, sendo o caso de gran-
de parte dos endoparasitos, os quais se 
aproveitam de todo o nutriente oriundo 
das rações para desenvolvimento pró-
prio, deixando os peixes subnutridos.

Por fim, é preciso reconhecer que 
tais parasitos são tão 
(ou mais) importantes 
quanto aqueles que ma-
tam os peixes durante 
surtos, pois, ao final, 
tudo está relacionado 
com as perdas econômi-
cas. Peixes de produção 
infectados por endo-
parasitos normalmente 
não morrem e não de-
monstram sinais clíni-

cos da doença, logo os produtores e os 
técnicos não reconhecem o peixe como 
doente e passam todo o ciclo de produ-
ção tendo gastos massivos com ração 
que está sendo aproveitada pelo parasi-
to e não pelo peixe (ex.: acantocefalose 
do tambaqui). 

3. Considerações finais
Com base em todas as informações 

do presente documento, fica destacado 
que os parasitos são importantes para 

a piscicultura, pois os 
efeitos deletérios do 
parasitismo irão refletir 
em perdas econômicas 
que podem variar de 
sensíveis a graves.

Uma grande proble-
mática em relação ao parasitismo é que a 
maior parte das perdas econômicas são 
quase invisíveis aos olhos dos produto-
res e dos técnicos, pois há escassez de 
monitoramento sanitário periódico nas 
pisciculturas do país e subdiagnóstico de 
ecto, endo e hemoparasitos mesmo du-

rante surtos de mortali-
dades. Logo, percebe-se 
que não é dada a devida 
relevância para o acom-
panhamento, a preven-
ção e o controle de tais 
doenças no Brasil.

R e c e n t e m e n t e , 
Tavares-Dias e Martins 
(2017) avaliaram o im-
pacto econômico das 

... qualquer tipo de 
parasitismo (por ecto, 

endo ou hemoparasito) 
pode culminar em perdas 
produtivas (econômicas).

Recentemente, Tavares-
Dias e Martins (2017) 

avaliaram o impacto 
econômico das 

mortalidades de peixes 
por diferentes doenças 

no país como sendo 
estimado na ordem de 

US$ 84 milhões por 
ano)...
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mortalidades de peixes por diferentes 
doenças no país como sendo estimado 
na ordem de US$ 84 milhões por ano, no 
entanto os próprios autores destacam a 
necessidade de mais informações oficiais 
para que seja possível relacionar os dados 
com a causa da morte. Portanto, não exis-
tem dados oficiais sobre as perdas eco-
nômicas para as mortes provocadas por 
parasitoses; além disso, não há dados ofi-
ciais sobre as perdas econômicas indire-
tas do parasitismo, ou seja, sobre aqueles 
peixes que não morrem. Escassas pesqui-
sas revelam perdas econômicas relevan-
tes devido a parasitos específicos no país, 
como é o caso da acantocefalose, em que 
pisciculturas não afetadas pela parasitose 
têm uma receita de aproximadamente 
US$ 8.337,30 por hectare de lâmina de 
água, enquanto piscicultura afetada pela 
doença (sem mortalidade) tem uma re-
ceita de apenas US$ 1.490,11 por hectare 
(Silva-Gomes et al., 2017).

Como conclusão, apesar de os para-
sitos de peixes terem uma evidente re-
levância, prejudicando a cadeia produti-
va no país, poucos dados oficiais estão 
à disposição dos produtores, o que faz 
com que não seja dada a devida atenção 
para o tema. É papel dos técnicos apre-
sentarem aos produtores tudo aquilo 
que envolve a parasitologia dos animais 
aquáticos e abordar, de maneira simpli-
ficada, o que a relação parasito:hospe-
deiro representa para cada caso, visto 
que cada piscicultura terá um ambiente 
diferente com hospedeiros diferentes.
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1. Introdução
Os protozoários cilia-

dos estão entre os principais 
patógenos de peixes. Neste 
capítulo, iremos destacar 
os gêneros Ichthyophthirius, Trichodina, 
Chilodonella, Apiosoma e Epistylis.

2. Ichthyophthirius

A ictiofitiríase (“doença dos pon-
tos brancos”) é reconhecida como 

uma das doenças 
mais patogênicas de 
peixes e é causada 
pelo Ichthyophthirius 

multifiliis, um proto-
zoário ciliado pertencente à ordem 
Hymenostomatida. 

2.1. Características 
morfológicas

As características morfológicas do 
I. multifiliis se diferem conforme o seu 
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estágio no ciclo de vida, 
porém todos os estágios 
são móveis e ciliados 
(Dickerson, 2012). 

A forma adulta, 
denominada trofonte 
(fixa-se em um hospe-
deiro), apresenta colo-
ração escura, formato 
arredondado ou ovoide 
e tamanho variado, de 
100 a 1.000 μm de diâ-
metro (Figura 1a). Nesse estágio o pro-
tozoário ainda é coberto de cílios, porém 
possui uma grande cavidade bucal. A 
boca com cílios pouco desenvolvidos e 
fileiras longitudinais de cílios converge 
na extremidade anterior (McCartney et 
al., 1985). Essa fase geralmente é identifi-
cada pela presença de um grande núcleo 
em forma de ferradura (Verner-Jeffreys 
e Taylor, 2015). Também possui de um 
a quatro micronúcleos diploides peque-
nos, que podem ser vistos ao microscó-
pio óptico em aumentos a partir de 40x 
(Woo, 2006).

Ao sair do hospedeiro, o parasito 
torna-se tomonte (forma reprodutiva) 
(Dickerson, 2012). Nesse estágio, ainda 
ciliado, nada até localizar um substrato 
em que se fixar, onde começa a encis-
tar, produzindo uma camada gelatinosa 
através de seus mucocistos corticais. 

Na fase de cisto ou tomocisto, per-
manece ciliado e gira dentro do cisto, 
onde irá dividir-se até o rompimento da 
camada gelatinosa do cisto e a liberação 

dos terontes (Verner-
Jeffreys e Taylor, 2015). 
O tomonte apresenta 
morfologia interna se-
melhante à do trofonte 
adulto e é dotado de 
cisto externo de parede 
gelatinosa (Figura 1b). 
No entanto, durante a 
reprodução, o tomonte 
apresentará, no seu in-
terior, várias células me-

nores semelhantes ao trofonte adulto 
(Figura 1-c), denominadas tomito. 

A forma infestante é conhecida 
como teronte. Os terontes possuem um 
formato piriforme com a extremidade 
posterior afilada e pequenas dimensões 
(aproximadamente 10 μm de largura e 
30 a 45 μm de comprimento) (Figura 
1-d). A superfície do teronte é comple-
tamente coberta por cílios com aproxi-
madamente 5,0 µm de comprimento e 
0,2 µm de diâmetro (Dickerson, 2006), 
e um desses cílios é de duas a três ve-
zes maior que os demais, denominado 
perforatorium, localizado na extremi-
dade afilada (McCartney et al., 1985). 
Os cílios caudais provavelmente têm 
a função de manter a direção estável, 
apresentam uma pequena boca primi-
tiva (Dickerson, 2006) e uma estru-
tura perfuradora na parte anterior do 
corpo, que utilizam para penetrar no 
tegumento do hospedeiro (Dickerson, 
2012).

A forma infestante é 
conhecida como teronte. 

Os terontes possuem 
um formato piriforme 

com a extremidade 
posterior afilada e 

pequenas dimensões 
(aproximadamente 10 
μm de largura e 30 a 45 
μm de comprimento) 

(Figura 1-d).
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2.2. Ciclo de vida

I. multifiliis possui 
um ciclo de vida relativa-
mente rápido e comple-
xo, quando comparado a 
outros protozoários. Seu 
ciclo direto (monoxeno) 
é dividido em quatro es-
tágios: terontes, trofon-
tes, tomontes e cistos ou 
tomocistos (Buchmann, 

2019) (Figura 2). O es-
tágio teronte é o infec-
cioso, em que o parasito 
apresenta natação livre, 
movendo-se rapida-
mente através dos seus 
cílios, podendo sobre-
viver entre 10 e 96 horas 
fora de um hospedeiro, 
dependendo da tempe-
ratura da água (Verner-

I. multifiliis possui 
um ciclo de vida 

relativamente rápido 
e complexo, quando 
comparado a outros 

protozoários. Seu ciclo 
direto (monoxeno) 

é dividido em quatro 
estágios: terontes, 

trofontes, tomontes e 
cistos ou tomocistos...

Figura 1. Características morfológicas do Ichthyophthirius multifiliis (íctio) em diferentes estágios de 
desenvolvimento, A- desenho esquemático de trofonte e suas estruturas (adaptado de Lynn, 2008); 
B- microfotografia de formas adultas, trofontes; C- tomonte (adaptado de Lynn, 2008) e D- teronte 
(adaptado de Lynn, 2008; McCartney, Fortner e Hansen,1985).
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Jeffreys e Taylor, 2015). Nesse período, 
apresenta fototaxia, sendo atraído para 
a luz (Verner-Jeffreys e Taylor, 2015) e 
quimiotaxia para substâncias liberadas 
pelos peixes, especialmente imunoglo-
bulina e muco (Dickerson, 2012). Ao 
entrar em contato com o hospedeiro, 
adentra a epiderme da pele e das brân-
quias, pelo uso dos cílios e de uma es-
trutura membrana-cortical perfuradora 
na parte anterior da célula (Dickerson, 
2012); após adentrar a superfície do 
hospedeiro, modifica-se para o estágio 
de trofonte (Verner-Jeffreys e Taylor, 
2015). 

O trofonte invade e se encista entre 
as finas camadas externas da pele e das 
brânquias, onde se alimenta do tecido 
do hospedeiro (Verner-Jeffreys e Taylor, 
2015) (Figura 2). O trofonte cresce ra-
pidamente, e o período de permanên-
cia nesse estágio depende de fatores 
como temperatura da água e condição 
imunológica do animal, podendo ficar 
se alimentando por cinco a sete dias 
(Dickerson, 2012). Nesse estágio, seu 
crescimento pode chegar a 1,5 mm, 
quando é possível ser visto a olho nu, em 
forma de manchas brancas, dando a im-
pressão de estar na superfície do animal, 
porém está protegido dentro da epider-
me do peixe (Verner-Jeffreys e Taylor, 
2015). Ao atingir o tamanho adequado, 
pode romper o local da infecção. É nes-
se momento que normalmente ocorre a 
mortalidade do hospedeiro, durante a 
saída do parasito, quando pode ocorrer 

o choque osmorregulatório e respirató-
rio, devido aos danos no tecido (Verner-
Jeffreys e Taylor, 2015). Os tecidos da-
nificados também se tornam porta de 
entrada para patógenos oportunistas. O 
trofonte maduro, ao sair do hospedeiro, 
dá início ao próximo estágio chamado 
de tomonte. 

Tomonte é o estágio de natação 
livre na água. Seu movimento é rea-
lizado por ação ciliar, e ele pode na-
dar por minutos a horas, até se fixar 
em um substrato (Buchmann, 2019). 
Esse estágio tem curta duração. Após 
a fixação em um substrato, o tomonte 
forma uma camada e encista. Tal pro-
cesso pode levar aproximadamente 
cinco horas (Verner-Jeffreys e Taylor, 
2015). No estágio de cisto ou tomo-
cisto, ocorre a proliferação do parasito 
(reprodução assexuada por fissão bi-
nária). Uma vez encistado e fixado no 
substrato, uma série de divisões mitó-
ticas dá origem a centenas de tomitos. 
Esses tomitos ciliados movimentam-
-se dentro do cisto, saindo através de 
uma abertura formada nele. A célula 
ciliada, ao sair do cisto, é denomina-
da teronte, dando início novamen-
te ao ciclo do parasito (Buchmann, 
2019). Os terontes nadam livremente 
por até 48h, procurando por um novo 
hospedeiro (peixe). Aqueles que não 
conseguem encontrar um hospedeiro 
nesse período morrem. Os que en-
contram fixam-se nele e penetram ati-
vamente na pele ou no tecido epitelial 
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das brânquias ou da 
córnea, com o auxílio 
do perforatorium, para 
completar o seu ciclo 
de vida (Figura 2).

2.3. Hospedeiros

Há baixa especifici-
dade e seu ciclo de vida 
é direto, com distribui-
ção mundial. I. multifiliis 
é capaz de parasitar em 

ambiente de produção e 

natural (selvagem), sen-

do um dos principais 

protozoários patógenos 

na aquicultura de água 

doce (Mattews, 2005).

Em ambientes na-

turais, peixes mais jo-

vens e debilitados são 

mais susceptíveis à 

infestação por I. multi-

Figura 2. Ciclo de vida do Ichthyophthirius multifiliis (íctio). 

Há baixa especificidade 
e seu ciclo de vida é 

direto, com distribuição 
mundial. I. multifiliis é 
capaz de parasitar em 

ambiente de produção 
e natural (selvagem), 

sendo um dos principais 
protozoários patógenos 
na aquicultura de água 

doce…
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filiis, pois a exposição ao parasita pos-
sibilita o desenvolvimento de imunida-
de, que torna os peixes sobreviventes 
resistentes. Contudo, em ambiente de 
produção, a susceptibilidade é mais 
influenciada por questões genéticas 
e de manejo. Também se acredita que 
a infestação por I. multifiliis ocorre de 
forma uniforme entre machos e fê-
meas (Woo, 2006).

Bagres (Siluriformes) tendem a 
ser mais vulneráveis ao parasitismo 
por não possuírem escamas, como 
o bagre-do-canal (Ictalurus puncta-
tus) (Nigrelli et al., 1976), jundiá 
(Rhamdia quelen) (Martins et al., 
2015) e pintado amazônico (Leiarius 
marmoratus x Pseudoplatystoma cor-
ruscans) (Tavares et al., 2018). No en-
tanto, outras espécies já foram descri-
tas como hospedeiras de I. multifiliis, 
como: tilápia-do-nilo (Oreochromis 
niloticus) (Nguyen et al., 2020), tru-
ta (Salmo gairdneri) (Majeed et al., 
1984), salmão (Oncorhynchus nerka) 
(Traxler et al., 1998), neon-cardi-
nal (Paracheirodon axelrodi) e tetra 
(Hyphessobrycon copelandi).

2.4. Ocorrência

I. multifiliis é um dos parasitos 
mais comuns e patogênicos para pei-
xes (Kayis et al.,2013) de consumo e 
ornamentais. 

Há relatos de infecções pelo pro-
tozoário em diversas espécies, inclu-
sive no Brasil (Aydogan et al., 2010; 

Adel et al., 2015; Hoshino et al., 
2018). Para espécies de consumo do 
Brasil, existem relatos desse parasi-
tismo em tilápia (Oreochromis niloti-
cus) (Pantoja et al., 2012), tambaqui 
(Colossoma macropomum) (Santos et 
al., 2018), pacu (Piaractus mesopota-
micus), tambacu (Colossoma macropo-
mum x Piaractus mesopotamicus), piau-
çu ( L e por i nu s  mac roc e phalu s ) , 
mat r i n x ã  ( B r yc on  c e phalu s ) , 
c a r pa  ( Cy p r i nu s  car p i o ) ,  bag re -
- a f r i c a n o  ( Cl ar ia s  gar i e p i nu s ) 
(Mar t i n s  e t  a l . ,  2 0 0 0 ) ,  n eo n - c a r-
d i na l  ( Parach e i rod on  a x elrodi ) , 
te t ra  ( Hy ph e s s ob r yc on  c opel an -
di ) ,  d i n ema  ( D ian e ma  urost r ia -
t um ) ,  j u n d i á  ( R hamdia  quel e n ) 
(Mar t i n s  e t  a l . ,  2 0 1 5 ) ,  p i nt ad o 
amazô n i co  ( L e iar iu s  mar m ora -
t u s  x  Ps e ud opl at ys toma  c or r u s -
can s )  (Tav are s  e t  a l . ,  2 0 1 8 ) ,  c u l 
t i v ad o s  em  d i ver s a s  reg i õ e s  d o 
pa í s .  De  aco rd o  co m  Tav are s -
D i a s  e  Mar t i n s  ( 2 0 1 7 ) ,  o  p ro to -
zoár i o  I .  mul t i f i l i i s  f o i  re s p o n -
s áve l  p o r  p e rd a s  v ariando entre 
0,55 e 10.000 toneladas de tamba-
qui no Brasil, o que representaria 
cerca de 0,28 milhão de dólares. O 
impacto do parasito na economia 
do Brasil se estende aos ornamen-
tais, com relatos de casos em peixes 
desde a região Norte no Amazonas 
(Tavares-Dias et al., 2010; Hoshino 
et al., 2018)  à região Sul (Santos et 
al., 2017).
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2.5. Forma de transmissão

A transmissão de I. multifiliis ocorre 
de forma direta (transmissão horizon-
tal) quando uma fonte de contamina-
ção potencial é colocada em um am-
biente não contaminado, 
contendo possíveis hos-
pedeiros. A transmissão 
mais comum é por meio 
do contato da forma in-
fectante do protozoário 
(teronte) com o peixe 
saudável. Outras fon-
tes de contaminação, como fômites 
e substratos que estejam carreando o 
parasito (Paladini et al., 2017), podem 
transportar terontes que, ao serem in-
troduzidos no novo ambiente, buscam 
por um hospedeiro em potencial, ou 
até mesmo por tomontes que irão se 
reproduzir e liberar terontes. É impor-
tante lembrar que a parede gelatinosa 
do tomonte encistado facilita a sua 
aderência a diferentes superfícies que 
podem auxiliar na sua disseminação 
pelo ambiente.

2.6. Fatores predisponentes

A ocorrência de parasitismo por I. 
multifiliis pode ser associada a vários 
fatores bióticos e abióticos que possi-
bilitam a introdução e a manutenção 
do parasita no sistema de produção e 
tornam o peixe vulnerável à infestação. 

Fazem parte dos fatores bióticos a 
existência do parasita (em qualquer um 
dos seus estágios de desenvolvimento) 

e animais debilitados no ambiente (pa-
rasitismo na natureza) ou na piscicul-
tura (parasitismo no cultivo).  

Quanto aos fatores abióticos, o ma-
nejo inadequado e os parâmetros de 
qualidade da água de cultivo (princi-

palmente temperatu-
ra) são os que mais se 
destacam. A tempera-
tura da água (bruscas 
variações e tempera-
turas frias) favorecem 
surtos de infecção 

pelo protozoário, além do baixo nível 
de oxigênio, variações bruscas de pH e, 
como destacado por Dickerson (2006) 
e Lima et al. (2019), a alta densidade 
de estocagem. Recentemente, a utiliza-
ção do método da aquicultura em siste-
ma de recirculação (RAS) tem sido dis-
cutida quanto ao papel como método 
de controle ou como fator que favorece 
a infestação. Dickerson (2012) relata 
que os surtos pelo protozoário são mais 
comuns em sistemas intensivos. Além 
disso, uma vez que um animal infestado 
é introduzido no sistema RAS, as con-
dições para a proliferação do patógeno 
são favorecidas pelo ambiente.

Vale lembrar que os fatores bióticos 
e abióticos estão associados, pois a in-
terferência na qualidade da água induz 
o estresse do animal, tornando-o sus-
ceptível à infecção (Yada e Tort, 2016). 
Por isso, esses fatores associados acar-
retam os maiores índices de infestações 
pelo I. multifiliis, demonstrando serem 

A transmissão de 
I. multifiliis ocorre 

horizontal [por terontes] 
de animal infectado ou 

fonte de contaminação ...
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pontos críticos para a 
ocorrência de surtos. 

2.7. Principais 
sinais clínicos e 
histopatologia

O principal sinal 
clínico do parasitis-
mo por I. multifiliis é a 
presença de pequenos 
pontos brancos (tro-
fontes de 1-1.000 μm de 
diâmetro) na superfície 
do corpo e nas brân-
quias do peixe infes-
tado (Figura 3a). Nos 
estágios mais avançados de parasitismo, 
pontos individuais podem se aglutinar, 
formando uma massa mucoide na su-
perfície do hospedeiro. 

Junto com a penetração, o aloja-
mento, a alimentação 
e a saída do parasita do 
tecido epitelial do hos-
pedeiro, surgem lesões 
(microscópicas) que 
promovem a produ-
ção de muco (prote-
ção contra o parasito). 
Outros sinais clínicos 
inespecíficos podem 
ser relatados pelo pro-
dutor, como letargia, 
degeneração da cauda 
e pontos hemorrágicos 
difusos (Mamun et al., 
2019), além da natação 
próxima das paredes do 

tanque (devido à fric-
ção do corpo nas bordas 
dos tanques/viveiros 
para aliviar o descon-
forto ocasionado pelo 
parasitismo). Os peixes 
podem estar respirando 
de forma intensa (bo-
quejamento e aumento 
da frequência dos mo-
vimentos do opérculo) 
na superfície da água, 
nas bordas dos tanques/
viveiros ou próximo a 
aeradores (por causa da 

dificuldade respiratória). 
Os danos causados em decorrência 

do parasitismo nos tecidos podem ser 
graves e acarretar a redução no gan-
ho de peso. Quando o parasitismo for 
alto, devido à extensão dos danos nos 

tecidos, podem ocorrer 
infecções bacterianas 
secundárias (Valladão et 
al., 2016; Nguyen et al., 
2020), e, nesses casos, 
dificilmente os peixes 
sobrevivem (Figura 3b), 
principalmente em de-
corrência da insuficiên-
cia respiratória. 

As análises histo-
patológicas ajudam a 
entender melhor a rela-
ção parasita:hospedeiro 
e a identificar as lesões 
originadas pelo parasi-

O principal sinal clínico 
do parasitismo por I. 
multifiliis é a presença 
de pequenos pontos 

brancos (trofontes de 
1-1.000 μm de diâmetro) 

na superfície do corpo 
e nas brânquias ... Nos 

estágios mais avançados 
… pontos individuais 

podem se aglutinar, 
formando uma massa 

mucoide na superfície do 
hospedeiro....

Ichthyophthirius multifiliis 
Os danos … nos tecidos 

podem ser graves e 
acarretar a redução 
no ganho de peso 
[e] podem ocorrer 

infecções bacterianas 
secundárias … nesses 
casos, dificilmente os 

peixes sobrevivem, 
principalmente 
em decorrência 
da insuficiência 
respiratória.... 
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tismo.  Ao se realizar 
análise histológica ou 
microscópica de tecido 
acometido, é possível 
observar o parasita e 
os danos causados no 
epitélio pela invasão 
da forma infestante 
(teronte), bem como 
a manutenção e a eclo-
são da forma adulta do 
I. multifiliis (trofonte) 
(Figura 3-c). Pode-se 
constatar inflamação, 
destruição e deforma-
ção das brânquias, hi-
perplasia e hipertrofia 
das lamelas secundá-
rias (Mamun et al., 2019), hiperplasia 
e aumento do número de células epi-

teliais na pele (Yu et al., 
2019; Wang et al., 2019) 
e aumento das células 
mucosas nas brânquias e 
no tegumento (Yu et al., 
2019).

3. Tricodinídeos
A tricodiníase é cau-

sada por protozoários 
ciliados, nomeados tri-
codinídeos, pertencentes 
à família Trichodinidae. 
No Brasil, há regis-
tros de parasitos dos 
gêneros Trichodina, 
P a r a t r i c h o d i n a , 
Tripartiella e Trichodinella 

(Martins et al., 2015). A tricodiníase 
afeta diversos animais aquáticos, como 

A tricodiníase é causada 
por protozoários 
ciliados .. [da]… 

família Trichodinidae. 
No Brasil, há registros 

de Trichodina, 
Paratrichodina, 

Tripartiella e 
Trichodinella… 
A tricodiníase 

afeta anfíbios…, 
moluscos … e peixes, 

incluindo espécies 
economicamente 

importantes, como 
tilápia e tambaqui.... 

Figura 3. Peixe-panga, Pangasianodon hypophthalmus, com pontos brancos característicos de parasi-
tismo por Ichthyophthirius multifiliis (íctio) (A). Elétron-micrografia de varredura de íctio nos filamentos 
branquiais de tambaqui, Colossoma macropomum (B), mostrando trofontes encistados (asteríscos), 
lesões originadas pela ruptura da membrana do cisto (setas) e trofonte com parte da membrana do 
cisto removida (C). Elétron-micrografias gentimente cedidas por Lieschen Valeria Guerra Lira.
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anfíbios (Alves et al., 
2016), moluscos (Pinto 
et al., 2006) e peixes, 
incluindo espécies eco-
nomicamente impor-
tantes, como tilápia 
(Khallaf et al., 2020) e 
tambaqui ( Júnior et al., 
2018). Esses parasitos 
são móveis e possuem 
um disco adesivo den-
ticulado que auxilia na 
sua fixação (Martins et 
al., 2015). Parasitam 
principalmente as 
brânquias e o corpo 
dos peixes ( Júnior et al., 2018; Khallaf 
et al., 2020), podendo ser também en-
contrados na cavidade bucal (Martins 
et al., 2015), causando lesões nos teci-
dos, estresse e consequente mortalida-
de ( Júnior et al., 2018; Rokhmani et al., 
2018; Khallaf et al., 2020). De acordo 
com Tavares-Dias e Martins (2017), a 
tricodiníase foi responsável, juntamente 
com outros parasitos, por uma perda de 
aproximadamente 5000 toneladas de ti-
lápia, um prejuízo de cerca de 4 milhões 
de dólares e uma perda de aproximada-
mente 1,2 tonelada de 
outras espécies. 

Surtos de trico-
diníase são associados 
à má qualidade da água 
e às más condições de 
saúde do hospedeiro 
(Martins et al., 2015), 

podendo, assim, ser 
usados como bioindi-
cadores das condições 
ambientais e da sanida-
de dos animais (Lizama 
et al., 2013; Adewole et 
al., 2018). Com a inten-
sificação da piscicultura, 
problemas com a quali-
dade da água, como ina-
dequados níveis de oxi-
gênio, variações de pH e 
altos níveis de amônia, 
são realidades de muitas 
pisciculturas, assim 

como a alta densidade de estocagem. 
Esses eventos tornam as condições pro-
pícias para surtos de parasitos, entre eles 
os causadores da tricodiníase (Lizama 
et al., 2013; Adewole et al., 2018; 
Rokhmani et al., 2018).

3.1. Características 
morfológicas

Os tricodinídeos são protozoários 
de formato circular e corpo coberto 
por cílios, que permitem mobilidade. 
Seu diâmetro pode variar de 10 a 20 μm 
(Figura 4) (Van As e Basson, 1987). No 

lado convexo do corpo, 
conhecido como super-
fície adoral, possuem 
um órgão de fixação 
chamado disco adesivo. 
O disco adesivo apre-
senta estruturas seme-
lhantes a dentes (den-

De acordo com Tavares-
Dias e Martins (2017), 

a tricodiníase foi 
responsável, juntamente 

com outros parasitos, 
por uma perda de 
aproximadamente 
5000 toneladas de 

tilápia, um prejuízo de 
cerca de 4 milhões de 
dólares e uma perda 

de aproximadamente 
1,2 tonelada de outras 

espécies.

Os tricodinídeos são 
protozoários de formato 
circular e corpo coberto 
por cílios, que permitem 

mobilidade. Seu 
diâmetro pode variar de 

10 a 20 μm.
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tículos), que se dispõem em arranjo 
concêntrico e apresentam uma estrutu-
ra complexa, cujo padrão varia entre as 
espécies (Figura 4). Dependendo da es-
pécie, os dentículos podem apresentar 
com uma espinha interna e uma lâmina 
externa achatada, muitas vezes ligada 
por ganchos, em torno de uma escópula 
não ciliada. O conjunto de dentículos 
é chamado anel denticular (Figura 4). 
A ciliatura apresenta uma rotação que 
pode variar, de uma espécie para ou-
tra, de 180º (meia-volta) a 2-3 círculos 
cheios com raio largo (igual ao do disco 
adesivo).

O interior dos tricodinídeos é com-

posto por macronúcleo em forma de 
ferradura, micronúcleo e vacúolo con-
trátil (Figura 4) (Lynn, 2008). As va-
riações morfométricas dessas estruturas 
são usadas para identificar e diferenciar 
as espécies de tricodinídeos, como as 
várias formas dos dentículos, que po-
dem ser proximais, cônicos, curvos ou 
acumulados. Apesar de as espécies de 
tricodinídeos serem observáveis ao mi-
croscópio óptico a partir do aumento 
de 40x, em montagem a fresco (Figura 
4), para a identificação da espécie é ne-
cessário corar o parasito, o que permite 
evidenciar seus aspectos morfológicos, 
com vista a observar todas as estruturas 

Figura 4. Características morfológicas de tricodinídeos. A- representação esquemática do corpo; B- 
variação da complexidade da espiral formada pela ciliatura oral: da esquerda para a direita, ciliatura 
oral dos gêneros Semitrichodina, Trichodinella ou Tripartiella, Trichodina ou Urceolaria, e Vauchomica 

(adaptado de Corliss,1975); C- fotomicrografia de tricodinídeo em montagem a fresco observada em 
microscopia óptica; D- fotomicrografia da ciliatura oral de Trichodina corada com nitrato de prata. 
Fotomicrografias do disco adesivo impregnado com nitrato de prata, ilustrando variações na forma 
das estruturas do disco adesivo (E, F, G): 1- pinos radiais, 2- lâmina, 3- parte central, 4- raio, 5- cristas 
centrais, 6- círculo central.
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com clareza (Figura 4).
Atualmente, além 

das variações morfo-
lógicas dos dentículos, 
análises moleculares e 
análises filogenéticas 
são utilizadas de for-
ma complementar para 
identificação de espé-
cies de Trichodina sp. 
(Abdelkhalek et al., 
2018; Marcotegui et al., 
2018; Rokhmani et al., 
2018).

3.2. Ciclo de vida

O ciclo de vida dos tricodinídeos 

é direto (monoxe-
no), simples e rápido.
Caracteriza-se por re-
produção assexuada 
(fissão binária), que 
ocorre no hospedeiro e, 
ocasionalmente, sexua-
da por conjugação (tro-
ca ou transferência de 
material genético entre 
duas células) (Figura 5) 
(Basson e Van As, 2006; 
Martins et al., 2015). 
A divisão binária ocor-

re pela formação de dois semicírculos, 
que são divididos e formarão dois tri-
codinídeos filhos, menores e com 50% 

O ciclo de vida 
dos tricodinídeos é 
direto (monoxeno), 

simples e rápido. 
Caracteriza-se por 

reprodução assexuada 
(fissão binária) e 

ocasionalmente sexuada, 
por conjugação (troca ou 
transferência de material 

genético entre duas 
células).

Figura 5. Reprodução por fissão binária em tricodinídeos. A- tricodinídeo em processo de divisão biná-
ria; B- placas começando a se formar na periferia externa do anel denticulado;  C- placas em estágio de 
desenvolvimento avançado, dando origem a um novo anel denticulado; D- Trichodina compacta jovem, 
sem o círculo central formado; E- T. compacta adulta, com todas as estruturas desenvolvidas.
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do número de dentes no 
disco adesivo. Esses dis-
cos irão se desenvolver, 
chegando ao tamanho 
e ao número de dentes 
aproximados dos trico-
dinídeos-pai (Basson e 
Van As, 2006; Tang et 
al., 2016). Já na conju-
gação, ocorre a forma-
ção de um novo disco 
denticulado, separada-
mente, com o mesmo 
número de dentes das 
Trichodina-pai (Basson 
e Van As, 2006). 

A reprodução 
dos tricodinídeos é 
influenciada pela disponibilidade de 
hospedeiros por metro cúbico, pela 
temperatura e qualidade da água. A 
maior parte das espécies se reproduz 
rapidamente em ambientes com gran-
de quantidade de hospedeiros (alta 
densidade de animais), elevada tempe-
ratura da água e grande quantidade de 
matéria orgânica. Segundo Martins et 
al. (2015), em ambientes favoráveis, al-
guns tricodinídeos podem rapidamente 
chegar a 300 mil indivíduos em um úni-
co hospedeiro.

O ciclo de vida dos tricodinídeos 
geralmente inicia e termina no hospe-
deiro (no órgão ou no tecido onde vi-
vem em simbiose). Algumas espécies 
podem permanecer por até dois dias 
no meio ambiente. A maior parte das 

mais de 300 espécies de 
Trichodina conhecidas 
vive em simbiose nas 
brânquias e na pele de 
organismos aquáticos, 
havendo, no entanto, 
algumas espécies com 
predileção pela bexiga 
natatória, pelo oviduto 
ou pelo trato gastroin-
testinal (Noga, 2010).

3.3. Hospedeiros 
susceptíveis

A maior parte dos 
tricodinídeos apresenta 
inespecificidade parasi-

tária, o que possibilita o parasitismo em 
uma grande diversidade de organismos 
aquáticos, tanto em águas continentais 
como marinhas, existindo relatos de 
parasitismo em anfíbios, crustáceos, 
moluscos, peixes selvagens, ornamen-
tais e de engorda (Martins et al., 2015). 
No entanto, as espécies menores de tri-
codinídeos, aqueles com menos de 30 
μm de diâmetro, geralmente parasitam 
brânquias e apresentam especificidade 
parasitária, enquanto as maiores, com 
mais de 90 μm de diâmetro, parasitam 
um número amplo de espécies de or-
ganismos aquáticos (Van As e Basson, 
1987).

Pelo fato de os tricodinídeos serem 
abundantes na natureza e viverem em 
simbiose com uma vasta gama de espé-
cies de organismos aquáticos (Özer et 

A maior parte dos 
tricodinídeos apresenta 

inespecificidade 
parasitária, o 

que possibilita o 
parasitismo em uma 

grande diversidade de 
organismos aquáticos, 

tanto em águas 
continentais como 
marinhas, existindo 

relatos de parasitismo 
em anfíbios, crustáceos, 

moluscos, peixes 
selvagens, ornamentais e 

de engorda.
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al., 2015), listaremos somente alguns 
exemplos de hospedeiros de importân-
cia econômica ou com potencial para 
produção, nomeadamente: carpa-cru-
ciana (Carassius carassius) (Kazubiski, 
1982), halibute-atlântico (Hippoglossus 
hippoglossus) (Arthur et al., 2004), 
guppy (Poecilia reticulata), quínguio 
(Carassius auratus), plati (Xiphophorus 
maculatus) (Martins et al., 2012), pi-
rarucu (Arapaima gigas) (Miranda et 
al., 2012), tetra-cego (Astyanax mexi-
canus)  (Islas-Ortega e Aguilar-Aguilar, 
2014), badejo (Merlangius merlangus), 
tainha (Mugil cephalus) (Özer et al., 
2015), betta (Betta splendens) (Valladão 
et al., 2015), surubim 
(Pseudoplatystoma cur-
ruscans), acará-boca-
-de-juquiá (Aequidens 
tetramerus) (Martins et 
al., 2016) e tilápia-do-
-nilo (Oreochromis nilo-
ticus) (Rodrigues et al., 
2019).

3.4. Ocorrência

Os tricodinídeos têm distribuição 
mundial e há relatos da sua ocorrência 
em vários países (De Jager et al., 2019). 
É conhecido que esses protozoários afe-
tam peixes de água doce (Tang et al., 
2016; Khalaf et al., 2020) e peixes mari-
nhos (Aguilar-Aguilar et al., 2015; Islas 
Ortega et al., 2018), em ambiente pro-
dutivo (Abdelkhalek et al., 2018; Khalaf 
et al., 2020) e na natureza (Hu, 2012; 

Rokmani et al., 2019).
No Brasil, espécies de pelo me-

nos quatro gêneros de tricodiní-
deos grandes (Trichodina) e peque-
nos (Paratrichodina, Tripartiella, 
Trichodinella) (Martins et al., 2016; 
Rodrigues et al., 2019; Valladão et al., 
2013) já foram descritos parasitando 
peixes ornamentais e de engorda nas 
regiões Sul, Sudeste, Centro-Oeste e 
Norte.

3.5. Forma de transmissão

A transmissão dessa parasitose 
ocorre pelo contato direto entre um 

peixe saudável com um 
peixe infestado pelo pa-
rasita (transmissão hori-
zontal) ou pela presen-
ça desses protozoários 
na água, em busca de 
hospedeiros. Utensílios 
como redes e puçás po-
dem servir de fômite, 
transmitindo, de forma 

indireta, os tricodinídeos (Tavares-Dias 
et al., 2013; Martins et al., 2015). Por 
essa razão, o manejo dentro da piscicul-
tura dever ser feito de forma adequada, 
criando barreiras sanitárias que dificul-
tem a introdução e a disseminação dos 
parasitas.

3.6. Fatores predisponentes

A ocorrência de tricodinídeos vi-
vendo em equilíbrio com o hospedeiro 
(comensalismo) é comum e não deve 

No Brasil, [há] 
espécies de pelo menos 

quatro gêneros de 
tricodinídeos grandes 

(Trichodina) e pequenos 
(Paratrichodina, 

Tripartiella, 
Trichodinella).
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ser motivo de muita preocupação, prin-
cipalmente em peixes produzidos em 
tanques escavados. No entanto, alguns 
fatores facilitam a quebra do equilíbrio 
parasita:hospedeiro:ambiente. Alguns 
desses fatores que podem predispor o 
peixe ao parasitismo 
são de caráter am-
biental (alta quanti-
dade de matéria orgâ-
nica, baixos níveis de 
oxigênio dissolvido, 
aumento da tempe-
ratura da água asso-
ciado à reprodução e 
consequente prolife-
ração dos tricodinídeos (Martins et 
al., 2015). Outros fatores, de caráter 
relacionado ao hospedeiro, também 
predispõem a surtos de parasito-
ses por tricodinídeos, como aqueles 
que induzem os peixes ao estresse e 
acarretam imunodepressão (como 
nutrição e manejos inadequados dos 
animais, alta densidade de estocagem 
e variação térmica) (Yada e Tort, 
2016). São principalmente nessas 
conjunturas que ocorrem os surtos 
de infecções por parasitos, principal-
mente aqueles de baixa especificida-
de, como os tricodinídeos (Martins 
et al., 2015; Shinn et al., 2015; Ojwala 
et al., 2018; Khallaf et al., 2020).

Apesar de os tricodinídeos infesta-
rem peixes de diversas espécies em to-
das as fases de vida, peixes jovens e de 
couro são os mais afetados pelo parasi-

tismo, tornando-os, dessa maneira, mais 
susceptíveis à quebra do equilíbrio en-
tre o parasita e o hospedeiro.

3.7. Principais sinais clínicos 
e histopatologia

Peixes infestados 
por tricodinídeos não 
apresentam sinais clí-
nicos específicos; além 
disso, em muitas cir-
cunstâncias, eles não 
são os únicos agentes 
causais de doença. 
Sinais clínicos como 
letargia, natação er-

rática, natação na superfície da água, 
lesões esbranquiçadas e irregulares 
na superfície do corpo e na cabeça 
(Valladão et al., 2014; Martins et al., 
2015) podem ser observados. Durante 
o parasitismo, há aumento na produção 
do muco e podem ser notadas áreas 
esbranquiçadas e palidez nas brânquias, 
sugestivas de necrose (Valladão et al., 
2013; Chitmanat et al., 2016). Quando 
a infecção é elevada na pele e/ou nas 
brânquias, os peixes se tornam anoréxi-
cos, perdem peso e morrem numa taxa 
de aproximadamente 1% por semana 
(Noga, 2010), devido aos danos que o 
parasita causa nos tecidos, ao aderir e 
se movimentar por eles. Quanto mais 
jovens e debilitados os peixes estive-
rem, maior será a taxa de mortalidade 
observada. Geralmente se observa mor-
bidade e mortalidade crônica em lotes 

Quando a infecção 
é elevada na pele e/

ou nas brânquias, 
os peixes se tornam 

anoréxicos, perdem peso 
e morrem numa taxa de 
aproximadamente 1% 

por semana.
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parasitados.
Análises histológicas de tecidos in-

fectados ajudam a entender melhor a 
relação parasita-hospedeiro e identificar 
as lesões originadas pelo parasitismo. As 
principais alterações histopatológicas 
incluem aumento de produção de muco 
e hiperplasia das células produtoras de 
muco, hiperplasia epitelial com fusão la-
melar e leve infiltrado inflamatório mo-
nonuclear. Também é possível observar 
congestão, hemorragia e áreas necróti-
cas nas brânquias (Valladão et al., 2013; 
Valladão et al., 2014; Wang et al., 2017). 

4. Chilodonella

Chilodonella spp. pode causar mor-
talidade pelo colapso respiratório, devi-
do a lesões irreversíveis 
nas brânquias (Valladão 
et al., 2019). Seu risco 
está associado ao fato 
de poder causar danos 
antes de sua patologia 
poder ser identificada 
(Noga, 2010). Surtos 
rápidos do parasito são 
de difícil controle, uma 
vez que o protozoário 
não é identificado facil-
mente nos exames sani-
tários rotineiros (Bastos 
Gomes et al., 2017a). 
Devido às perdas econômicas relata-
das em surtos por Chilodonella spp., as 
pesquisas sobre esses protozoários na 
aquicultura vêm se intensificando nas 

últimas décadas (Bastos Gomes et al., 
2017a; Bastos Gomes et al., 2017b).

4.1. Características 
morfológicas

Chilodonella spp. é um pequeno 
(20 – 80 μm) protozoário ciliado mó-
vel, que geralmente apresenta corpo 
redondo achatado ventralmente (lem-
brando um abalone) ou em forma de 
coração com entalhe posterior, boca 
especializada (citóstoma), uma banda 
ciliar ventral longa e arqueada à direita 
e uma mais curta à esquerda(Figura 6) 
(Pádua et al., 2013a). A parte interna da 
célula apresenta um macronúcleo e um 
micronúcleo.

A ciliatura especializada funciona 
como um disco adesivo 
e é usada para fixação. A 
boca é utilizada para ali-
mentação e fixação, por 
meio da produção de 
vácuo na região ventral.  
A identificação das espé-
cies é geralmente feita a 
partir dos aspectos mor-
fológicos descritos aci-
ma (Bastos Gomes et al., 
2017b; Li et al., 2018).

Duas espécies ga-
nham destaque pelo seu 
potencial de causar in-

festações em peixes de ambiente natural 
e de cultivo, trazendo grandes prejuízos 
a produtores, Chilodonella hexasticha e 
Chilodonella piscicola (Bastos Gomes et 
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irreversíveis nas 

brânquias ... [embora 
possa causar infecção 

subclínica]  
...[relatos de]  perdas 

econômicas ... por 
Chilodonella spp., ... vêm 

se intensificando nas 
últimas décadas ...



312. Parasitoses causadas por protozoários ciliados

al., 2017b; Li et al., 2018; Wang et al., 
2019). Devido à semelhança entre os 
achados patológicos da C. hexasticha e 
da C. piscicola, pode haver identificações 
errôneas (Li et al., 2018). 

A espécie mais comum no Brasil é a 
C. hexasticha. O que ajuda no diagnós-
tico de Chilodonela é a observação de 
estrias presentes na lateral do parasito. 
C. hexasticha, por exemplo, apresenta 
entre 15 – 16 estrias, sete estrias no lado 
direito e seis a nove estrias no lado es-
querdo (Li et al., 2018; Valladão et al., 
2019; Wang et al., 2019), além de uma 
área glabra ventral proveniente do meio 
da célula, separando as 
estrias direitas e esquer-
das (Wang et al., 2019). 
Seu comprimento mé-
dio é de 45,4 µm e uma 

largura média de 41,1 µm (Valladão et 
al., 2019; Wang et al., 2019).O corpo é 
arredondado, com o ventre achatado e 
o dorso convexo, arredondado na extre-
midade anterior e ligeiramente salienta-
do para a esquerda (Wang et al., 2019). 
Apresenta citoplasma com vacúolos 
digestivos e macronúcleo único posicio-
nado centro-posteriormente, além de 
citostomo elíptico transversal (Bastos 
Gomes et al., 2017b).

4.2. Ciclo de vida

Chilodonella spp. é um protozoário 
de vida livre, com ciclo de vida mono-

xeno. A reprodução 
pode ser assexuada (por 
bipartição transversal), 
que é a forma reproduti-
va mais comum (Bellec 

Chilodonella spp. é um 
protozoário de vida 

livre, com ciclo de vida 
monoxeno.

Figura 6. Características morfológicas de Chilodonella. A- representação esquemática do corpo (adap-
tado de Corliss, 1975); B- microfotografia de Chilodonella hexasticha corada com nitrato de prata.
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et al., 2014), em que há 
divisão em duas células 
do mesmo tamanho. 
Esse mecanismo repro-
dutivo acontece conti-
nuamente enquanto as 
condições do ambiente 
forem favoráveis para 
o protozoário (Lynn, 
2008). Chilodonella spp. apresenta sepa-
radamente uma fase sexuada (por conju-
gação) (Bellec et al., 2014; Martins et al., 
2015), que ocorre quando o protozoário 
encontra outro indivíduo complemen-
tar (Bastos Gomes et al., 2017a). Após 
o processo de conjugação, que envol-
ve diversos processos nucleares, como 
meiose, fertilização e troca de núcleo ga-
mético, há a formação de duas células ex-
conjugantes. Enquanto imaturo, cresce e 
sofre divisões binárias, pois a conjugação 
não é possível até a maturidade (Lynn, 
2008). Uma vez maduro, pode realizar a 
conjugação; caso não seja possível a con-
jugação, as células passam por um perío-
do de envelhecimento e morte, atrasado 
temporariamente por um processo de 
autogamia (Lynn, 2008).

Além da presença dos cílios, esses 
parasitos podem ser caracterizados pela 
presença de núcleo dimórfico, dividido 
em micronúcleo germinativo (MIC) e 
micronúcleo somático (MAC) (Bellec 
et al., 2014). Chilodonella uncinata ini-
cia sua fase sexual pela meiose do MIC 
e, então, conjugação com troca de MIC 
haploide entre células, seguida por fusão 

nuclear, formando nú-
cleos zigóticos (Bellec et 
al.,2014). Chilodonella 
spp. com morfologia si-
milar liga-se pelo citos-
tomo, formando pares 
(Bastos Gomes et al., 
2017a). Normalmente, 
a identificação das es-

pécies ocorre pela mensuração dos mi-
cronúcleos MAC e MIC, contudo, de-
vido aos complexos processos por que 
as Chilodonella spp. passam durante seu 
ciclo, erros de caracterização podem 
ocorrer quando são usadas medições 
de MAC e MIC. Por isso, entender os 
processos sexuais e assexuais do ciclo 
das Chilodonella spp. é importante para 
a caracterização dessas espécies (Bastos 
Gomes et al., 2017a).

4.3. Hospedeiros susceptíveis

Duas (C. hexasticha e C. piscicola) 
das quatro (C. uncinata, C. cucullulus, C. 
hexasticha, C. piscicola) espécies já isola-
das de peixes são consideradas patogêni-
cas para peixes selvagens e cultivados. As 
duas espécies patogênicas de Chilodonella 
não apresentam especificidade parasitá-
ria, tendo sido já descritas como pato-
gênicas para pelo menos 14 espécies de 
peixes cultivados, nomeadamente: pacu, 
bagre-do-canal (Ictalurus punctatus), pei-
xe-dourado (Carassius auratus), perca-
-gigante (Lates calcarifer), truta-arco-íris 
(Oncorhynchus mykiss), tilápia-do-nilo, 
tuvira (Gymnotus aff. Inaequilabiatus), 

Duas (C. hexasticha e C. 
piscicola) das quatro (C. 
uncinata, C. cucullulus, C. 
hexasticha, C. piscicola) 
espécies já isoladas de 

peixes são consideradas 
patogênicas para peixes 
selvagens e cultivados.
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poleiro prata (Bidyanus 
bidyanus), tilápia rendalli 
(Tilapia rendalli), boca 
azul (Pseudocrenilabrus 
philander), bacalhau-de-
-murray (Maccullochella 
peelii), salmão masu 
(Oncorhynchus masou), 
truta-marisca (Salmo 
trutta) e Odontesthes bo-
nariensis (Bastos Gomes et 
al., 2017b). No entanto, C. piscicola infesta 
principalmente alevinos, e C. hexasticha 
adultos. 

4.4. Ocorrência

Chilodonella spp. é um protozoário cos-
mopolita. As duas espécies patogênicas já 
foram reportadas parasitando peixes cul-
tivados em 14 países (Bastos Gomes et al., 
2017b), incluindo o Brasil (C. hexasticha, 
em São Paulo) (Pádua et al., 2013a). Apesar 
de C. hexasticha e C. piscicola infestarem 
peixes produzidos em águas continentais e 
marinhas, C. piscicola é a espécie com maior 
distribuição geográfica, mas é a C. hexasticha 
que se destaca nos ambien-
tes de produção no Brasil.

Espécies importantes 
economicamente como 
tilápia (Abdel-Azeem e 
Al-Quraishy, 2014), peixe-
-gato-de-cabeça-amarela 
(Wang et al., 2019), entre 
outras (Bastos Gomes et 
al., 2017a; Li et al., 2018), 
incluindo espécies or-

namentais (Cardoso 
et al., 2018; Paul et al., 
2018), são certificadas 
como hospedeiros de 
Chilodonella spp.

No Brasil, há registros 
das Chilodonella spp. na 
produção de tilápia, tuvira 
e pacu (Pádua et al., 2013a) 
e em espécies ornamentais 
comercializadas na cidade 

de São Paulo (Cardoso et al., 2018) e em 
Florianópolis (Piazza et al., 2006), além de 
peixes selvagens, como o Oxydoras niger, no 
estado do Amazonas (Santos e Tavares-Dias, 
2010).

4.5. Forma de transmissão

A transmissão de Chilodonella spp. é 
horizontal (forma direta, de um peixe para 
outro) semelhante à descrita para os trico-
dinídeos, assim como pela água e por fômi-
tes (Tavares-Dias et al., 2013) (como redes, 
puçás, tanques e viveiros contaminados). 

4.6. Fatores predisponentes

Chilodonella spp. é 
um protozoário de vida 
livre, e as espécies pato-
gênicas têm estruturas 
especializadas (boca e 
ciliatura), além de alta 
tolerância às variações 
de temperatura (5-30º 
C), o que possibilita 
surtos em plantéis de 
animais não debilitados. 

Espécies importantes 
economicamente como 

tilápia …, peixe-gato-de-
cabeça-amarela … , entre 

outras … , incluindo 
espécies ornamentais 
… , são certificadas 

como hospedeiras de 
Chilodonella spp.

Chilodonella spp. é 
um protozoário de 

vida livre e as espécies 
patogênicas [têm] 

estruturas especializadas 
(boca e ciliatura) [e] alta 
tolerância térmica (5-30º 

C), o que possibilita ... 
surtos em plantéis de 

animais não debilitados. 
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Contudo, o aumento 
de chuvas e as quedas 
dos níveis de oxigênio 
dissolvido na água não 
demonstraram relação 
com abundância de es-
pécies de Chilodonella e 
mortalidade de peixes 
infectados (Bradley et 
al., 2014; Bastos Gomes 
et al., 2017b). Até o 
momento, no entanto, 
não se sabem ao certo 
quais são as condições 
ideais para o surgimento 
de um surto de doen-
ça, mas se sabe que C. 
hexasticha geralmente 
ocasiona surtos em tem-
peraturas altas (26-31º 
C) e C. piscicola em tem-
peraturas baixas (4-20º 
C) (Bastos Gomes et 
al., 2017b). Mesmo sem 
apresentar relação com 
a abundância de espé-
cies de Chilodonella e com a mortalidade 
de peixes infestados, variações bruscas 
de níveis de oxigênio dissolvido, assim 
como outros parâmetros de qualidade 
de água (temperatura, amônia, pH), são 
associadas a estresse fisiológico em pei-
xes, tornando-os susceptíveis a infecções 
por parasitos (Bradley et al., 2014; Yada e 
Tort, 2016).

As práticas de produção inadequadas 
demonstram ser uma importante condi-

ção para proliferação das 
Chilodonella spp., pois 
possibilitam a introdu-
ção, a manutenção e a 
proliferação do parasita 
no sistema. Outros fa-
tores, como altos níveis 
de amônia e alta  carga 
de matéria orgânica, 
possivelmente estão re-
lacionados com a abun-
dância de Chilodonella 
spp. (Bastos Gomes et 
al., 2017b; Valladão et al., 
2019).

Altas cargas de C. he-
xasticha estão associadas 
a maiores mortalidades 
dos peixes; além disso, 
peixes menores demons-
tram maior propensão 
para infecções e morta-
lidades pelo protozoário, 
possivelmente por seu 
sistema imune ainda es-

tar em desenvolvimento (Bastos Gomes 
et al., 2017b).

4.7. Principais sinais clínicos 
e histopatologia

Os sinais clínicos de infestação por 
Chilodonella spp. são inespecíficos e ge-
ralmente acompanhados por sinais de 
infecções secundárias que podem surgir 
devido ao parasitismo. Chilodonella spp. 
infectam o tegumento e as brânquias 
dos peixes, alimentam-se de diatomá-

Chilodonella spp. 
[produz sinais] 

inespecíficos, geralmente 
acompanhados por ... de 

infecções secundárias 
... no tegumento e as 

brânquias, ... alimentam-
se de diatomáceas e 
algas ... na superfície 
das brânquias e do 

tegumento, penetrando 
o tegumento ... através 

do seu citostomo, ... 
[com] ação abrasiva ... no 
epitélio do  hospedeiro. 
[com] despigmentação 

da pele, excesso de 
muco, perda de apetite, 
respiração na superfície 

da água, ulcerações 
na pele com micro-
hemorragias, perda 

de escamas e necrose 
[branquial].
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ceas e algas presentes na superfície das 
brânquias e do tegumento dos peixes 
(Bastos Gomes et al., 2017b), pene-
trando o tegumento do hospedeiro 
através do seu citostomo (Noga, 2010). 
Segundo Martins et al. (2015), as lesões 
severas são causadas pela ação abrasiva 
do parasita no epitélio do  hospedeiro. 
Podem ser observados despigmenta-
ção da pele, excesso de muco, perda de 
apetite, respiração na superfície da água, 
ulcerações na pele com micro-hemor-
ragias, perda de escamas e lesões nas 
brânquias características de necrose (Li 
et al., 2018; Bastos Gomes et al., 2019; 
Valladão et al., 2019). As lesões na pele 
e nas brânquias (Li et al., 2018) podem 
servir de porta de entrada para infec-
ções secundárias por bactérias como 
Flavobacterium columnare, Veillonella 
dispar e Bdellovibrio bacteriovorus, asso-
ciadas a intensas infecções pelo proto-
zoário C. hexasticha e à 
alta mortalidade de pei-
xes (Bastos Gomes et al., 
2019).

Com auxílio do exa-
me histopatológico é 
possível observar me-
lhor os danos causados 
pelo parasita pela inges-
tão direta dos tecidos 
hospedeiros. Nas brân-
quias, podem ser obser-
vadas regiões necróticas 
e destruição do tecido, 
parasitos ligados ao teci-

do branquial mesmo após os processos 
histológicos, diferentes níveis de hiper-
plasia, hipertrofia das brânquias e fusão 
lamelar, além de descamação de células 
(Li et al., 2018; Valladão et al., 2019). Na 
histopatologia da nadadeira, pode ser 
observada excessiva produção de muco 
e descamação, constatando-se os danos 
causados pelo protozoário no epitélio 
do hospedeiro (Wang et al., 2019).

5. Epistylis

Epistylis spp. são peritríquios sésseis 
ciliados, da classe Oligohymenophorea, 
causadores da doença epistilíase.

5.1. Características 
morfológicas

Epistylis spp. é um protozoário séssil, 
ciliado colonial ectocomensal. As ca-
racterísticas morfológicas desse gênero 
consistem em corpo em forma de sino, 

longo pendúnculo 
ramificado não contrátil, 
colonizado por bactérias, 
presença de vacúolo 
contrátil, células zooide 
e cílios na porção apical 
(superior). O interior 
da célula é composto 
por um macronúcleo 
transversal em forma 
de C e por citoplasma 
com vacúolos alimenta-
res contráteis (Martins 
et al., 2015; Pádua et al., 
2016).

Epistylis spp. é um 
protozoário séssil, ciliado 

colonial ectocomensal. 
As características 

morfológicas desse 
gênero consistem em 

corpo em forma de 
sino, longo pendúnculo 
ramificado não contrátil, 
colonizado por bactérias, 

presença de vacúolo 
contrátil, células zooide 
e cílios na porção apical 

(superior). 
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Durante o ciclo 
de vida, ocorrem duas 
formas distintas: uma 
formada somente pelo 
pedúnculo e outra 
pelo zooide. Na fase de 
zooide, Epistylis pode 
ser confundido com 
I. multifiliis, devido ao 
núcleo em forma de 
ferradura.

5.2. Ciclo de vida

Esses protozoários 
são coloniais e utilizam a superfície dos 
peixes como substrato para se fixar e se 
alimentar de partículas suspensas na 
água (Martins et al., 2015). 

A reprodução pode ocorrer de for-
ma assexuada (por fissão binária dos 
zooides) ou sexuada (por conjugação 
dos teletróquios, a forma de natação 
livre do protozoário) (Martins et al., 
2015). Durante a reprodução assexuada, 
que é a mais comum, o zooide se sepa-
ra do pedúnculo e ganha forma circular, 
com cílios equatoriais para locomoção. 
Depois de se dividir, o zooide procura 
por novo substrato, onde formará nova 
colônia.

5.3. Hospedeiros susceptíveis

Epistylis spp. é o protozoário séssil 
mais comum e patogênico. Ele pode se 
fixar na pele, córnea e nas brânquias de 
qualquer espécie de peixe presente no 
ambiente aquático.

Peixes sem esca-
mas (pimelodídeos) 
demonstraram menos 
susceptibilidade a in-
festações por Epistylis 
spp. quando compa-
rados a peixes com 
escamas, como os ci-
clídeos (Pádua et al., 
2016). 

Esses protozoá-
rios também parasitam 
peixes ornamentais, 
como peixe-dourado 

(Carassius auratus), plati (Xiphophorus 

maculatus), entre outros (Florindo et al., 
2017; Cardoso et al., 2018).

5.4. Ocorrência

Epistylis spp. apresenta ampla distri-
buição geográfica e pode ser encontrado 
em peixes de cultivo e em peixes em ha-

bitat natural (Corrêa et al., 2016; Pádua 
et al., 2016; Pagliariniet al., 2019).

Epistylis spp. é um agente patogênico 
de peixes da América do Sul (Valladão 
et al., 2015) e, no Brasil, contribuiu para 
um prejuízo de 5 mil toneladas de tilá-
pia, uma perda estimada em 4 milhões 
de dólares (Tavares-Dias e Martins, 
2017).

No Brasil, há relatos de infesta-
ções principalmente em tilápias, suru-
bins (Pseudoplatystoma) e seus híbri-
dos (Pádua et al., 2013b; Pádua et al., 
2016).

Epistylis spp. apresenta 
ampla distribuição 

geográfica e pode ser 
encontrado em peixes 
de cultivo e em peixes 
em habitat natural ... 

patogênico de peixes da 
América do Sul ... e, no 
Brasil, contribuiu para 
um prejuízo de 5 mil 

toneladas de tilápia, uma 
perda estimada em 4 
milhões de dólares ...
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5.5. Forma de transmissão

A transmissão de Epistylis spp. ocor-
re pela infestação dos teletróquios livres 
em um novo hospedeiro. Outra forma 
de transmissão é pelos zooplânctons e 
ectoparasitos como o Dolops spp., que 
podem atuar como vetores do parasito 
(Martins et al., 2015; Pagliarini et al., 
2019).

5.6. Fatores predisponentes

A má qualidade da água (princi-
palmente alto teor de matéria orgâ-
nica), a alta densidade de estocagem 
e o manejo inadequa-
do do plantel são os 
principais fatores que 
podem propiciar o 
surgimento de dese-
quilíbrio na relação de 
comensalismo. 

A presença de zoo-
plânctons e de outros 
ectoparasitos, como o 
Dolops spp., aumenta 
a possibilidade de in-
festação pelo Epistylis 
spp., uma vez que eles podem atu-
ar como vetores desse protozoário 
(Martins et al., 2015; Pagliariniet al., 
2019).

5.7. Principais sinais clínicos 
e histopatologia

As colônias de Epistylis spp. po-
dem ser vistas nos órgãos e nas su-
perfícies afetadas. Geralmente estas 

apresentam coloração esbranquiçada 
ou amarelada. Como o Epistylis se 
prolifera em ambientes ricos em maté-
ria orgânica e bactérias, geralmente a 
infestação parasitária é acompanhada 
por infeção bacteriana (principalmen-
te por bactérias Gram-negativas).

Peixes altamente infestados pelo 
Epistylis spp. apresentam lesões no te-
gumento, como ulcerações e hemorra-
gias nas áreas de fixação, além de ero-
sões e perda de escamas (Valladão et 

al., 2015; Martins et al., 2015; Pádua 
et al., 2016). Hazen et al.(1978) asso-

ciaram a infestação por 
esse protozoário com 
infecções secundárias 
por bactérias, como a 
Aeromonas hydrophila, 
podendo causar lesões 
hemorrágicas, cujas 
feridas no tegumento 
podem evoluir para 
uma septicemia, levan-
do o animal à morte 
(Martins et al., 2015). 

Nas análises histopatológicas, é 
possível observar a presença de co-
lônias dos Epistylis spp. associados 
com hiperplasia do epitélio lesionado, 
degeneração hidrópica com necro-
se multifocal, proliferação de células 
mucolíticas, infiltrado de mastócitos 
e granulocítico, com presença de cé-
lulas gigantes (Valladão et al., 2015; 
Pádua et al., 2016).

A má qualidade da 
água (principalmente 

alto teor de matéria 
orgânica), alta densidade 
de estocagem e o manejo 

inadequado do plantel 
são os principais fatores 

que podem propiciar 
o surgimento de 

desequilíbrio na relação 
de comensalismo. 
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1. Introdução
As informações sobre parasitoses 

causadas por protozoários flagelados em 
peixes não são totalmente esclarecidas, 
e, por isso, o diagnóstico, o controle 
e o tratamento dessas doenças ainda 
permanecem comprometidos. Em de-
corrência das condições propícias no 
ambiente de criação, protozoários flage-
lados podem demonstrar rápida veloci-
dade de propagação da forma infectante 
(Eiras, 2016), o que acarreta considerá-
veis perdas econômicas para os produ-
tores de peixes.

Os membros do grupo de protozoá-
rios flagelados são facilmente confundi-
dos entre si, mesmo por pesquisadores 
muito capacitados. Ao longo do tempo, 
muitos desses parasitos sofreram alte-
rações e, em consequência disso, não 
se encontram divididos hierarquica-
mente entre classe, ordem ou família, 
mas divididos em supergrupos e gru-
pos (Hoffman, 2019), permitindo, as-
sim, adequar a classificação do grupo 
no caso de variações nos táxons. Neste 
capítulo, iremos abordar os principais 
parasitos flagelados de peixes criados 
no Brasil, agrupados segundo a classe 
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parasitária: Dinophyceae 
( P i s c i n o o d i n i u m ) , 
Kinetoplastea (gêneros 
Cryptobia, Ichthyobodo, 
Trypanosoma) e 
Z o o m a s t i g o p h o r e a 
(gêneros Hexamita e 
Spironucleus). 

2. Dinophyceae: 
Piscinoodinium 
pillulare

Esse protozoário é 
o agente causador da 
enfermidade popular-
mente conhecida como “doença do 
veludo”.  Pertencente ao supergrupo 
Chromoalveolata (Adl et al., 2005; 
Alvarez-Pellitero, 2008), P. pillulare é 
destacado como um dos principais pa-
rasitos em termos de gerar perdas eco-
nômicas para os produtores de peixes. 

2.1. Características 
morfológicas

Esse protista flage-
lado é considerado um 
dinoflagelado, e essa 
terminologia é relacio-
nada ao seu aspecto de 
locomoção, já que dino 
advém de “rodopiante”. 
Mesmo assim, vale lem-
brar que, quando esse 
patógeno é visualizado 
na microscopia de luz 
em lâmina de esfregaço 

do muco da brânquia 
e da superfície cor-
pórea, apresenta-se 
imóvel, o que torna 
seu diagnóstico um 
pouco mais árduo. 

P. pillulare possui 
a forma piriforme. 
Geralmente, sua co-
loração é castanho-
-amarelada (Figura 
1a), mas pode variar 
de acordo com a co-
loração da água do 
tanque/viveiro. Ele 

possui cloroplastos bem desenvolvi-
dos, o que permite realizar fotossínte-
se (Lom e Schubert, 1983; Lieke et al., 
2020). Mesmo obtendo partes essen-
ciais de sua nutrição da fotossíntese, ao 
que parece, ele necessita do hospedei-
ro para completar sua nutrição (Lom e 
Schubert, 1983). Ainda, ele se fixa nas 
brânquias, nas nadadeiras e no tegu-

mento do hospedeiro, 
por meio de estru-
turas denominadas 
rizoides ou rizocistos 
(Lieke et al., 2020). 

2.2. Ciclo de 
vida

P. pillulare apre-
senta ciclo de vida 
monoxeno (ciclo di-
reto, no qual o peixe 
é o único hospedei-

Piscinoodinium pillulare 
Esse protozoário é o agente 

causador da enfermidade 
popularmente conhecida 
como “doença do veludo”.  

Pertencente ao supergrupo 
Chromoalveolata (Adl 

et al., 2005; Alvarez-
Pellitero, 2008), P. pillulare 
é destacado como um dos 

principais parasitos em 
termos de gerar perdas 

econômicas para os 
produtores de peixes.

P. pillulare apresenta ciclo 
de vida monoxeno (ciclo 

direto, no qual o peixe 
é o único hospedeiro), 

que dependendo da 
temperatura da água, pode 
se completarem torno de 

cinco dias, já que é ela 
que determina o intervalo 
do ciclo (quanto maior a 

temperatura, mais curto é 
o ciclo).
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ro), que dependendo da temperatura 
da água, pode se completarem torno de 
cinco dias, já que é ela que determina o 
intervalo do ciclo (quanto maior a tem-
peratura, mais curto é o ciclo).

Recentemente, Lieke et al. (2020) 
descreveram, de forma mais detalhada, 
o ciclo do Piscinoodinum, dividindo-o 
em três estágios: primeiro, os dinospo-
ros (ou gimnosporos), que apresentam 
natação livre, infectam o hospedeiro, 
penetrando no epitélio 
(normalmente brân-
quia ou pele) através 
dos rizoides. Depois de 
penetrar o hospedeiro, 
os dinosporos se trans-
formam em trofontes, 
que se alimentam das 
células do hospedeiro. Finalmente, os 
parasitos se soltam do hospedeiro e se 
transformam em tomontes. Nessa fase, 
um único tomonte (forma reproduti-
va) pode produzir até 256 novos dinos-
poros, prontos para infectar um novo 
hospedeiro. 

2.3. Hospedeiros

P. pillulare afeta principalmente 
peixes jovens e apresenta baixa espe-
cificidade, ou seja, diversas espécies 
de peixes podem sofrer infecção. No 
Brasil, Martins et al. (2001) descre-
veram primeiramente a infestação na 
tilápia (Oreochromis niloticus),  curim-
batá (Prochilodus lineatus), tamba-
qui (Colossoma macropomum), pacu 

(Piaractus mesopotamicus), tambacu 
(Colossoma macropomum x Piaractus 
mesopotamicus) e piauçu (Leporinus ma-
crocephalus). No ano seguinte, Martins 
et al. (2002) descreveram maior sus-
ceptibilidade do tambacu e piauçu para 
esse parasito, em espécies estudadas 
no estado de São Paulo. Hoje em dia, 
é vasta a lista de espécies de consumo 
(Alcântara e Tavares-Dias, 2015; Júnior 
et al., 2018; Ferreira et al., 2019) e or-

namentais (Florindo et 
al., 2017) afetadas por 
tal parasito.

Surtos de mor-
talidade por esse pa-
rasito já foram des-
critos para muitas 
espécies nativas, como 

matrinxã (Brycon cephalus) (Carneiro 
et al., 2002), tambaqui (Gomes et al., 
2018; Ferreira et al., 2019), pirarucu 
(Arapaima gigas) e pacu (Sant’Ana et al., 
2012). P. pillulare é considerado de alta 
patogenicidade, causando alta morbida-
de e mortalidade em peixes de criação 
comercial, cujas perdas dos lotes podem 
chegar a 100% de forma aguda. 

2.4. Ocorrência

A parasitose é bastante relacionada 
com as fases de recria (devido à imu-
nidade do hospedeiro) e terminação 
(devido à capacidade suporte do am-
biente se encontrar no nível máximo). 
Contudo, pode afetar peixes em qual-
quer fase em condições propícias. 

P. pillulare afeta 
principalmente peixes 

jovens e apresenta baixa 
especificidade, ou seja, 

diversas espécies de peixes 
podem sofrer infecção.
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Piscinoodinum pode ser encontra-
do na superfície corporal e principal-
mente nas brânquias de peixes criados 
em regiões temperadas e tropicais. 
Apesar da ocorrência de P. pillulare 
já ter sido descrita em diversos con-
tinentes, como Ásia (Iqbal e Haroon, 
2014), Europa (Kayiset al., 2013) e 
América (Santos et al., 2018), vários 
relatos científicos da 
parasitose se concen-
tram no Brasil, onde 
foi descrito pela pri-
meira vez por Martins 
et al.(2001), no estado 
de São Paulo. Mesmo 
com poucas centenas 
de relatos desse para-
sito em todo o mundo, 
nota-se que a infecção 
por P. pillulare é mui-
to frequente na região 
Norte do país, como 
destacado por Lemos 
et al. (2007), Dias et al. (2009), 
Santos et al. (2013), Bittencourt et 
al. (2014), Alcântara e Tavares-Dias 
(2015), Gomes et al. (2018), Ferreira 
et al. (2019), afetando diversas espé-
cies de peixes nativas e exóticas. A 
ocorrência desse parasito em peixes 
da região Norte pode ser decorrente 
das condições da região, propícias ao 
parasito (baixo pH da água, natural 
em grande parte da Bacia Amazônica 
e elevada temperatura do ambiente 
aquático). 

2.5. Forma de transmissão

O ciclo biológico é direto, ou seja, 
a transmissão ocorre pela água e pelo 
contato entre animais/fômites. Por 
não haver necessidade de hospedeiro 
intermediário para o ciclo se comple-
tar, a proliferação e a propagação do 
Piscinoodinum são facilitadas.

Vale lembrar que, apesar de a trans-
missão ser rápida entre 
peixes infestados, essa 
parasitose não impõe 
qualquer preocupação 
à saúde humana (enfer-
midade de peixes, não 
zoonótica). 

2.6. Fatores 
predisponentes

A ocorrência de sur-
tos infecciosos nos lotes 
de peixes tem sido rela-
cionada principalmente 
a fatores relacionados 

com: qualidade da água (excesso de ma-
téria orgânica, baixa quantidade de oxi-
gênio, baixo pH e temperaturas altas) e 
estresse dos peixes (variações bruscas 
na temperatura, manejos inadequados, 
atrelados a altas densidades no siste-
ma). Tavares-Dias (2001) descreve que 
surtos de infecção com maiores taxas 
de mortalidade no sudeste do país são 
observados diante da queda de tempe-
ratura nos períodos mais frios do ano, 
quando ocorre a imunodepressão dos 
peixes. Já no norte do país, as condições 

O ciclo biológico 
é direto, ou seja, a 

transmissão ocorre pela 
água e pelo contato entre 

animais/fômites. Por 
não haver necessidade 

de hospedeiro 
intermediário para 

o ciclo se completar, 
a proliferação e 

a propagação do 
Piscinoodinum são 

facilitadas.
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de temperatura alta, 
ausência de vazio 
sanitário e sistema de 
viveiros com baixa 
renovação de água 
podem predispor ainda 
mais a ocorrência dessa 
parasitose.

2.7. Principais sinais clínicos 
e histopatologia

Em infecções graves, é possível ma-
croscopicamente visualizar pontos difusos 
de cor bronze (variando de amarelo-es-
verdeado a marrom) no tecido afetado, 
característico do parasito. As brânquias 
correspondem ao órgão mais afetado e 
podem se encontrar, com acúmulo de ma-
téria orgânica, pálidas (Figura 1b), conges-
tas, com hemorragias do tipo petéquias, 
equimoses e sufusões. Como a infecção 
é mais frequente na brânquia, o princi-
pal sinal clínico de peixes infectados é 
a dispneia (dificuldade 
respiratória). Dessa for-
ma, produtores relatam 
prolapso labial (Figura 
1c) e boquejamen-
to, intenso batimento 
opercular, aglomeração 
dos peixes na entrada 
de água do viveiro, pró-
ximo a aeradores, nas 
telas dos tanques-rede, 
nas bordas dos viveiros 
e na superfície da água, 
onde a concentração 

de oxigênio é maior. 
Co nseq u entem ente, 
os peixes deixam de se 
alimentar. 

Devido à parasito-
se, o hospedeiro produz 
bastante muco como 

barreira protetora, tanto nas brânquias 
quanto na superfície corporal, além 
da prática de atrito em pedras ou late-
rais do viveiro em virtude do prurido. 
Lesões são facilmente visualizadas nos 
locais onde o tecido é delicado, como 
nadadeiras e brânquias, mas podem ser 
verificadas em qualquer região do corpo 
onde haja infecção. 

A denominação “doença do veludo” 
(Noga, 2010) decorre da penetração 
dos rizoides do parasito nas camadas su-
perficiais do epitélio, o que gera o cará-
ter aveludado (Figura 1d) na superfície 
do animal (Sant’Ana et al., 2012; Lieke 
et al., 2020). Devido às lesões decor-

rentes da penetração 
do parasito, o indivíduo 
se torna susceptível a 
infecções secundárias, 
frequentes  em qualquer 
parasitose de alta inten-
sidade. Dessa forma, os 
sinais clínicos observa-
dos podem ser também 
decorrentes da infecção 
oportunista.

A alta patogenicida-
de desses organismos é 
causada não apenas por 

Como a infecção é mais 
frequente na brânquia, 
o principal sinal clínico 
de peixes infectados é 
a dispneia (dificuldade 

respiratória).

A alta patogenicidade 
desses organismos é 
causada não apenas 
por extensos danos 

estruturais ao epitélio 
pelo rizoide, mas 

também por alterações 
histopatológicas, até 
mesmo em células 

adjacentes ao local de 
fixação, possivelmente 

induzidas por toxinas ou 
metabólitos irritantes
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extensos danos estruturais ao epitélio 
pelo rizoide, mas também por alterações 
histopatológicas, até mesmo em células 
adjacentes ao local de fixação, possivel-
mente induzidas por toxinas ou meta-
bólitos irritantes (Lieke et al., 2020). Na 
histologia, as alterações mais frequentes 
são de hiperplasia, hipertrofia de cé-
lulas basais, epiteliais e mucosas, com 
eventual fusão das lamelas secundárias 
das brânquias (Pavanelli et al., 2008), 
associadas a transtornos circulatórios, 
como hemorragias petequiais, conges-
tão, telangiectasia, hemorragia intersti-

cial e edema subepitelial (Schalch et al., 
2006). A degeneração e a necrose são 
frequentes, e, por esse motivo, os peixes 
parasitados morrem devido à insuficiên-
cia respiratória.

3. Kinetoplastea (gêneros 
Cryptobia, Trypanosomae 
Ichthyobodo)

Os cinetoplastas têm sido relata-
dos em ambientes aquáticos diversos 
e em uma vasta variedade de espécies, 
principalmente ornamentais. Por isso, 

Figura 1. Piscinoodinum pillulare com coloração castanho-amarelada em fotomicrografia do exame a 
fresco do muco (a) e tambaquis apresentando brânquias com acúmulo de matéria orgânica e pálidas 
(b), prolapso labial (c) e tegumento com caráter aveludado, característico da “doença do veludo” (d). 
Fotos gentilmente cedidas por Gustavo Moraes Ramos Valladão (a, c) e Jeffson Nobre Pereira (b, d). 
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o sucesso no ambiente de criação de 
peixes depende do conhecimento mais 
aprofundado da epidemiologia desses 
parasitos. Como muitos deles têm sido 
relatados por pesquisadores brasileiros 
durante monitoramento sanitário, ire-
mos destacar os três gêneros que mais 
têm sido diagnosticados nos últimos 
10 anos: Trypanosoma, Cryptobia, e 
Ichthyobodo.

3.1. Trypanosoma e Cryptobia

Trypanosoma e Cryptobia são hemo-
parasitos flagelados, muito semelhantes 
entre si, porém de possível distinção 
pela avaliação taxonô-
mica. Para determina-
ção das espécies, a in-
dicação para melhor 
investigar a filogenia 
desses protozoários é o 
sequenciamento das su-
bunidades ribossomais 
(18S). 

3.1.1. Características 
morfológicas

Trypanosoma spp. e Cryptobia spp. 
pertencem ao supergrupo Excavata 
e ao grupo Trypanosomatida (Adl et 
al., 2005; Alvarez-Pellitero, 2008). Há 
uma grande confusão entre parasitos 
desse grupo (Trypanosoma, Cryptobia, 
Hexamita, Trypanoplasma, etc.).

Trypanosoma tem formato de folha 
alongada e um único núcleo no corpo, 
com cinetoplasto presente, de onde 
o flagelo longo e único se sobressai 

(Hoffman, 2019). A membrana ondu-
lante se estende ao longo de um dos la-
dos do corpo.

Cryptobia tem formato triangu-
lar alongado e, diferentemente do 
Trypanosoma, possui dois flagelos. Um 
deles é voltado para a frente e o ou-
tro para trás. As ondulações do flagelo 
não são discerníveis da superfície cor-
poral, assim como no Trypanoplasma 
(Hoffman, 2019).

3.1.2. Ciclo de vida

O ciclo de vida de ambos os parasi-
tos hemoflagelados (extraeritrocitários) 

não está totalmente elu-
cidado. Segundo Jesus et 
al. (2018), o que parece 
ser de consenso entre 
os pesquisadores é que 
esses parasitos são trans-
mitidos para os peixes 
por vetores anelídeos 
(hirudíneos ou sangues-

sugas). Quando esses organismos inge-
rem o sangue de um indivíduo infectado, 
ocorre, dentro do tubo digestivo do hi-
rudíneo/sanguessuga, variadas transfor-
mações morfológicas do hemoparasita. 
Por meio de sucessivas divisões binárias, 
originam-se as fases amastigoto, esfero-
mastigoto, epimastigoto e tripomastigo-
to. Tripomastigoto é o estágio final e é 
encontrado na probóscide do vetor. Uma 
vez infectados, os vetores podem propa-
gar a infecção para o lote mediante a suc-
ção do sangue.

Trypanosoma spp. e 
Cryptobia spp.  [são] … 
parasitos transmitidos 

para os peixes por 
vetores anelídeos 

(hirudíneos ou 
sanguessugas).
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O gênero Cryptobia também pode 
apresentar ciclo de vida direto (infecção 
gastrointestinal). Nesse ciclo, acredita-
-se que as formas infecciosas são elimi-
nadas com as fezes e que a ingestão delas 
(por canibalismo de órgãos de outros 
peixes infectados) resulte na infecção. 

3.1.3. Hospedeiros

Até o momento, 
não está totalmente elu-
cidado se apresentam 
especificidade parasitá-
ria. Tanto Trypanosoma 
(Mohammed et al., 2019) 
quanto Cryptobia (Paul 
et al., 2018; Pazooki e 
Masoumian, 2018) po-
dem infectar espécies de 
peixes marinhas e de água 
doce. 

Trypanosoma geralmente é encontrado 
ao acaso no exame sanguíneo (Figura 2), 
principalmente em espécies de peixes sel-
vagens. Ao que parece, é muito comum em 
cascudos (Corrêa et al., 2016; Molina et al., 
2016). No ambiente produtivo, esse parasi-
to foi recentemente diagnosticado, por Jesus 

et al. (2018), como agente 
causador de surto de mor-
talidade aguda de tilápias 
criadas em tanques-rede. 
Desde então, esse grupo de 
parasito gera preocupação 
quanto à falta de informa-
ções para padronização e 
estabelecimento de proto-
colos sanitários adequados 
para prevenção, controle e 
tratamento.  

Uma variedade de 
espécies já foi descrita 

Figura 2. Fotomicrografias do Trypanosoma visualizado no exame sanguíneoa fresco (a) e após colora-
ção com MGGW (b). 

Uma variedade de 
espécies já foi descrita 
… [no] Brasil, como 
T. platanusi e T. froesi 

… no sangue de Mugil 
liza. Mais recentemente 

Trypanosoma spp. 
foi identificado … 

infectando o sangue 
de C. macropomum … 
[com] mortalidade em 

O. niloticus …
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no sul e no sudeste do Brasil, como T. 
platanusi (Ribeiro et al.,1996) e T. froesi 
(Lima1976; Eiras et al.,1995) no san-
gue de Mugil liza. Mais recentemente 
Trypanosoma spp. foi identificado no 
norte do país, infectando o sangue de C. 
macropomum (Rodrigues et al., 2017) e 
no sudeste, causando surto de mortali-
dade em O. niloticus ( Jesus et al., 2018).

Já Cryptobia parece ser comum em 
ciclídeos (Phillips Savage et al., 2020). 
No Brasil, já foi identificado Cryptobia 
sp. em cachara (Pseudoplatystoma reticu-
latum) (Pádua et al., 2014), tilápia-do-
-Nilo (Ranzani-Paiva et al., 2005), pacu 
e tambaqui ( Jerônimo et al., 2015). 

3.1.4. Ocorrência

Ambos os hemoparasitos flagelados 
são cosmopolitas. O primeiro relato de 
alta mortalidade de peixes de criação por 
tripanossomíase no Brasil foi descrito 
por Jesus et al. (2018), mas ocorreu em 
tilápias-do-Nilo. Já para a espécie nativa 
mais produzida no Brasil, o tambaqui, o 
primeiro caso foi repor-
tado por Rodrigues et al. 
(2017), porém, apesar 
de quase metade do lote 
se mostrar infectado, a 
infecção foi baixa, e os 
hospedeiros mostra-
ram-se assintomáticos. 
Já com relação ao Cryptobia, é de nosso 
conhecimento que não há registro de 
quando essa infecção foi diagnosticada 
pela primeira vez no Brasil como agente 

patológico em um surto de mortalidade.

3.1.5. Forma de transmissão

Khan (1976) descreveu que a trans-
missão ao peixe ocorre durante a hemo-
fagia pelo hospedeiro intermediário. As 
espécies reportadas em peixes não são 
consideradas zoonóticas. 

3.1.6. Fatores predisponentes

Doenças causadas por flagelados, 
em sua maioria, são desencadeadas por 
situações de estresse, associadas a fato-
res ambientais concomitantes, que ofe-
recem condições ideais para a instalação 
da infecção. 

A presença do vetor (sanguessuga/
anelídeos) em alguma fase do ciclo pro-
dutivo é necessária para a instalação da 
doença. Por isso, mesmo que haja rígido 
controle sanitário no sistema produtivo, 
o rastreamento e a quarentena de lotes 
oriundos de outras fazendas produtoras 
são necessários para o controle dessas 

parasitoses. 
Outras condições 

ambientais têm se mos-
trado como fatores 
predisponentes para a 
instalação dessas para-
sitoses, pois, quando 
associadas às condições 
de saúde dos peixes, po-

dem aumentar a possibilidade de surtos 
por infecções parasitárias. Por isso, para 
controle de qualquer parasitose, é neces-
sário rigoroso controle ambiental, a fim 

[Trypanosoma spp. e 
Cryptobia spp.  são] 
… cosmopolitas … 
[e as  sanguessugas 

transmitem] durante a 
hemofagia …
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de se evitarem concentrações tóxicas 
de amônia, nitrito e nitrato, variações 
bruscas no pH, variações bruscas no 
oxigênio dissolvido que caracterizem si-
tuações de anóxia ou hipóxia, variações 
extremas de temperatura, altas densida-
des de estocagem e arraçoamento em 
proporção/qualidade indevida.

3.1.7. Principais sinais clínicos e 
histopatologia

 Trypanosoma spp. e Cryptobia 
spp.  são hemoparasitos que em alta 
infecção podem induzir grave hemóli-
se, perda de hemácias 
que, juntamente com a 
hematofagia, acarreta 
quadro anêmico. Além 
da própria destruição 
celular, hemoparasitos 
flagelados causam alte-
ração do tecido hema-
topoiético (Clauss et al., 
2008), comprometen-
do a produção dos com-
ponentes hematológicos. Dessa forma, 
os animais passam a apresentar-se letár-
gicos, com palidez dos órgãos ( Jesus et 
al., 2018). 

Como ambos os gêneros geralmente 
são encontrados em baixa intensidade, 
descrições quanto a sinais clínicos e 
histopatológicos não são comuns e, 
quando estes estão presentes, podem 
estar associados a outros agentes pato-
gênicos. Recentemente, alterações his-
tológicas significativas foram descritas 

por Jesus et al. (2018) em tilápias do-
-nilo criadas em tanque-rede no Brasil, 
em um caso atípico de alta infecção por 
Trypanosoma. Os pesquisadores desta-
caram o comprometimento da integri-
dade do tecido branquial, com hiper-
plasia e hipertrofia notável de células 
de muco e epiteliais, além da presença 
de infiltrado inflamatório, edema, fusão 
das lamelas secundárias e necrose. De 
uma forma geral, os tecidos hepatopan-
creático, renal e esplênico apresentaram 
degeneração celular, extravasamento de 
sangue, edema, agregação de melano-

macrófagos e mastócitos 
e presença de infiltrado 
inflamatório. Além dis-
so, um dos destaques foi 
a visualização da elevada 
carga parasitária dentro 
dos vasos sanguíneos (e 
fora, quando constata-
da ruptura) de órgãos. 
Alguns pesquisadores 
descrevem a formação 
de granulomas como 

resposta do peixe ao tentar eliminar o 
parasitismo.

Em relação a parasitos do gênero 
Cryptobia, também é muito comum a 
presença deles no sistema digestório 
(estômago e intestino), mas podem 
também ser encontrados em outros ór-
gãos. Cryptobia tem sido encontrado em 
baixa carga infecciosa na pele de peixes 
de produção e não tem sido considerado 
um parasito com alta patogenicidade. 

Trypanosoma spp. e 
Cryptobia spp.  são 

hemoparasitos que em 
alta infecção podem 

induzir grave hemólise, 
perda de hemácias 

que, juntamente com a 
hematofagia, acarreta 

quadro anêmico.
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Apesar de ser encontra-
do com certa frequência 
em peixes de produção, 
como no tambaqui, o 
achado não é conside-
rado significativo para 
induzir a um quadro de 
enfermidade. 

3.2. Ichthyobodo spp.

A doença causada por esse protozoá-
rio é conhecida como ictiobodose (ou 
costiose, segundo antiga denominação).

3.2.1. Características 
morfológicas

Esse protozoário possui corpo 
achatado e ovoide, com núcleo cen-
tral (Hoffman, 2019). Contém um 
par de flagelos, de comprimentos 
não uniformes (Woo, 
2006), originários da 
cavidade infusorial, no 
lado ventral do corpo 
(Hoffman, 2019).

Quando observa-
do a fresco, mostra-se 
extremamente ativo, 
com capacidade de ro-
dar sobre seus flagelos 
dispostos lateralmente 
(Duarte et al.,2000). 
Contudo, por ser unice-
lular, a baixa infestação 
pode passar desperce-
bida, como a grande 
maioria dos parasitos 
protozoários de peixes. 

Até recentemente, o 
gênero Ichthyobodo era 
taxonomicamente des-
crito como única espé-
cie: I. necator. No entan-
to, estudos moleculares 
recentes revelaram que 

o gênero Ichthyobodo consiste em várias 
espécies diferentes e é muito mais com-
plexo do que se acreditava anteriormen-
te (Isaksen et al., 2013; Yardimci et al., 
2016). Portanto, recomenda-se com-
plementar os estudos das características 
morfológicas com biologia molecular 
para determinação da espécie e do cor-
reto diagnóstico.

3.2.2. Ciclo de vida

É um ectoparasito de ciclo de vida 
monoxeno, com potencial para reprodu-

zir-se por divisão biná-
ria (Duarte et al.,2000). 
Possui dois estágios: de 
vida livre e parasitária 
(Woo, 2006). De acor-
do com Yardimci et al. 
(2016), a fase de natação 
livre é dispersiva e se al-
terna com a fase na qual 
o parasito permanece 
anexado ao peixe, ali-
mentando-se. Quando 
se alimenta, ele se anexa 
fortemente ao epitélio 
do hospedeiro definitivo 
(peixe) através do canal 
citostomático protube-

Ichthyobodo spp. 
[É gênero, … com 

várias espécies, … de 
protozoário que causa] 

doença conhecida como 
ictiobodose ...

Ichthyobodo spp. 
É um ectoparasito 

… monoxeno, com 
[reprodução] por divisão 

binária [e] estágios de 
vida livre e parasitária 

... a fase de natação livre 
é dispersiva e se alterna 

com a fase na qual o 
parasito permanece 
aderido ao [epitélio 

do] peixe ... através do 
canal citostomático 

protuberante, 
[alimentando-se] por 

sucção ...
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rante, ingerindo-o por sucção (Hoffman, 
2019). Por ser um protozoário, seu ciclo 
de vida se completa de forma rápida, faci-
litando o parasitismo. 

3.2.3. Hospedeiros

I. necator faz parte dos patógenos 
que naturalmente compõem a biota 
aquática do sistema de produção (Woo, 
2006); por esse motivo, não possui 
especificidade quanto 
ao hospedeiro e, de 
acordo com Mizuno et 
al.(2017), pode infestar 
tanto espécies marinhas 
quanto continentais.

Ichthyobodo é fre-
quentemente encon-
trado em espécies 
ornamentais, como 
kinguio (Carassius 
auratus) (Paul et al., 
2018) e gourami-anão 
(Colisalalia) (Shoaibi 
e Alinezhad, 2019). 
Contudo, tem sido 
bastante relatado em 
peixes de consumo, 
como corvina (Argyrosomus regius) 
(Yardimci et al., 2016), pacu e tam-
baqui ( Jerônimo et al., 2015). Assim 
como os demais parasitos apresenta-
dos neste capítulo, esse protozoário fla-
gelado não é zoonótico.   

3.2.4. Ocorrência

Esse parasito flagelado é cosmopoli-

ta. Pode ser encontrado fixado nas brân-
quias e no tegumento do animal (Woo, 
2006), tanto de peixes de água doce 
quanto marinhos (Todalet al., 2004). 
Contudo, as descrições disponíveis so-
bre a ocorrência de Ichthyobodo em pei-
xes de produção são limitadas em nú-
mero e consistência e, até o momento, 
não conseguiram evidenciar claramen-

te a prevalência desses 
agentes e sua patogeni-
cidade, o que dificulta 
o desenvolvimento de 
protocolos sanitários. 

Alguns estudos de 
levantamento parasi-
tário já identificaram a 
presença de Ichthyobodo 
em peixes no Brasil, 
como Fujimoto et al. 
(2019), que verificaram 
a presença nas brânquias 
e na superfície corporal 
da espécie nativa mais 
produzida, o tambaqui. 

3.2.5. Forma de 
transmissão

A infestação pode emergir em um 
indivíduo imunossuprimido ou quan-
do as condições ambientais favorecem a 
alta carga parasitária, porque a contami-
nação acontece de um peixe para outro 
(transmissão horizontal). 

Esse parasito não é considerado 
agente zoonótico, mas pode ser alta-
mente patogênico para peixes. Como 

Ichthyobodo necator faz 
parte dos patógenos que 
naturalmente compõem 

a biota aquática do 
sistema de produção…; 

por esse motivo, não 
possui especificidade 

quanto ao hospedeiro e 
… pode infestar tanto 

espécies marinhas 
quanto continentais ... 
Assim como os demais 
parasitos apresentados 

neste capítulo, esse 
protozoário flagelado 

não é zoonótico.  

http://scholar.google.com.br/scholar?q=Meagre+(Argyrosomus+regius)&hl=pt-BR&as_sdt=0&as_vis=1&oi=scholart
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resultado de seu alto potencial de pro-
pagação no viveiro, ele não deve ser 
negligenciado. 

3.2.6. Fatores predisponentes

O principal fator predisponente é a 
baixa qualidade da água. A infecção por 
Ichthyobodo está diretamente relaciona-
da a fatores estressantes e a condições 
ambientais favoráveis ao parasita (ma-
nejo inadequado, alta densidade popula-
cional, baixa concentração de oxigênio, 
elevada quantidade de partículas orgâ-
nicas diluídas na água, variação térmica 
e outros) (Luque, 2004; 
Noga, 2010; Martins et 
al., 2015).

3.2.7. Principais 
sinais clínicos e 
histopatologia

Os sinais clínicos 
da ictiobodose não são 
específicos. Quando 
houver alta infestação, 
os peixes do lote podem 
apresentar-se letárgicos e 
com perda de apetite. A 
infestação branquial in-
duz quadros de dispneia, 
como agrupamento nas 
regiões onde a concentra-
ção de oxigênio é maior, 
enquanto a infestação te-
gumentar induz sinais clínicos condizen-
tes a prurido, como natação errática (flash)
e comportamento de fricção do corpo nas 
bordas, no fundo dos viveiros/tanques 

e nos objetos. Nesses casos, o piscicultor 
pode notar agitação da água, ocasionada 
pela alteração de comportamento do lote. 
Além disso, a superfície do corpo pode 
apresentar alteração na coloração (escu-
recimento ou palidez), excessiva quanti-
dade de muco, focos hemorrágicos, perda 
de escamas e lesões ulcerativas, que abrem 
porta para outras infecções oportunistas. 

Na histopatologia da brânquia afe-
tada, pode ser verificado que o parasito 
induz múltiplas deformidades, como 
hiperplasia, hipertrofia, edema, desco-
lamento epitelial e necrose (Yandi et al., 

2017). Na pele pode 
ser constatada hiperpla-
sia epitelial (Janik et al., 
2018), espongiose, va-
cuolização e até necrose 
de células epidérmicas 
(Urawa, 1992). Miyazaki 
et al. (1986) observaram 
nas brânquias de bagres 
hiperplasia epitelial com 
preenchimento dos espa-
ços interlamelares nas la-
melas secundárias, além 
de proliferação de células 
caliciformes; os capila-
res das lamelas também 
apresentavam-se achata-
dos, sugerindo alterações 

na circulação, sendo a congestão observa-
da nas brânquias de alevinos. A mortali-
dade dos animais pode ocorrer em taxas 
variáveis. 

O principal fator 
predisponente é a 
baixa qualidade da 

água. A infecção 
por Ichthyobodo está 

diretamente relacionada 
a fatores estressantes e 
a condições ambientais 

favoráveis ao parasita 
(manejo inadequado, alta 
densidade populacional, 

baixa concentração 
de oxigênio, elevada 

quantidade de partículas 
orgânicas diluídas na 

água, variação térmica e 
outros).
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4. Zoomastigophorea 
(gêneros Hexamita e 
Spironucleus)

Dentro da classe 
Z o o ma st igo ph o rea , 
Spironucleus (supergru-
po Excavata) é consi-
derado o mais ameaça-
dor à saúde de peixes 
e o único cujos casos 
de diagnósticos têm 
ocorrência relevante 
para peixes do Brasil. 
Por isso, neste capítulo, 
iremos abordar esse pa-
rasito, que é conhecido principalmente 
por afetar espécies ornamentais, in-
cluindo espécies nativas (Gallani et al., 
2016). 

4.1. Características 
morfológicas

A morfologia dos diplomonadidos é 
considerada primitiva (Lloyd e Williams, 
2014). Spironucleus 
é semelhante ao 
Hexamita, mas possui 
dois núcleos haploides 
longos e curvos em es-
piral (Hoffman, 2019). 
Nos outros diplomona-
didos, a exata localiza-
ção e morfologia nuclear 
estabelecem o diagnós-
tico do gênero (Lloyd e 
Williams, 2014). 

4.2. Ciclo de vida

O ciclo de vida do Spironucleus se 
divide em duas fases: o estágio de fácil 

reconhecimento da for-
ma ativa do trofozoíto 
e a fase não móvel de 
forma cística (Williams 
et al., 2011). Pouco se 
sabe sobre o seu encis-
tamento, mas é sugeri-
do que esse processo 
permite uma vida mais 
longa a esse parasito 
quando ele se encon-
tra fora do hospedeiro 

(Lloyd e Williams, 2014)

4.3. Hospedeiros

Spironucleus pode afetar uma varieda-
de de espécies marinhas e de água doce 
(Lloyd e Williams, 2014; Gallani et al., 
2016), mas muitos relatos são em espécies 
ornamentais, principalmente acará-disco 
Symphysodon discus (Hoffman, 2019), 
acará-bandeira Pterophylum scalare 

(Hoffman, 2019; Gallani 
et al., 2016) e em ciclí-
deos (Paul e Matthews, 
2001; Supamattaya et al., 
2012). Apesar de poder 
afetar importantes espé-
cies de consumo, como 
salmão -do -at lânt ico 
(Salmo salar) e tilápia, 
no Brasil há uma grande 
lacuna de informações 
e, por isso, não se sabem 

Dentro da classe 
Zoomastigophorea, 

Spironucleus  
(supergrupo Excavata) 
é considerado o mais 
ameaçador à saúde de 
peixes e o único cujos 

casos … têm ocorrência  
relevante para peixes do 

Brasil.

Spironucleus pode 
afetar uma variedade 
de espécies marinhas 

e de água doce … mas 
muitos relatos são em 
espécies ornamentais, 
principalmente acará-

disco Symphysodon 
discus …, acará-bandeira 
Pterophylum scalare … e 

em ciclídeos...
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ao certo quais espécies 
de produção podem ser 
afetadas por esse endo-
parasita flagelado.

4.4. Ocorrência

D i p l o m o n í d e o s 
como Spironucleus são 
encontrados em uma 
variedade de hospedei-
ros ao longo de uma 
ampla extensão geográfica, de áreas 
temperadas a tropicais (Supamattaya et 
al., 2012). As espécies S. salmonicida e 
S. vortens são as mais relatadas.

Spironucleus são anaeróbicos aero-
tolerantes, comumente encontrados no 
intestino de peixes selvagens e de cul-
tivo (Williams et al., 2011; Stairs et al., 
2019). Apesar de esses endoparasitas 
habitarem o trato gastrointestinal do 
peixe, podem penetrar a mucosa intes-
tinal e atingir a circulação sanguínea, in-
duzindo infecção sistêmica em qualquer 
órgão (Gallani et al., 2016). 

4.5. Forma de transmissão

A transmissão é direta, ou seja, 
ocorre por meio do contato entre pei-
xes infectados (Guo e Woo, 2004) ou 
de ambiente contaminado (Lloyd e 
Williams, 2014), mas não é possível en-
tre peixe:humano.

4.6. Fatores predisponentes

Esse parasito não necessita 
de hospedeiro intermediário para 
completar seu ciclo, então, como as de-

mais parasitoses, fatores 
ambientais e do hospe-
deiro são determinantes 
para o sucesso da infec-
ção parasitária. 

4.7. Principais 
sinais clínicos e 
histopatologia

Achados recen-
tes sugerem que 

Spironucleus comumente é agente in-
feccioso de coinfecções (Kotob et al., 
2017) ou agente primário de infecções 
secundárias. Inclusive, a primeira descri-
ção de patologia do gênero Spironucleus 
com agente patogênico secundário foi 
feita no Brasil, por Gallani et al. (2016). 
Por isso, é muito importante sempre 
levar em consideração todos os agen-
tes patogênicos, já que o conjunto dos 
sinais clínicos ficam sujeitos à enfermi-
dade concomitante. 

Peixes infectados por Spironucleus 
são reportados com tumores labiais 
e granulomas no fígado e no baço 
(Williams et al., 2011). Outro sinal clí-
nico de destaque é a exoftalmia unilate-
ral (Guo e Woo et al., 2004; Gallani et 
al., 2016). Podem ser verificadas úlceras 
musculares e formação de bolhas no 
tegumento (Guo e Woo et al., 2004). 
Como esse parasito é também encontra-
do no sangue, é possível detectar no exa-
me macroscópico a hemorragia externa 
(principalmente na cabeça, no olho) e 
interna, além de quadro anêmico nos 
exames hematológicos. 

[Spironucleus] … não 
necessita de hospedeiro 

intermediário para 
completar seu ciclo [e] 
… fatores ambientais 
e do hospedeiro são 

determinantes para o 
sucesso da infecção 

parasitária ...
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Gallani et al. (2016) descrevem que 
na histologia de peixes infectados com 
Spironucleus é possível visualizar centros 
de melanomacrófagos nos órgãos com 
granulomas. No intestino pode haver 
inflamação e necrose, bem como em ou-
tros órgãos internos. 
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1. Filo 
Cnidaria

As infecções por 
mixozoários podem 
afetar a saúde dos 
peixes em ambiente 
natural ou na aqui-
cultura, impactando 
seu valor comercial. 
Certos mixozoários 
causam doenças 
graves em popu-
lações selvagens e 
cultivadas de peixes 
economicamente 

importantes e acre-
dita-se que essas 
doenças estejam 
ligadas a mudanças 
ambientais (Gupta 
e Kaur, 2018). São 
parasitos micros-
cópicos, multicelu-
lares e formadores 
de esporos, poden-
do ser encontrados 
tanto em ambien-
te marinho quan-
to em água doce. 
Caracter izam- se 
por um complexo 

4. Mixozoários 4. Mixozoários 
causadores de causadores de 

enfermidades em enfermidades em 
peixespeixes

Mixozoários 
São cnidários parasitos mi-

croscópicos, multicelulares e 
formadores de esporos, poden-

do ser encontrados tanto em 
ambiente marinho quanto em 

água doce. Caracterizam-se por 
um complexo ciclo de vida de 
dois hospedeiros, que alterna 

entre hospedeiros vertebrados, 
principalmente peixes, embora 
anfíbios, répteis, pássaros e ma-
míferos possam ser parasitados, 

e hospedeiros invertebrados, 
como anelídeos e briozoários.
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ciclo de vida de dois hospedeiros, que 
alterna entre hospedeiros vertebrados, 
principalmente peixes, embora anfíbios, 
répteis, pássaros e mamíferos possam 
ser parasitados, e hospedeiros inverte-
brados, como anelídeos e briozoários 
(Holzer et al., 2018). 

2. Taxonomia
A classificação do filo começa 

com a descoberta de Myxosporea por 
Jurine (1825) e com as observações 
subsequentes feitas por Müller (1841). 
Embora a posição dos mixozoários en-
tre os metazoários ainda seja causa de 
intensos debates, dados morfológicos e 
moleculares sugerem que eles sejam um 
grupo de metazoários altamente diver-
sos que divergem de seus ancestrais cni-
dários de vida livre para formar endopa-
rasitas complexos. (Zatti et al., 2020). 
Até 1983, os parasitos do filo Cnidaria 
eram divididos em duas classes: a classe 
Myxosporea, parasitos de vertebrados, 
e a classe Actinosporea, constituída por 
parasitos de inverte-
brados, principalmente 
anelídeos (Kent et al., 
2001). Essa classifica-
ção passou a ser ques-
tionada quando Wolf e 
Markiw (1984) recons-
truíram, em laborató-
rio, o ciclo de vida de 
Myxobolus cerebralis e mostraram que 
o parasito alternava entre o hospedeiro 
peixe e um hospedeiro invertebrado, o 

oligoqueta Tubifex tubifex. A partir des-
ses resultados e de outros estudos rea-
lizados posteriormente, foi constatado 
que os parasitos das classes Myxosporea 
e Actinosporea representavam, na reali-
dade, estágios distintos do ciclo de vida 
do mesmo parasito do filo Cnidaria. 
Assim, a classe Actinosporea foi extinta 
e seus representantes migraram para a 
classe Myxosporea (Milanin, 2015).

Atualmente, o filo Myxozoa é 
dividido em duas classes: a classe 
Malacosporea, formada por cinco es-
pécies distribuídas em dois gêneros, 
Tetracapsuloides e Buddenbrockia, e a 
classe Myxosporea, que agregam cer-
ca de 2600 espécies (Liu et al., 2019; 
Naldoni, 2020a). 

3. Taxonomia 
morfológica

O método tradicional para a classi-
ficação taxonômica dos mixosporídeos 
é baseado em dados morfológicos, prin-
cipalmente nas características dos es-

poros, mas também dos 
plasmódios, bem como 
na especificidade de 
hospedeiro e no tropis-
mo por órgãos e/ou te-
cidos infectados (Rocha 
et al., 2019). No entan-
to, a morfologia dos 
esporos é a base prin-

cipal da classificação e da identificação 
dos mixosporídeos (Chen et al., 2020). 
Assim, a descrição morfológica em nível 

Mixozoários 
… a descrição 

morfológica em nível de 
espécie é baseada nas 

dimensões das estruturas 
dos esporos.
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de espécie é baseada nas 

dimensões das estruturas 

dos esporos. Para os 

estágios mixosporos, as 

dimensões devem seguir 

as orientações descritas 

por Lom e Arthur, 1989 

(Figura 1), e, para os 

estágios de actinospo-

ros, devem-se seguir as 

orientações propostas 

por Lom et al., 1997 e Yokoyama et al., 

2012 (Figura 2).

4. Taxonomia 
molecular

Os genes 18S e 28S 
rDNA são importantes 
marcadores na triagem 
molecular da biodiver-
sidade e amplamen-
te utilizados como 
marcadores molecu-
lares para determinar  
relações filogenéti-
cas entre mixospo-

rídeos (Aditya Gupta e Kaur, 2018). 

Figura 1. Esporos da ordem Bivalvulida (A. vista frontal, B. vista lateral) e Multivalvulida 
(C-E. vistos de cima, D. vista lateral) esporos mixosporídeos. PC: cápsula polar; SP: es-
poroplasma; SV: valvas; SL: linha de sutura; L: comprimento de esporos; W: largura de 
esporos; T: espessura de esporos; PCL: comprimento da cápsula polar; PCW: largura 
da cápsula polar (Yokoyama et al., 2012).

Os genes 18S e 28S 
rDNA são importantes 

marcadores na 
triagem molecular 

da biodiversidade e 
amplamente utilizados 

como marcadores 
moleculares para 

determinar relações 
filogenéticas entre 

mixosporídeos.
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Atualmente, cerca de 60 espécies de 
mixozoários têm seu ciclo de vida com-
pleto, inferido mediante combinações 
de sequências de DNA dos diferentes 
estágios do parasita (Rocha et al., 
2019a). São utilizados em diferentes 
abordagens, tais como diferenciação de 
espécies morfologicamente semelhan-
tes, estudo da especificidade de hospe-
deiro e de tecido, elucidação do ciclo 
biológico e nos estudos das relações 
filogenéticas (Li et al., 2020; Lisnerová 
et al., 2020; Liu et al., 2019; Morozova 
et al., 2020). Atualmente, é amplamen-

te aceito que descrições confiáveis de 
mixosporideos sejam o resultado da 
combinação de vários critérios, isto é, 
morfologia de mixosporos, hospedeiro 
e especificidade do tecido e de dados 
moleculares, especialmente para distin-
guir espécies que compartilham grande 
semelhança morfológica (Rocha et al., 
2019c).

5. Ciclo de vida
O ciclo de vida é alternado pelo es-

tágio mixosporo em hospedeiros verte-
brados (principalmente peixes) e pelo 

Figura 2. Esporos do estágio actinosporo. A. Triactinomyxon; B e C. 
Aurantiactinomyxon; D e E. Neoactinomyxum; F e G. Tetractinomyxon; B, D e F: vis-
tos de cima; C, E e G: vista lateral. SB: corpo do esporo, LSB: comprimento do corpo 
do esporo; WSB: largura do corpo do esporo; S: estilo; LS: comprimento do estilo; 
WS: largura do estilo; CP: processo caudal; LCP: comprimento do processo caudal 
(independentemente da curvatura). LSCP: maior distância entre as pontas dos pro-
cessos caudais; PC: cápsula polar; DSB: diâmetro do corpo do esporo, quando ele for 
esférico (Yokoyama et al., 2012).
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estágio actinosporo em 
invertebrados do filo 
Annelida (Rocha et al., 
2019a). O desenvol-
vimento pode ser his-
tozoico (plasmódios 
localizados intra ou 
intercelularmente) ou 
celozoico (localizados 
nas cavidades dos ór-
gãos, soltos ou aderidos 
ao epitélio interno). São 
frequentemente encon-
trados nas brânquias, 
na pele e em órgãos in-
ternos e estruturais, como cartilagens, 
músculo, baço, fígado, parede intesti-
nal, vesícula biliar e bexiga natatória 
(Pereira, 2018). Apesar do impacto eco-
nômico causado por algumas espécies, 
principalmente dos gêneros Myxobolus, 
Myxidium e Henneguya, relativamente 
pouco se sabe sobre a biologia dos mi-
xozoários, incluindo os ciclos de vida, a 
interação parasita-hospedeiro e a diver-
sidade (Yokoyama et al., 2012).

6. Ciclo de vida e formas 
de transmissão

Os estágios do ciclo 
biológico têm sido de-
monstrados em apenas 
60 espécies de mixozoá-
rios, pouco menos de 
2,4% de todas as espé-
cies conhecidas (Rocha 
et al., 2019a). Podem 

alternar entre hospe-
deiros vertebrados (mi-
xosporos) e invertebra-
dos (actinosporos), ou 
ocorre transmissão hori-
zontal ou vertical direta 
(Figura 3).

Transmissão 
indireta: 
envolvendo dois 
hospedeiros 
(invertebrados e 
vertebrados)

O processo sexual 
(gametogonia) no ciclo biológico dos 
mixozoários tem sido observado so-
mente no estágio em actinosporo. Por 
essa razão, os invertebrados são consi-
derados os hospedeiros definitivos, e os 
vertebrados os hospedeiros intermediá-
rios (Holzer et al., 2018).

Desenvolvimento no 
hospedeiro invertebrado

O desenvolvimento no invertebrado 
(oligoqueta, poliqueta ou briozoário) 
envolve três fases – esquizogonia, ou 
estágio proliferativo, gametogonia e es-

porogonia. Nas espécies 
em que já se conhece o 
ciclo biológico, a fase 
no anelídeo se inicia 
pela infecção destes por 
mixosporos (esporos 
oriundos da fase mixos-
poro em vertebrados). 
Os mixosporos são, en-

O processo sexual 
(gametogonia) no 
ciclo biológico dos 

mixozoários tem sido 
observado somente 

no estágio em 
actinosporo. Por essa 

razão, os invertebrados 
são considerados os 

hospedeiros definitivos, 
e os vertebrados 
os hospedeiros 
intermediários

O desenvolvimento 
no invertebrado 

(oligoqueta, poliqueta 
ou briozoário) envolve 

três fases – esquizogonia, 
ou estágio proliferativo, 

gametogonia e 
esporogonia.
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tão, ingeridos por invertebrados anelí-
deos ou briozoário; quando em contato 
com o epitélio, os filamentos polares 
são liberados para ancorar o parasito 
ao novo hospedeiro. Neste momento, 
as valvas dos mixosporos se abrem e o 
esporoplasma ameboide é liberado, pe-
netrando entre as células epiteliais do 
intestino. Em M. cerebralis (cujo ciclo é 
o mais conhecido), o esporoplasma bi-
nucleado sofre várias divisões nucleares, 
originando uma célula multinucleada. 
Em seguida, ocorre o processo de plas-
motomia (clivagem de uma célula mul-
tinucleada para formar duas ou mais 
células), formando numerosas células 
uninucleadas que invadem outros espa-

ços intercelulares. Em alguns casos, esse 
processo de reprodução assexuada pode 
se repetir.

Os esporos resultantes da fase acti-
nosporo, quando liberados das células 
do epitélio intestinal dos anelídeos, jun-
tamente com as fezes, servem de fonte 
de infecção para os peixes no ambiente 
aquático.

Desenvolvimento no 
hospedeiro vertebrado

Nas espécies cujo ciclo de vida é co-
nhecido, os actinosporos (oriundos dos 
anelídeos) são formas infectantes para o 
hospedeiro (peixe). Uma vez em con-
tato com o hospedeiro vertebrado, os 

Figura 3. Diagrama resumido do ciclo de vida dos mixosporídeos, alternando entre hospedeiros ver-
tebrados e invertebrados. A. actinosporo (hospedeiro invertebrado); B. myxosporo (hospedeiro ver-
tebrado); C. ciclo de vida (A:os filamentos polares saem para ancorar o esporo ao epitélio intestinal, 
seguido pela abertura das válvulas do mixosporo. B: gametogonia. C: esporogonia da fase actinosporo. 
D: os estágios actinosporos se desenvolvem em um pansporocisto e são liberados na água. E: após con-
tato dos actinosporos com a pele ou as brânquias do hospedeiro, os filamentos polares são liberados 
para ancorar o esporo à pele ou às brânquias, facilitando a invasão dos esporoplastos no peixe. F: mul-
tiplicação pré-esporogônica em um estado de célula em célula. G: esporogonia da fase de mixosporo) 
(Koprivnikar e Desser, 2002; Yokoyama et al., 2012).
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filamentos polares dos 
esporos são liberados e 
servirão de âncora para 
o esporo. O esporoplas-
ma é, então, liberado do 
actinosporo e penetra 
no peixe via pele, brân-
quias, cavidade bucal, 
até mesmo intestinal. 
Após a penetração, a parede do espo-
roplasma se dissolve e as células infec-
tantes invadem os tecidos adjacentes. 
O desenvolvimento depende da espé-
cie de parasito infectante e pode seguir 
vários caminhos, mas é aceito que há, 
no mínimo, um estágio proliferativo 
antes da esporogonia, o que maximiza 
o potencial de produção de esporos. 

Pela circulação ou pela 
migração intercelular, 
o parasito atinge o teci-
do-alvo, onde ocorrerá 
o seu desenvolvimen-
to, com a formação de 
plasmódios, onde são 
observados os proces-
sos de esporogonia, ca-

racterísticos para cada espécie, quando 
são gerados os mixosporos, os quais 
apresentam morfologia distinta dos 
actinosporos.

Transmissão horizontal

A transmissão direta de peixe para 
peixe, sem a exigência de um hospedei-
ro invertebrado, foi observada em espé-

A transmissão direta 
de peixe para peixe, 

sem a exigência 
de um hospedeiro 
invertebrado, foi 

observada em espécies 
de mixosporídeos do 
gênero Enteromyxon.

Figura 4. Diagrama resumido do ciclo de vida de mixosporídeos do gê-
nero Enteromyxon. A. myxosporo (hospedeiro vertebrado); B. mixospo-
rídeos C. esporogonia do estágio actinosporo; D. liberação do actinos-
poro em contato com hospedeiro vertebrado (Yokoyama et al., 2012).
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cies de mixosporídeos 
do gênero Enteromyxon. 
Neste caso, não há até 
aqui o registro da pre-
sença de actinosporos, 
sendo os estágios vege-
tativos os responsáveis 
pela transmissão das en-
teromyxosis (Yokoyama 
et al., 2012). No entan-
to, existe a hipótese de 
que um ciclo de vida 
heteroxeno envolvendo 
um estágio de actinos-
poro possa existir para 
a espécie Enteromyxum 
scophthalmi (Figura 4).

7. Principais 
hospedeiros

Hospedeiros 
invertebrados

A infecção de ane-
lídeos por actinospo-
ros foi relatada pela 
primeira vez por Štolc 
(1899), que descreveu 
Synactinomyxon tubifi-
cis, Triactinomyxon igno-
tum e Hexactinomyxon 
psammoryctis se desenvolvendo em tu-
bificídeos coletados do rio Vltava, na 
República Tcheca (Sónia Rocha et al., 
2020). Oligoquetas atuam como de-
compositores da matéria orgânica e são 
uma importante fonte de alimento para 

peixes (Rodrigues e 
Alves, 2018; Sanches et 

al., 2021). Na América 
do Sul, são encontradas 
oito famílias de 
oligoquetas aquáticas: 
Alluroidea, Capillo 
ventridae, Haplo 
taxidae, Naididae, 
Narapidae, Opistocysti 
dae, Phreodrilidae e 
Tiguassuidae (Chris 
toffersen, 2007). No 
Brasil, foram identifi-
cadas oligoquetas da 
família Ocnerodrilidae, 
espécie que alterna en-
tre ambiente aquático 
e terrestre, liberando 
actinosporos em uma 
piscicultura no esta-
do do Ceará (László et 

al., 2002); Oligoqueta 
Pristina synclites foi 
identificada no ciclo 
de desenvolvimento de 
mixosporídeos pela pri-
meira vez no estado do 
Mato Grosso (Milanin 
et al., 2018).

Hospedeiros vertebrados

No Brasil, a intensificação de es-
tudos sobre a diversidade de parasitas 
mixosporídeos de peixes de água doce 
é bastante recente e até agora cerca de 

A infecção de anelídeos 
por actinosporos foi 

relatada pela primeira 
vez por Štolc (1899), 

que descreveu 
Synactinomyxon tubificis, 
Triactinomyxon ignotum 

e Hexactinomyxon 
psammoryctis. … 

Oligoquetas atuam 
como decompositores 
da matéria orgânica e 
são uma importante 

fonte de alimento para 
peixes ... No Brasil, 
foram identificadas 

oligoquetas da família 
Ocnerodrilidae, espécie 

que alterna entre 
ambiente aquático e 
terrestre, liberando 

actinosporos em uma 
piscicultura no estado 

do Ceará … Oligoqueta 
Pristina synclites foi 

identificada no ciclo 
de desenvolvimento 

de mixosporídeos pela 
primeira vez no estado 

do Mato Grosso.
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120 espécies foram descritas (Okamura 
et al., 2018). Algumas dessas espécies 
demonstraram ser patógenos para seus 
hospedeiros, tanto no ambiente natural 
quanto em sistemas de cultivo (aquicul-
tura) (Naldoni et al., 2018).

8. Principais espécies 
infecciosas e hospedeiros 
susceptíveis 

A espécie mais conhecida é 
Myxobolus cerebralis, agente etiológico 
da doença do rodopio em salmonídeos. 
Essa doença causa deformidade da carti-
lagem da cabeça e da coluna, provocan-
do alta mortalidade de peixes em dife-
rentes partes do mundo (Chiaramonte 
et al., 2018). Várias outras espécies 
de mixosporídeos, pertencentes a 
diferentes gêneros, têm sido registradas, 
causando danos importantes a diversas 
espécies de peixes em todo o mundo. 
Em pisciculturas na Espanha, o myxos-
porídeo Enteromyxum leei causou ente-
rite grave na dourada (Sparus aurata), 
anorexia, caquexia, comprometimento 
do crescimento, comercialização redu-
zida e aumento da mortalidade (Sitjà-
Bobadilla et al., 2019), enquanto nos 
Estados Unidos foi encontrado em 
quatro espécies de peixes, sendo agen-
te de grave emagrecimento, caquexia, 
enterite e morte (Hyatt et al., 2018); 
Enteromyxum scophthalmi em rodovalho 
(Scophthalmus maximus) provocou ca-
quexia, associada à enterite e à depleção 
de leucócitos, com taxas de mortalidade 

geralmente chegando a 100% (Ronza et 
al., 2019). Kudoa trachuri foi encontra-
do em análises feitas em quatro espécies 
de peixe nas Ilhas Canárias (Pagellus 
acarne, Pagellus erythrinus, Serranus ca-
brilla, Spondyliosoma cantharus e Sarpa 
salpa), acarretando danos à musculatura 
do hospedeiro (Rodríguez-Ponce et al., 
2019). Myxobolus honghuensis, causador 
da mixobolose faríngea, está se tornan-
do um importante fator limitante para 
o desenvolvimento sustentável da in-
dústria de produção da carpa (Carassius 
auratus) na China (Zhao et al., 2019); 
Thelohanellus wallagoi foi encontrado 
nas brânquias, no rim e no intestino, 
durante análises feitas no peixe-gato de 
água doce (Wallago attu) provenien-
te do rio Ganda, na Índia (Abhishek 
Gupta et al., 2018). Thelohanellus in-
diana n. sp. foi encontrado no peixe 
ornamental Carassius auratus prove-
niente de aquicultura na Índia (Saha e 
Bandyopadhyay, 2018). Henneguya pe-
ruviensis n. sp. foi encontrado nas brân-
quias de Hyphessobrycon loretoensis co-
letado no rio Nanay, no Peru (Mathews 
et al., 2018). No Brasil, entre os gêneros 
de mixosporídeos, os mais encontrados 
são Henneguya e Myxobolus, conforme 
mostra a Tabela 1.
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 Tabela 1. Principais mixosporídeos encontrados em peixes no Brasil

Hospedeiro Parasito Localização Referência

Oreochromis niloticus Sinuolinea niloticus n. sp. São Paulo
Vaz Rodrigues et 

al., 2016

Astyanax altiparanae Unicauda whippsi n. sp. São Paulo Vidal et al., 2018

Rhamdia quelen Henneguya jundiai n. sp. São Paulo Negrelli et al., 2019

Hoplosternum littorale
Myxobolusimparfinisn. 

sp.

Henneguya guanduensis

Myxobolus imparfinis n. sp.
São Paulo Vieira et al., 2018

Cyphocharax modestus Henneguya sp. São Paulo Vieira et al., 2019

Pintado híbrido
Henneguya 

pseudoplatystoma

São Paulo 

Mato Grosso
Naldoni et al., 2009

Astyanax lacustris
Henneguya 

pseudoplatystoma
Mato Grosso Milanin et al., 2018

Hoplerythrinus 

unitaeniatus

Henneguya unitaeniata sp. 

nov.
Mato Grosso Úngari et al., 2019

Cichla monoculus

Cichla pinima

Cichla monoculus

Henneguya tucunarei n. sp.

H. tapajoensis n. sp.

H. jariensis n. sp.

Amapá Zatti et al., 2018a

Hypopygus lepturus

Henneguya lepturus sp. 

nov.

Thelohanellus lepturus sp. 

nov.

Roraima
Azevedo et al., 

2018

H. unimaculatus Ceratomyxa fonsecai Tocantins Silva et al., 2020

Phractocephalus 

hemioliopterus

Myxobolus figueirae sp. 

nov. 

Henneguya santarenensis 

sp. nov.

Pará Naldoni et al., 2018

Chaetobranchus 

flavescens
Hoferellus azevedoi n. sp. Pará Matos et al., 2018

Aspistor quadriscutis Kudoa ajurutellus n. sp. Pará Neto et al., 2020

Metynnis hypsauchen Henneguya sp. Pará
Figueredo et al., 

2020

Macrodon ancylodon Kudoa yasai n. sp. Pará Cardim et al., 2020

(continua)
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 Tabela 1. Principais mixosporídeos encontrados em peixes no Brasil

(continuação)

Hospedeiro Parasito Localização Referência

Piaractus brachypomus

Henneguya tapariensis n. 

sp.

Myxobolus arapiuns n. sp.

Pará
Capodifoglio et al., 

2020)

Hypophthalmus 

marginatus
Kudoa amazonica n. sp. Pará Velasco et al., 2019

Rhamdia quelen Myxobolus arariensis n. sp. Pará
Abrunhosa et al., 

2018

Pygocentrus nattereri Ellipsomyxa arariensis n. sp. Pará Silva et al., 2018

Brachyplatystoma 

rousseauxii

Myxobolus tapajosi n. sp.

Ellipsomyxa amazonensis 

n. sp.

Amazonas Zatti et al., 2018b

Brachyplatystoma 

rousseauxii
Ceratomyxa gracillima n. sp. Amazonas Zatti et al., 2018c

Cichla monoculus

Plagioscion 

squamosissimus

Ellipsomyxa paraensis n. sp.

Ellipsomyxa plagioscioni 

n. sp.

Amazonas Zatti et al., 2020

Mugil rubrioculus
Myxobolus bragantinus n. 

sp.
Amazonas Cardim et al., 2018

Colossoma 

macropomum

Myxobolus matosi n. sp.  

Myxobolus longissimus n. 

sp.

Amazonas
Capodifoglio et al., 

2019

Salminus franciscanus

Brycon orthotaenia

Brycon orthotaenia

Myxobolus iecoris n. sp.

Myxobolus lienis n. sp.

Myxobolus ovarium n. sp.

Myxobolus orthotaenae 

n. sp.

Bacia do Rio São 

Francisco

Naldoni et al., 

2019, 2020
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Vermes monoge-
néticos são helmin-
tos, pertencentes ao 
filo Platyhelminthes e 
à classe Monogenea. 
São parasitos de peixes 
e apresentam elevada 
diversidade biológica, 
podendo ser encontra-
dos parasitando tan-
to espécies marinhas 
quanto dulcícolas. Na 
sua grande maioria, 
são ectoparasitos her-
mafroditas, de ciclo 
de vida monoxeno 

e caracterizados pela 
presença de estruturas 
de fixação esclerotiza-
das, podendo ser ob-
servados parasitando 
brânquias, superfície 
corporal, olhos e nari-
nas dos peixes (Ogawa, 
2015; Takemoto et al., 
2013). Além desses lo-
cais, os monogenéticos 
também podem atuar 
como endoparasitos, 
sendo registrados ha-
bitando bexiga natató-
ria/urinária, estômago, 

5. Infecções causadas 5. Infecções causadas 
por monogenéticos por monogenéticos 
(patógenos (patógenos GyrodactylusGyrodactylus,,  
DactylogyrusDactylogyrus e outros de  e outros de 
nativos)nativos)

... monogenéticos são 
helmintos, pertencentes 

ao filo Platyhelminthes ... 
classe Monogenea ... [com] 

... elevada diversidade 
biológica ... ectoparasitos 
hermafroditas, de ciclo de 

vida monoxeno ... [em] 
... brânquias, superfície 

corporal, olhos e narinas 
dos peixes ... [e] ... 

endoparasitos ... [na]... 
bexiga natatória/urinária, 

estômago, cavidade visceral 
e ductos intestinais...
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cavidade visceral e duc-
tos intestinais dos seus 
hospedeiros ( Jerônimo 
et al., 2010; Takemoto 
et al., 2013). 

No Brasil, para pei-
xes de água doce, há 
registro de monoge-
néticos pertencentes 
a duas grandes famí-
lias, Dactylogyridae 
e Gyrodactylidae 
(Takemoto et al., 2013). 
Os monogenéticos são 
conhecidos principal-
mente por seu aparato 
de fixação localizado na região posterior 
do corpo, o haptor, órgão esclerotizado 
com estruturas bastante diversificadas, 
podendo ser observadas na forma de 
ganchos, barras e âncoras, se pertence-

rem à família dos giro-
dactilídeos ( Jerônimo et 
al., 2016), ou ventosas, 
barras e complexos gan-
chos, quando dactilogi-
rídeos (Thatcher, 2006) 
(Figura 1).

De forma geral, apre-
sentam uma elevada es-
pecificidade parasitária, 
ocorrendo em um único 
hospedeiro e/ou em es-
pécies filogeneticamente 
próximas (Hoai, 2020). 
Os monogenéticos ge-
ralmente alimentam-se 

de células epiteliais, muco e sangue da 
pele e/ou brânquias, causando intenso 
processo irritativo/inflamatório nos sí-
tios de infestação (Noga et al., 2010).

No Brasil, a infestação por monoge-

Figura 1: Desenho esquemático de vermes monogenéticos das famílias Dactylogyridae e Gyrodactylidae. 
Figura: Gabriela Tomas Jerônimo, UFAM, Amazonas

No Brasil, a infestação 
por monogenéticos 

se destaca como uma 
das mais patogênicas 
para peixes de criação 
e de vida livre, sendo 

responsável por 
elevadas mortalidades, 

especialmente em 
sistemas intensivos, 

podendo causar 
significativas perdas 

econômicas aos 
produtores.
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néticos se destaca como uma das mais 
patogênicas para peixes de criação e de 
vida livre, sendo responsável por elevadas 
mortalidades, especialmente em siste-
mas intensivos, podendo causar significa-
tivas perdas econômicas aos produtores 
(Ogawa, 2015; Santana et al., 2017).

Esses parasitos estão entre os mais 
estudados em peixes, representando um 
perigo iminente à saúde desses organis-
mos, especialmente nas fases iniciais 
de produção ( Jerônimo et al., 2016). A 
não adoção de boas práticas de manejo 
nas pisciculturas ainda é um dos 
principais fatores que implicam 
o aparecimento desses parasitos; 
ademais, por eles possuírem ciclo 
de vida direto e curto, reinfecções 
podem ser rotineiras, sendo con-
siderados problemáticos pela sua 
alta capacidade de dispersão, pelo 
seu impacto epizoótico e pela difi-
culdade de controle em ambiente 
de confinamento (Tancredo et al., 
2019). Dessa forma, abordaremos 
neste capítulo a monogeníase, suas 
características morfológicas, o ci-
clo de vida, os hospedeiros suscep-
tíveis, as formas de transmissão, os 
fatores predisponentes, além dos 
principais sinais clínicos e dos as-
pectos histopatológicos. 

1. Características 
morfológicas 

Os monogenéticos possuem 
características morfológicas bas-

tante diversificadas, sendo observados 
vermes em formato alongado, ovoidal 
ou circular, com simetria bilateral, po-
dendo medir de 1 milímetro a 3 centí-
metros de comprimento, dependendo 
da subclasse e/ou da família a qual per-
tencem (Ogawa, 2015). Os corpos dos 
vermes adultos são formados basica-
mente por três estruturas principais: o 
prohaptor (cabeça), o tronco e o haptor 
(ou opisthaptor) (Figura 2). 

Na região do prohaptor, estão pre-
sentes os lóbulos cefálicos, estruturas 

Figura 2: Anacanthorus penilabiatus, parasito de 
Piaractus mesopotamicus e suas principais estruturas. 
Imagem: Gabriela Tomas Jerônimo, UFAM, Amazonas
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alojadas na cabeça res-
ponsáveis principal-
mente pela secreção de 
substâncias adesivas 
que auxiliam no pro-
cesso de fixação nos 
sítios de infestação 
(Takemoto et al., 2013). 
Além da função de ade-
são nos hospedeiros, 
essa estratégia favore-
ce sua movimentação 
nos sítios de infestação, 
pois os parasitos alter-
nam sua fixação entre 
o haptor e as glândulas 
adesivas, aumentando 
significativamente sua 
patogenicidade (Noga 
et al., 2010). Entretanto, 
para alguns gêneros, es-
sas estruturas servem 
apenas para fixação 
permanente no peixe. 
Adicionalmente, nessa 
região ainda pode ser 
observada uma ventosa 
oral muscular, também 
utilizada para fixação no 
hospedeiro (Takemoto 
et al., 2013). No tronco, 
estão situados os órgãos 
reprodutivos e demais 
órgãos internos, tam-
bém essenciais para identificação taxo-
nômica da espécie (Noga et al., 2010). 
Entretanto, a característica morfológica 

mais utilizada para re-
conhecimento dos mo-
nogenéticos é o órgão 
de fixação localizado na 
região posterior do cor-
po (haptor) (Noga et al., 
2010). De acordo com a 
subclasse e/ou a família 
pertencente, podem ser 
observados apresentan-
do estruturas escleroti-
zadas bastante distintas, 
que, além de caracterís-
ticas, são importantes 
tanto do ponto de vis-
ta taxonômico quanto 
patológico (Thatcher, 
2006). 

2. Ciclo de vida
Os monogenéticos 

são parasitos herma-
froditas, caracterizados 
por apresentarem ciclo 
de vida monoxeno, ou 
seja, não necessitam de 
hospedeiros interme-
diários para completar 
seu ciclo de vida, sendo 
capazes de multiplicar-
-se rapidamente em sis-
temas de criação com al-
tas densidades (Ogawa, 

2015). Os monogenéticos ovíparos, 
como os da família Dactylogyridae, 
são parasitos que apresentam postu-
ra de ovos, geralmente um por vez, 

Os monogenéticos 
... não necessitam 

de hospedeiro 
intermediário para 

completar seu ciclo de 
vida ... [multiplicam-

se] ... rapidamente em 
sistemas de criação com 
altas densidades. ... Os 
... ovíparos ... da família 

Dactylogyridae, [fazem] 
... postura ... um por vez 

... diretamente na [água]. 
.. ovos ... volumosos, 

normalmente 
[com] excrescências 

filamentosas (em 
uma ou em ambas as 

extremidades) ... [com] 
... funções [de] fixação ... 

no substrato. 
Nas espécies vivíparas, 

geralmente não é 
observado estágio larval; 

os parasitos elevam 
sua taxa reprodutiva 

por hiperviviparidade, 
sendo possível observar, 
no interior dos vermes 

adultos, a presença 
de outro indivíduo 

semelhante.
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os quais são liberados diretamente na 
coluna d’água. Esses ovos são volumo-
sos, normalmente apresentam excres-
cências filamentosas (em uma ou em 
ambas as extremidades), que desempe-
nham funções como fixação nos sítios 
de infestação e/ou adesão no substrato 
(Thatcher, 2006). Em algumas espécies 
ovíparas, sua eclosão não exige a pre-
sença de estímulos externos (Maciel 
et al., 2017); em outras, a eclosão dos 
ovos ocorre somente na presença de 
substâncias secretadas pelos hospe-
deiros e/ou diretamente influenciadas 
por fatores, como turbulência da água, 
temperatura, salinidade e luminosi-
dade (Marchiori et al., 
2015), estratégias que 
garantem o sucesso pa-
rasitário. Após eclosão, 
a larva liberada (onco-
miracídio) se fixa ao 
hospedeiro, transfor-
mando-se em um verme 
adulto e, assim, comple-
tando seu ciclo de vida 
(Takemoto et al., 2013). Nas espécies 
vivíparas, geralmente não é observado 
estágio larval; os parasitos elevam sua 
taxa reprodutiva por hiperviviparida-
de, sendo possível observar, no interior 
dos vermes adultos, a presença de outro 
indivíduo semelhante. Esse mecanismo 
pode ser repetido de duas a cinco gera-
ções subsequentes e os jovens monoge-
néticos liberados nascem morfologica-
mente iguais aos adultos (Hoai, 2020). 

3. Hospedeiros 
susceptíveis, onde ocorre 
a doença e casos descritos 
no Brasil

A infecção causada por monogené-
ticos está entre as mais importantes para 
a aquicultura, sendo registrada em espé-
cies de crustáceos, lulas, anfíbios e rép-
teis aquáticos (Takemoto et al., 2013), 
no entanto a grande maioria ainda está 
descrita nos peixes (Ogawa, 2015). A 
monogeníase, doença causada por es-
ses vermes, tem sido descrita tanto para 
animais oriundos de ambiente natural 
quanto para pisciculturas em todas as 

regiões do país, com 
destaque para os estados 
do Amazonas (Morais 
et al., 2009), Rondônia 
(Godoi et al., 2012), 
São Paulo (Lizama et al., 
2007a), Santa Catarina 
(Figueredo et al., 2014) 
e Paraná (Ferrari-
Hoeinghaus et al., 2006) 

(Tabela 1). Adicionalmente, peixes de 
produção como tambaqui (Colossoma 
macropomum) e seus híbridos (Dias 
et al., 2015; Godoi et al., 2012), pacu 
(Piaractus mesopotamicus) ( Jerônimo 
et al., 2014), pirarucu (Arapaima gigas) 
(Maciel et al., 2017), jundiá (Rhamdia 
quelen) (Figueredo et al., 2014), e ti-
lápia-do-nilo (Oreochromis niloticus) 
(Ghiraldelli et al., 2006) se destacam 
como as espécies mais afetadas por mo-

A infecção causada 
por monogenéticos 

está entre as mais 
importantes para a 
aquicultura, sendo 

registrada em espécies de 
crustáceos, lulas, anfíbios 

e répteis aquáticos.
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nogenéticos, fato atri-
buído aos altos adensa-
mentos adotados nos 
sistemas intensivos de 
produção.

4. Formas de 
transmissão

Nos peixes, a prin-
cipal forma de trans-
missão ocorre mediante contato direto 
com outros peixes da mesma espécie 
infestados pelo parasito, sendo também 
observada transmissão por via cruzada, 
por meio de utensílios compartilhados 
entre os tanques de piscicultura (Hoai, 
2020). Os monogenéticos ovíparos 
apresentam postura constante de ovos, 
os quais são liberados diretamente na 
coluna d’água, permitindo o aumento 
do contato com o hospedeiro, por via 
respiratória parasitando brânquias e/
ou por contato externo na superfície 
corporal (Thatcher, 2006). Após fixa-
ção no peixe, os ovos eclodem e liberam 
a forma infectante, conhecida como 
oncomiracídio, finalizando sua meta-
morfose até a fase adulta no hospedeiro 
(Takemoto et al., 2013). Em espécies 
vivíparas, o mecanismo de transmissão 
é mais restritivo, sendo a principal via o 
contato direto entre os hospedeiros por 
espécimes de parasitos transportados 
passivamente pela corrente de água e/
ou por espécimes que ficam aderidos 
temporariamente em um determinado 
substrato (Eiras et al., 2010). 

É importante des-
tacar que a transmissão 
desses parasitos é favo-
recida principalmente 
pela proximidade dos 
peixes em sistemas in-
tensivos de produção, 
fazendo com que gran-
de número de parasitos 
se desenvolva rapida-
mente, o que pode tor-

nar a atividade onerosa e pouco lucra-
tiva (Tavares-Dias e Martins, 2017). 
Entretanto, vale ressaltar que, para 
ambos os casos (ovíparos e vivíparos), 
o encontro hospedeiro/parasito é me-
diado por estímulos físicos e/ou quí-
micos do ambiente, ou por substâncias 
secretadas pelo próprio animal (Ogawa, 
2015).

5. Fatores predisponentes 
A dinâmica populacional dos mo-

nogenéticos é influenciada diretamente 
pela temperatura da água e por fatores 
bióticos com ação sobre a reprodu-
ção e a sobrevivência desses parasitos 
(Buchmann e Bresciani, 2006). A maior 
parte das espécies tem padrão anual de 
infecção bem definido, com o aumen-
to do número de parasitos nos meses 
mais quentes e redução nos meses frios 
(Eiras, 1994). Contudo, algumas espé-
cies desses helmintos ocorrem durante 
todo o ano, fato que pode estar associa-
do a características especiais do ciclo 
biológico, permitindo infestações rein-

... para ambos ... 
(ovíparos e vivíparos), 

o encontro hospedeiro/
parasito é mediado por 
estímulos físicos e/ou 
químicos do ambiente, 

ou por substâncias 
secretadas pelo próprio 

animal.
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cidentes e contínuas. 
Os problemas sa-

nitários com parasitos 
monogenéticos aumen-
tam com a intensifi-
cação dos sistemas de 
produção e geralmente 
estão associados com:
• aumento nas densida-

des de estocagem;
• incremento na carga 

orgânica na água dos 
tanques e dos viveiros;

• aumento nos níveis de 
arraçoamento;

• deterioração dos parâ-
metros de qualidade 
de água, como altos 
valores de amônia, 
ortofosfato, nitrato, nitrito, bem como 
aumento da temperatura (Schalch e 
Moraes, 2005). 

 Logo, manter os 
peixes bem nutridos e 
garantir adequada qua-
lidade da água, ajus-
tando corretamente as 
densidades de estoca-
gem e evitando gran-
des cargas orgânicas 
nos viveiros e nos tan-
ques, são medidas de 
boas práticas de manejo 
que minimizam ou 
impedem os problemas 
sanitários com esses 
parasitos.

6. Principais 
sinais clínicos 

Nos sistemas de 
criação, quando há 
equilíbrio na relação 
hospedeiro/parasito/
ambiente, os mono-
genéticos podem ha-
bitar o hospedeiro e 
viver adaptados a ele, 
sem causar mortalida-
des (Figueredo et al., 
2014). Entretanto, se 
os animais forem ex-
postos às condições 
estressantes, a mo-
nogeníase se instala, 
tornando-se um sério 
problema às espécies 

cultivadas ( Jerônimo et al., 2016). 
Em infecções graves, a presença do 

parasito pode causar 
alterações no compor-
tamento dos animais, 
que incluem, mas não 
se restringem a, na-
tação errática, letar-
gia, hipersecreção de 
muco (corporal e das 
brânquias), concen-
trações prolongadas 
na superfície e/ou na 
entrada de água dos 
tanques de criação 
(Noga et al., 2010), 
além de abertura 
opercular constante e 

Monogenéticos 
Os problemas sanitários 

... aumentam com 
a intensificação ... 
geralmente estão 
associados com: 

- aumento nas densidades 
de estocagem; 

- incremento na carga 
orgânica na água dos 

tanques e dos viveiros; 
- aumento nos níveis de 

arraçoamento; 
- deterioração [da] 

água, [com] amônia, 
ortofosfato, nitrato, 
nitrito, bem como 

aumento da temperatura.

Em infecções graves, 
a presença do parasito 
pode causar alterações 

no comportamento dos 
animais, que incluem, 
mas não se restringem 

a, natação errática, 
letargia, hipersecreção 

de muco (corporal 
e das brânquias), 

concentrações 
prolongadas na superfície 
e/ou na entrada de água 
dos tanques de criação.
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comportamento de “flashing”, que in-

dicam irritação e esfoliação da super-

fície corporal, facilitando a instalação 

de agentes secundários (Maciel et al., 

2017). Adicionalmente, em animais 

com altas intensidades parasitárias, 

é constantemente observada uma 

redução significativa da quantidade 

de alimento ingerido, acompanha-

da de um evidente emagrecimento 

corporal (Ogawa, 2015). No exame 

parasitológico, as brânquias também 

podem exibir aspecto viscoso e es-

branquiçado, devido à presença des-

ses parasitos (Santana et al., 2017).

7. Patogenia e 
histopatologia

A ação patogênica dos monogené-
ticos é bastante variada, pois depende 
principalmente do sítio de infestação, da 
intensidade parasitária, da espécie parasita 
e da estratégia de alimentação, sendo po-
tencialmente aumentada pela movimen-
tação do parasito no hospedeiro (Ogawa, 
2015). Além disso, o local de fixação dos 
parasitos fica predisponente à instalação 
de infecções secundárias causadas geral-
mente por bactérias e fungos, devido à 
ruptura do tecido infectado através dos 
ganchos de fixação (Figura 3).

Figura 3: Corte histológico de brânquias com monogenético fixado na lamela secundária, com ruptura 
do tecido epitelial (seta). Imagem: Gabriela Tomas Jerônimo, UFAM, Amazonas
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Nas brânquias, infecções graves por 
monogenéticos podem provocar alte-
rações proliferativas, como hiperplasia 
e hipertrofia de células epiteliais, focos 
hemorrágicos, edemas, aneurismas e 
vasodilatação, que podem evoluir para 
degeneração e necrose do tecido respi-
ratório, principalmente em infestações 
mistas com outras parasitoses (Soares et 
al., 2016; Steckert et al., 2018).

O parasitismo por monogenéticos 
ainda pode resultar em hipersecreção 
de muco, que, apesar de ser um meca-
nismo de defesa dos peixes, pode im-
permeabilizar os filamentos branquiais 
que impede a realização das trocas gaso-
sas/iônicas, culminando em altas taxas 
de mortalidade nos animais (Takemoto 
et al., 2013). Nos hospedeiros, devido 
a seu modo de fixação e a estratégias 
de alimentação, provoca significativas 
lesões mecânicas nos capilares sanguí-

neos, podendo gerar diagnóstico de 
anemia, com baixos níveis de eritróci-
to, hematócrito e hemoglobina (Araújo 
et al., 2009b). Quando acometido na 
superfície corporal, geralmente causa 
lesões de menor relevância patológica 
(Noga et al., 2010), no entanto, depen-
dendo da espécie do parasito, lesões 
epidérmicas são frequentemente obser-
vadas, favorecendo a instalação de infec-
ções secundárias por bactérias e fungos 
(Ogawa, 2015), que no Brasil são faci-
litadas pelo clima tropical, agravando 
as lesões ( Jerônimo et al., 2015). Vale 
ressaltar que a infestação causada por 
monogenéticos nas fases larval e juve-
nil pode ser mais agressiva devido a sua 
capacidade proliferativa e ao tamanho 
reduzido dos animais, principalmente 
das brânquias (Ogawa, 2015), órgão de 
vital importância para os peixes. 
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1. Introdução 
O avanço significativo da aquicul-

tura no Brasil e no mundo tem exigido 
maiores estudos relacionados às doen-
ças dos animais aquáticos, as quais são 
consideradas os principais entraves para 
o desenvolvimento do setor aquícola, 
além de proporcionarem um impacto 
na saúde pública e na biodiversidade, 
alterando o equilíbrio dos ecossistemas. 
Entre os principais problemas sa-
nitários encontrados em peixes de 
vida livre e cultivados no Brasil estão 
aqueles relacionados às infecções por 

agentes parasitários, incluindo algu-
mas espécies de trematódeos digené-
ticos, como Centrocestus formosanus 
(Nishigori, 1924) e representantes 
da família Diplostomidae, como a es-
pécie Austrodiplostomum compactum 
(Lutz, 1928) (Ramos et al., 2013, 2016; 
Leibowitz et al., 2019). Normalmente, 
os danos causados pelo parasitismo 
dessas espécies são mais acentuados em 
peixes com elevados níveis de infecção, 
podendo provocar lesões graves nos 
órgãos infectados, alterações compor-
tamentais e, em alguns casos, até levar 

6. Infecções causadas 6. Infecções causadas 
por trematódeos por trematódeos 

digenéticos em peixesdigenéticos em peixes
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à morte dos peixes 
(Leibowitz et al., 2019; 
Seppälä, Karvonen e 
Valtonen, 2005).

Esses trematódeos 
digenéticos possuem 
ciclos de vida hete-
roxenos e dependem 
de interações  trófi-
cas para a transmissão, 
que envolve hospedei-
ros intermediários e 
definitivos. Os hospe-
deiros intermediários 
infectados devem ser 
ingeridos pelo próximo hospedeiro para 
que se complete o ciclo de vida do para-
sito (Thatcher, 1981).

 Os estágios larvais desses tremató-
deos são morfologicamente diferentes 
dos adultos. O estágio adulto é her-
mafrodita e possui ventosas ventrais 
para se prender à mucosa intestinal dos 
hospedeiros definitivos (aves e mamífe-
ros). O estágio de miracídiose desenvol-
ve a partir dos ovos do parasita que são 
liberados pelos hospe-
deiros na água doce e 
penetram em espécies 
de moluscos de água 
doce que são específi-
cos para cada espécie 
de trematódeo, como 
o Melanoides tubercu-
lata (Müller, 1774), 
que seria o primeiro 
hospedeiro interme-

diário de C. formo-
sanus, e as espécies 
de Biomphalaria, que 
hospedam o diplosto-
mídeo A. compactum  
( Pinto e Melo, 2012; 
Thatcher, 1981). 
Dentro do molusco, o 
miracídio se desenvol-
ve em um esporocisto-
-mãe, que se reproduz 
assexuadamente e 
se divide. Cada um 
desses esporocistos 
reproduz-se assexua-

damente e produz as cercárias, que 
são os estágios infectantes. Milhares 
de cercárias podem ser liberadas de 
um único molusco em busca do se-
gundo hospedeiro intermediário (pei-
xe). Dessa forma, as cercárias pene-
tram pelas brânquias dos peixes para 
se transformarem em metacercárias 
e se alojarem em diferentes tecidos 
dos peixes, dependendo da espécie de 
trematódeo. O hospedeiro final aviá-

rio adquire a meta-
cercária consumindo 
os peixes infectados 
e, assim, o ciclo se 
completa  (Chappell, 
Hardie e Secombes, 
1994).

Geralmente, os 
danos causados pelo 
parasitismo dessas es-
pécies são mais acen-

Esses trematódeos 
digenéticos possuem ciclos 

de vida heteroxenos e 
dependem de interações 

tróficas para a transmissão, 
que envolve hospedeiros 

intermediários e 
definitivos. Os hospedeiros 
intermediários infectados 
devem ser ingeridos pelo 
próximo hospedeiro para 

que se complete o ciclo de 
vida do parasito.

Os estágios larvais 
desses trematódeos 

são morfologicamente 
diferentes dos adultos. 

O estágio adulto é 
hermafrodita e possui 

ventosas ventrais para se 
prender à mucosa intestinal 
dos hospedeiros definitivos 

(aves e mamíferos).
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tuados em peixes com 
altas taxas de infecção. 

2. Centrocestus 
formosanus

C. formosanus 
(Nishigori, 1924) 
(Heterophyidae) para-
sita as brânquias de peixes na fase larval 
de metacercária e habita o intestino de 
aves e mamíferos na fase adulta  (Pinto 
et al., 2014; Ximenes et al., 2017).

O hospedeiro intermediário de C. 
formosanus é o gastrópode M. tubercu-
lata, pertencente à família Thiaridae, 
que apresenta uma ampla distribuição 
geográfica, uma vez que foi introdu-
zido em diversas regiões do mundo. 
No Brasil há relatos de M. tuberculata 
em praticamente to-
dos os estados, como 
no Ceará, no Distrito 
Federal, na Paraíba, 
no Rio de janeiro, 
no Paraná, em Santa 
Catarina, na Bahia e 
no Piauí  (Fernandez et 
al., 2003). O molusco 
habita uma ampla va-
riedade de ambientes 
aquáticos, de oligotró-
ficos a eutróficos, po-
dendo tolerar baixos 
níveis de oxigênio e 
moderados níveis de salinidade, e apre-
senta uma baixa taxa de mortalidade  
(Bolaji et al., 2011). Essas particulari-

dades do molusco fa-
vorecem o seu estabe-
lecimento em grandes 
densidades populacio-
nais nos locais em que 
colonizam  (Pinto e 
Melo, 2013).

Metacercárias de C. 
formosanus em forma de cistos parasitam 
os filamentos e os arcos branquiais de 
peixes. A larva encistada apresenta 32 es-
pinhos aciculares bem proeminentes ao 
redor da ventosa oral, os quais formam 
duas coroas. A bexiga excretória é bem 
evidente e em forma de X, com grânulos 
excretores escuros que são característicos 
do gênero Centrocestus  (Hernández et al., 
2014).

Estudos relatam infecções por C. 
formosanus em peixes 
de vida livre e em fa-
zendas de produção 
de diversas espécies 
de peixes em diferen-
tes países  (Gjurčević 
et al., 2007; Mitchell e 
Goodwin, 2004; Phan 
et al., 2010; Pinto e 
Melo, 2012; Pinto et 
al., 2014). O digenéti-
co apresenta uma bai-
xa especificidade de 
hospedeiros, estando 
presente em muitas fa-

mílias de peixes com diferentes compor-
tamentos e biologia. O potencial zoonó-
tico do parasita foi relatado em regiões 

C. formosanus (Nishigori, 
1924) (Heterophyidae) 
parasita as brânquias de 
peixes na fase larval de 
metacercária e habita 
o intestino de aves e 

mamíferos na fase adulta.

Estudos relatam infecções 
por C. formosanus em 

peixes de vida livre e em 
fazendas de produção, 

de diversas espécies [e] 
em diferentes países ... 
O digenético apresenta 
baixa especificidade de 

hospedeiros [ocorrendo 
em] muitas famílias de 
peixes com diferentes 

comportamentos e 
biologia.
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onde se tem o consumo 
de pratos típicos prepa-
rados com peixes crus 
(com a cabeça intacta) 
ou malcozidoscon-
tendo metacercárias, 
causando infecções in-
testinais em humanos, 
principalmente no su-
deste asiático (Chai et 
al., 2013). Não existem 
relatos de zoonoses por espécies de 
Centrocestus em humanos no Brasil. 

C. formosanus possui ampla dis-
tribuição geográfica no Brasil em pei-
xes de vida livre e há relatos de infec-
ções em diversos estados, como Rio 
de Janeiro  (Boaventura etal., 2002; 
Bogéa et al., 2005; Thiengo et al., 
2001), Goiás  (Boaventura et al., 2007), 
Distrito Federal  (Paula-Andrade, Pinto, 
Coscarelli, Vidigal e Melo, 2012) e 
Minas Gerais  (Pinto e Melo, 2012; Pinto 
et al., 2014). Nesses casos, não foram 
relatadas mortalidades associadas à in-
fecção. Apesar de o parasito ter sido de-

tectado em brânquias de 
tilápias no reservatório 
da Pampulha, no estado 
de Minas Gerais (Pinto 
e Melo 2012), ainda não 
há relatos de infecção 
por C. formosanus em 
tilapiculturas no Brasil. 
No País, C. formosanus 
já foi diagnosticado em 
produções comerciais 

de surubim (Leiarius marmoratus x 
Pseudoplatystoma corruscans) (Tavares 
et al., 2018) (Figura 1A). Entretanto, o 
único surto de mortalidade causado por 
C. formosanus em peixes cultivados foi 
relatado em platis Xiphophorus macula-
tus provenientes de uma fazenda de cul-
tivo de peixes ornamentais em Minas 
Gerais  (Leibowitz et al., 2019). 

Em infecções branquiais graves, os 
cistos de metacercária nas brânquias po-
dem causar danos estruturais ao tecido, 
dificultando e reduzindo drasticamente 
a capacidade respiratória dos animais  
(Alcaraz et al., 1999), o que leva a um 

Figura 1. Surubim apresentando tecido branquial edemaciado (A), contendo cistos de metacercárias 
(B) de C. formosanus parasitando filamentos branquiais, visualizado por microscopia óptica (10x). Fotos 
cedidas por Guilherme Campos Tavares, EV-UFMG, Minas Gerais.

Em infecções branquiais 
graves, os cistos de 
metacercária nas 

brânquias podem causar 
danos estruturais, 

dificultando e reduzindo 
drasticamente a 

capacidade respiratória 
dos animais
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aumento da morbidade e da morte por 
asfixia  (Leibowitz et al., 2019; Mitchell 
e Goodwin, 2004).

As alterações histológicas in-
cluem: extensa deformação da arqui-
tetura branquial caracterizada por 
proliferação da cartilagem, hiperplasia 
epitelial, fusão de lamelas secundárias. 
A extensa destruição dos filamentos 
branquiais se deve ao encistamento 
do parasita nos tecidos (Figura 1B), às 
lesões causadas pela migração da lar-
va encistada e à resposta inflamatória 
do hospedeiro à infecção  (Mitchell e 
Goodwin, 2004).

3. Austrodiplostomum 
compactum

Austrodiplostomum compactum 
(Lutz, 1928) (Diplostomidae) é um 
trematódeo relatado em diversas espé-
cies de peixes de água doce e ampla-

mente distribuído em regiões neotro-
picais. Metacercárias do parasita são 
comumente detectadas nos olhos dos 
peixes (Figura 2) e causam uma doen-
ça conhecida como “doença de trema-
tódeos nos olhos” (Eye-fluke Disease)  
(Thatcher, 1981), ou “catarata vermino-
sa”, também chamada “diplostomíase”  
(Martins et al., 1999). Podem provocar 
exoftalmia, deslocamento da retina, 
opacidade do cristalino, cegueira e ca-
tarata em peixes  (Seppälä et al., 2005; 
Silva-Souza, 1998) e, em alguns casos, 
podem até levar à morte  (Valtonen e 
Gibson, 1997). Entretanto, o parasita 
pode também infectar outros órgãos, 
como brânquias, cérebro, bexiga na-
tatória e musculatura  (Ramos et al., 
2013). Na fase adulta, os parasitas são 
encontrados no intestino das aves pis-
cívoras, como os biguás (Phalacrocorax 
olivaceus) (Machado et al., 2005). 

Figura 2. Metacercárias de diplostomastídeos observadas nos olhos de pintado Pseudoplatystoma 

corruscans (A) e tambaqui Colossoma macropomum (B). Fotos cedidas por Jeffson Nobre Pereira, 
Amazonas.
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Trematódeos digené-
ticos são raramente en-
contrados em criatórios 
ou fazendas de peixes, 
principalmente devi-
do ao seu ciclo de vida 
complexo. Entretanto, 
baixas prevalências de 
Diplostomum sp. fo-
ram detectadas em ti-
lápias (Oreochromis ni-
loticus) cultivadas em 
tanques-rede, no estado 
do Amapá  (Pantoja et 
al., 2012). A. compactum 
apresenta baixa especi-
ficidade pelos hospedeiros e no Brasil 
pode ser, então, encontrado em apro-
ximadamente 25 espécies de peixes de 
água doce em diferentes 
estados, incluindo as es-
pécies Plagioscions qua-
mosissimus, Schizodon 
nasutus, Satanoperca 
pappaterra, Hoplias ma-
labaricus e Metynnis ma-
culatus, em São Paulo  
(Paes, Carvalho e Silva, 
2010), nas espécies 
Hoplias malabaricus, 
Satanoperca pappaterra, Plagioscions 
quamosissimus, Crenicichla britskii, 
Cichla monoculus e Cichlasoma para-
naense, no Paraná  (Machado et al., 
2005), e nas espécies Plagioscions qua-
mosissimus  (Albuquerque et al., 2017) 
e Potamorhina latior, Potamorhina pristi-

gaster, Acestrorhynchus 
falcirostris, Cichla mo-
noculus, Plagioscions 
q u a m o s i s s i m u s , 
Pterygoplichthys par-
dalis e Pygocentrus 
nattereri  (Vital et al., 
2017), na Amazônia. 
Também há registros 
das metacercárias em 
Pseudoplatystoma cor-
ruscans e Colossoma 
m a c r o p o m u m . 
D i pl o sto ma st í d eo s 
também apresentam 
um potencial zoonóti-
co. Há dois relatos de 

infecções oculares em seres humanos 
com parasitas do gênero Diplostomum  
(Ashton et al., 1969; Travassos et al., 

1969). No Brasil, não 
foi relatada mortalida-
de provocada por me-
tacercárias em olhos de 
peixes..

De acordo com 
Seppälä et al. (2005), 
altas taxas de meta-
cercárias do parasita 
nos olhos dos peixes 
podem causar patolo-

gias oculares (cataratas e cegueira) que 
podem torná-los mais suscetíveis à pre-
dação como também facilitar a trans-
missão do parasita aos hospedeiros de-
finitivos  (Seppälä, Karvonen e Tellervo 
Valtonen, 2004). A formação de catara-

Trematódeos 
digenéticos são 

raramente encontrados 
em criatórios ou 

fazendas de peixes, 
principalmente devido 

ao seu ciclo de vida 
complexo. Entretanto, 
baixas prevalências de 
Diplostomum sp. foram 
detectadas em tilápias 
(Oreochromis niloticus) 
cultivadas em tanques-

rede, no estado do 
Amapá.

Há dois relatos de 
infecções oculares em 

seres humanos com 
parasitas do gênero 
Diplostomum ... No 

Brasil, não foi relatada 
mortalidade provocada 
por metacercárias em 

olhos de peixes.
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tas em peixes infectados por metacer-
cárias de diplostomídeos é bem mais 
intensa após os parasitas completarem o 
seu ciclo e estarem prontos para infectar 
o hospedeiro definitivo, aumentando, 
assim, a suscetibilidade do peixe hospe-
deiro à predação. Segundo Mouritsen e 
Poulin (2003), essa estratégia seria alta-
mente eficaz para a transmissão desses 
parasitas. 
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1. Introdução
Os acantocéfalos 

(filo: Acanthocephala) 
constituem um grupo 
de helmintos que pa-
rasitam o intestino de 
uma grande variedade 
de vertebrados terres-
tres e aquáticos, mari-
nhos ou de águas con-
tinentais, tendo sido 
observados no trato in-
testinal de anfíbios, rép-

teis (Saini et al., 2018), 
aves (Galaktionov e 
Atrashkevich, 2015; 
Hernández-Orts et al., 
2017), suínos (Bizhga 
et al., 2016), roedores 
e humanos (Núñez e 
Drago, 2017). No en-
tanto, mais da metade 
das espécies conheci-
das são endoparasitas 
de peixes selvagens e de 
criação (Nickol, 2006). 
Segundo as revisões ta-

7. Acantocéfalos: 7. Acantocéfalos: 
NeoechinorhynchusNeoechinorhynchus, , 

EchinorhynchusEchinorhynchus e  e 
PolyacanthorhynchusPolyacanthorhynchus

Os acantocéfalos (filo: 
Acanthocephala) 

constituem um grupo de 
helmintos que parasitam 

o intestino de uma grande 
variedade de vertebrados 

terrestres e aquáticos, 
marinhos ou de águas 

continentais, tendo sido 
observados no trato 

intestinal de anfíbios, 
répteis, aves, roedores e 

humanos.
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Os acantocéfalos de 
peixes possuem ciclo de 
vida heteróxeno, ou seja, 
possuem um hospedeiro 
intermediário, o qual é 
representado por um 

zooplâncton.

Devido à ausência de 
sistema digestório, esses 

parasitos adquirem os 
nutrientes a partir do 

conteúdo intestinal do 
hospedeiro...através de 

poros e canais na camada 
de cutícula...

xonômicas dos acantocéfalos do mundo 
(Kennedy, 2006; Mehlhorn, 2008), na 
classe Archiacanthocephala, os gêneros 
Macracanthorhynchus 
e Moniliformis que pa-
rasitam mamíferos 
parecem ser os mais 
relevantes; na classe 
Palaeacanthocephala, 
destacam-se os gêne-
ros Acanthocephalus 
e Echinorhynchus, 
que parasitam peixes; e na classe 
Eoacanthocephala, destaca-se o gênero 
Neoechinorhynchus, que também parasita 
peixes. A classe Polyacanthocephala tem 
um único gênero parasito de peixes, que é 
o Polyacanthorhynchus, parasito de peixes.

Os acantocéfalos de peixes possuem 
ciclo de vida heteróxeno, ou seja, pos-
suem um hospedeiro intermediário, o 
qual é representado 
por um zooplâncton 
(Núñez e Drago, 2017). 
O ciclo se inicia com 
parasitos adultos, no 
intestino do peixe, libe-
rando ovos, que caem 
na água e se aderem a 
algas. O zooplâncton se 
alimenta naturalmente 
de algas, ingerindo os ovos do parasito. 
Nessa etapa, o parasito se desenvolve no 
interior do zooplâncton até a fase larval 
infectante chamada cistacanto. Peixes 
saudáveis irão ingerir o zooplâncton e se 
infectar com o acantocéfalo. O parasito 

irá se alojar no intestino do animal, onde 
irá amadurecer sexualmente e estará apto 
a se reproduzir, liberando novos ovos na 

água (Lourenço et al., 
2017).

 No processo de 
infecção, ocorre a hi-
pertrofia das células, 
manifestação de nó-
dulos, espessamento 
da camada muscular, 
edema grave em vasos 

sanguíneos e pontos necrosados podem 
ser observados na parede intestinal do 
hospedeiro (Matos et al. (2017). A in-
fecção resulta em considerável perda de 
peso, acarretando prejuízos econômicos 
(Matos et al., 2017; Silva-Gomes et al., 
2017).

Os acantocéfalos exibem estrutura 
morfológica característica, nesse caso, 

uma probóscide espi-
nhosa na extremidade 
anterior servindo para 
fixação aos tecidos do 
hospedeiro (Figura 
1). Os adultos podem 
exibir coloração bran-
ca, creme (Bush et 
al.,2001) ou amarelo‐
alaranjada (Sanil et al., 

2011), contudo sua coloração irá depen-
der do conteúdo intestinal do hospedei-
ro (Bush et al., 2001).

Devido à ausência de sistema di-
gestório, esses parasitos adquirem os 
nutrientes através da parede de seu 
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corpo a partir do conteúdo intestinal 
do hospedeiro (Núñez e Drago, 2017). 
De acordo com Cleave (1952), os pa-
rasitos apresentam poros e canais na 
camada de cutícula do corpo que indi-
cam que os nutrientes são absorvidos 
por essas estruturas em vez da superfí-
cie corporal, em virtude do contato di-
reto do parasito com a mucosa intestinal 
do hospedeiro. Isso significa dizer que o 
parasito rompe a integridade da mucosa 
intestinal ao ligar-se com o hospedeiro, 
passando a competir pelos nutrientes 
ingeridos pelo animal.

Na Tabela 1, são citadas as princi-
pais espécies de acantocéfalos em peixes 
de criação em todo o mundo.

2. Acantocéfalos do 
gênero Neoechinorhynchus

De acordo com Golvan (1956), os 
parasitos do gênero Neoechinorhynchus 
possuem uma pequena probóscide em 
relação ao corpo, com formato esféri-
co e com aproximadamente 0,30 mm 
de diâmetro. Nessa estrutura, existem 
três tipos de ganchos, sendo eles gran-

Figura 1:  Probóscide do acantocéfalo Neoechinorhynchus buttnerae provida de espinhos. Foto ce-
dida por Gustavo Moraes Ramos Valladão, Laboratório de Parasitologia e Patologia de Organismos 
Aquáticos, Universidade Nilton Lins, Amazonas
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des superiores, médios 
e pequenos inferiores. 
Possuem um receptá-
culo inserido na união 
do pescoço com a pro-
bóscide, e o gânglio 
nervoso se localiza na 
parte inferior dessa 
estrutura.

Existem relatos 
de pelo menos sete 
espécies do gênero 
Neoechinorhynchus parasitando pei-
xes de água doce no Brasil (Brasil-
Sato, 1998; Santos, 2008; Lourenço 
et al., 2017) (Tabela 2). No en-
tanto, a espécie Neoechinorhynchus 
buttnerae, pertencente à classe 
Eoacanthocephala (Van Cleave, 
1944), ordem Neoechinorhynchida 

(Ward, 1917), família 
Neoechinorhynchidae 
(Travassos, 1917), é o 
mais importante acan-
tocéfalo da atualidade, 
sendo o principal para-
sito da aquicultura bra-
sileira. Isso ocorre pelo 
fato de causar grandes 
perdas produtivas 
para os produtores de 
tambaqui.

A manifestação clí-
nica observável é o emagrecimento do 
animal devido à perda de peso (Silva-
Gomes et al., 2017). Mesmo diante 
dessa questão, os produtores mantêm 
o arraçoamento, muitas vezes sem co-
nhecimento da influência que o pa-
rasita pode ter sobre a absorção do 

Tabela 1.  Relatos de infecção por diferentes espécies de acantocéfalos em 
peixes de produção.

Hospedeiro susceptível Parasita Referência

Salmo salar, Oncorhynchus 

mykiss e Salmo trutta
Pomphorhynchus laevis

Pippy(1969); Wanstall 
et al. (1986); Çevrimele 
Soylu(2017); Kennedy et al. 

(1978)

Oreochromis niloticus Neoechinorhynchus rutili Ajala et al. (2015)

Oreochromis niloticus Acanthogyrus sp. Ajala et al. (2015)

Brycon amazonicus Echinorhynchus briconi
Andrade (2000); Malta et 

al. (2009)

Arapaima gigas Polyacanthorhynchus macrorhynchus Marinho et al. (2013)

Colossoma macropomum e 

seus híbridos 
Neoechinorhynchus buttnerae Malta et al. (2001)

Piaractus brachypomus
Echinorhynchus jucundus Negreiros e Tavares-Dias 

(2019)

... a espécie 
Neoechinorhynchus 

buttnerae, ... é o mais 
importante acantocéfalo 

da atualidade, sendo 
o principal parasito da 
aquicultura brasileira 

... [por] causar grandes 
perdas produtivas 

para os produtores de 
tambaqui.
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alimento ofertado. Isso faz com que 

sejam realizados gastos massivos com 

ração que não reverte em ganho de peso 

pelo animal. Há relatos de prejuízos 

de aproximadamente US$7.000 por 

hectare de lâmina de água em tanques de 

tambaquis infectados 

por N. buttnerae, quan-

do comparados a tan-

ques com peixes sadios, 

após 240 dias de produ-

ção (Silva-Gomes et al., 

2017).

Os efeitos patogêni-

cos no hospedeiro ocor-

rem devido à fixação da 

probóscide dotada de 

espinhos (Núñez e Drago, 2017; Silva-

Gomes et al., 2017), o que afeta as ca-

madas mucosa, submucosa e muscular, 

causando dilaceração da mucosa intesti-

nal, levando à inflamação ( Jerônimo et 

al., 2017; Matos et al., 2017). 

3. Acantocéfalos do 
gênero Echinorhynchus

De acordo com Machado (1959), 
esse grupo é dado como de pequeno 
porte, medindo 9 e 22 mm de compri-

mento, sendo significati-
vamente menor quando 
comparado ao gênero 
Polyacanthorhynchus. A 
Tabela 3 mostra diferen-
tes espécies do gênero 
Echinorhynchus registra-
das em peixes no Brasil.

A espécie 
Echinorhynchus jucundus 

que parasita a pirapitin-
ga (Piaractus brahypo-

mus), o pacu (Piaractus mesopotamicus) 
e seus híbridos é a mais representativa 
desse gênero no país, a qual pode causar 
perdas produtivas para esses peixes, da 
mesma forma que o N. buttnerae para o 
tambaqui.

Tabela 2. Acantocéfalos do gênero Neoechinorhynchus catalogados em espécies 
de água doce no Brasil.

Parasito Hospedeiro Referência

N. buttnerae Colossoma macropomum

Santos et al. (2008)

N. 

macronucleatus
Hoplias malabaricus e Lycengraulis sp.

N. paraguayensis
Cichlasoma monolocus, Geophagus brasiliensis e 

Hoplias malabaricus

N. pimelodi Pimelodus maculatus e Franciscodoras marmoratus

N. pterodoridis Pterodoras granulosus

N. curemai Mugil curema e Prochilodus lineatus

Echinorhynchus jucundus 
... parasita a pirapitinga 

(Piaractus brahypomus), 
o pacu (Piaractus 
mesopotamicus) e 

seus híbridos é a mais 
representativa desse 

gênero no país ... 
pode causar perdas 

produtivas...
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4. Acantocéfalos 
do gênero 
Polyacanthorhynchus

Acantocéfalos do gênero 
Polyacanthorhynchus estão entre os 
maiores helmintos de peixes no mundo, 
com espécimes que pas-
sam de 30 cm de com-
primento (Machado-
Filho, 1947). Além do 
maior tamanho, ele se 
diferencia dos outros 
dois gêneros por possuir 
uma probóscide repleta 
de milhares de ganchos 
(aprox. 1500) e centenas de espinhos 
(aprox. 180). Essa probóscide com mi-
lhares de estruturas perfuro penetrantes 

impacta significativamente o epitélio, a 

submucosa e as camadas musculares do 

intestino dos peixes. 

Existem algumas poucas espécies des-

se gênero catalogadas no Brasil (Tabela 

4). A espécie Polyacanthorhynchus ma-

crorhynchus, classe Polyacanthocephala 

(Amin, 1987), ordem 

Polyacanthorhynchida 

(Golvan de 

1956) e família 

Polyacanthorhynchidae 

(Golvan de 1956), 

que parasita o pirarucu 

(Arapaima gigas), deve 

ser destacada, pois afeta essa importan-

te espécie emergente para a piscicultura 

brasileira. 

Tabela 3. Espécies do gênero Echinorhynchus catalogadas no Brasil.

Parasito Hospedeiro Referência

E. paranensis Triportheus paranensis

Santos et al. (2008)

E. salobrensis Mylossoma paraguayensis

E. gomesi Prochilodus nigricans

E. gracilis Brycon hilarii

E. jucundus Piaractus brachypomus e Piaractus 

mesopotamicus

Tabela 4. Espécies do gênero Polyacanthorhynchus catalogadas no Brasil.

Parasito Hospedeiro Referência

P. macrorhynchus e

P. rhopalorhynchus
Arapaima gigas Santos et al. (2008)

Acantocéfalos do gênero 
Polyacanthorhynchus 

estão entre os maiores 
helmintos de peixes no 
mundo, com espécimes 
que passam de 30 cm de 

comprimento...
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5. Considerações finais
É importante ressaltar que as 

espécies nativas do Brasil representam 
uma grande potência para o crescimento 
da piscicultura do país. Para isso, é neces-
sário obter mais conhecimentos sobre a 
sanidade desses peixes, principalmente 
sobre os helmintos. Uma vez preve-
nindo a ocorrência desses parasitos, os 
peixes terão um melhor aproveitamento 
da ração ofertada em ambiente de pro-
dução. Este material buscou destacar as 
principais espécies de acantocéfalos que 
são um entrave para a criação de tamba-
qui, pirapitinga, pacu e pirarucu no país, 
sendo que todos merecem ser investiga-
dos a fundo, quanto a sua patologia, aos 
métodos de prevenção e ao tratamento.

Como recomendação geral, as prin-
cipais formas de prevenir a acantoce-
falose se dá por meio da aquisição de 
peixes livres do parasito, do uso de água 
livre de zooplâncton infectado e da rea-
lização de vazios sanitários entre os ci-
clos de produção.
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1. Introdução

No filo Arthropoda, o subfilo 
Crustacea abrange mais de 7.000 es-
pécies de parasitos, explorando uma 
enorme variedade de 
invertebrados e ver-
tebrados hospedeiros 
de água doce, salobra 
e marinha (Boxshall e 
Hayes, 2019). Desse 
total, aproximadamen-

te 3.000 espécies são parasitos de peixes, 
os quais chamam atenção por serem-
quase sempre visíveis a olho nu e apre-
sentarem uma ampla variação de tama-
nho e forma (Thatcher, 2006; Pavanelli 

et al., 2008). Os três 
principais grupos de 
crustáceos que para-
sitam peixes de água 
doce pertencem às 
subclasses Branchiura 
e Copepoda e à ordem 

8. Crustáceos argulídeos 8. Crustáceos argulídeos 
e lerneídeos de peixes e lerneídeos de peixes 
de água doce do Brasilde água doce do Brasil

Os três principais grupos de 
crustáceos que parasitam 

peixes de água doce 
pertencem às subclasses 

Branchiura e Copepoda e à 
ordem Isopoda...
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Os Branchiura são 
constituídos por duas 

famílias: Argulidae 
e Dipteropeltidae, 

sendo chamados de 
argulídeos. Os argulídeos 

compreendem quatro 
gêneros: Argulus, Dolops, 

Chonopeltis e Dipteropeltis...

Isopoda (Tavares-Dias et al., 2015b; 
Boxshall e Hayes, 2019). Algumas es-
pécies desses grupos, quando parasitam 
peixes, têm sua morfologia semelhante 
à das formas livres.

Os Branchiura são constituí-
dos por duas famílias: Argulidae e 
Dipteropeltidae, sendo chamados 
de argulídeos. Os argulídeos com-
preendem quatro gêneros: Argulus, 
Dolops, Chonopeltis e 
Dipteropeltis. Cerca de 
210 espécies estão dis-
tribuídas nesses quatro 
gêneros, mas Argulus é 
o mais conhecido, de-
vido a sua distribuição 
global. Argulus folia-
ceus, Argulus japonicus 
e Argulus coregoni são, 
entretanto, as espécies 
mais estudadas (Møller, 2012), em ra-
zão de sua distribuição geográfica. O 
gênero Dolops ocorre especialmente 
na América do Sul, com duas exceções 
conhecidas, Dolops ranarum, na África 
Subsaariana, e Dolops tasmanianus, na 
Tasmânia e na Austrália. Espécies do 
gênero Chonopeltis ocorrem somente 
na África (Møller, 2009), e Dipteropeltis 
é um gênero com somente uma espé-
cie encontrada na região Amazônica 
(Thatcher, 2006). Essa região abrange 
uma das maiores diversidades de espé-
cies de branquiúros e cerca de 31 es-
pécies infestam peixes de água doce da 
América do Sul, e 27 ocorrem em es-

pécies de peixes hospedeiros do Brasil 
(Luque et al., 2013).

Entre os copépodes, a família 
Lernaeidae merece destaque devido 
a sua grande ocorrência em peixes de 
cultivo e a sua ampla distribuição geo-
gráfica. Os copépodes são parasitos 
que apresentam, como forma parasitá-
ria, tanto os indivíduos adultos como 
algumas formas larvais, com órgãos de 

fixação mais ou menos 
elaborados. Alguns 
têm capacidade de se 
movimentar sobre a 
superfície corporal do 
hospedeiro, enquan-
to outros se fixam em 
um local, se desenvol-
vem e ali permanecem 
até a reprodução. A 
visualização dos ler-

neídeos a olho nu no hospedeiro é 
relativamente fácil, em razão do tama-
nho que podem atingir ou da presença 
de sacos ovígeros, cuja cor contrasta 
frequentemente com a do tegumento 
do hospedeiro. Entre os diversos gru-
pos que parasitam peixes, os crustá-
ceos podem ser considerados ectopa-
rasitos que impactam negativamente 
o sistema de produção, ocasionando 
grandes prejuízos e podendo levar ao 
fracasso do empreendimento (Plumb, 
1997; Valentim, 2003; Pavanelli et al., 
2008; Devashish, 2016). A ação dos 
crustáceos nos peixes pode ser direta, 
pelas lesões, pela anemia e pela debili-
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dade que causam aos hospedeiros, ou 
indireta, pela abertura de portas de en-
trada para infecções secundárias, sen-
do responsáveis por mortalidades, de-
pendendo do nível de infestação. Além 
disso, em alguns casos, os crustáceos 
podem atuar como vetores de doenças 
ou ser hospedeiros de hemoparasitos de 
peixes (Valentim, 2003; Thatcher, 2006; 
Suárez-Morales, 2015; Eiras et al., 2017; 
De Zoysa et al., 2017).

Na indústria da aquicultura de sal-
monídeos, estima-se uma perda anual 
de cerca de US$ 300 milhões, causada 
direta e indiretamente por crustáce-
os copépodes ( Johnson et al., 2004; 
Costello, 2009). No Brasil, embora as 
doenças provocadas por crustáceos se-
jam comuns em peixes de criação, pou-
cos estudos registraram 
mortalidade ou trata-
mentos dessas parasi-
toses, dificultando uma 
estimativa dos custos 
econômicos gerados 
pelas perdas na pro-
dução ou mesmo pelo 
uso de medicamentos 
devido a tais enfermi-
dades (Tavares-Dias e 
Martins, 2017).

Este capítulo abran-
ge os crustáceos argu-
lídeos e lerneídeos de peixes de água 
doce no Brasil, trazendo informações 
sobre aspectos morfológicos, ciclo de 
vida, hospedeiros, meios de transmis-

são, fatores predisponentes, sinais clí-
nicos e alterações fisiológicas ocasiona-
dos por esses crustáceos em seus peixes 
hospedeiros. 

2. Infestações causadas 
por argulídeos

2.1. Características 
morfológicas e padrão de 
infestação nos hospedeiros

Argulídeos medem cerca de 3 a 30 
mm, mas a maioria das espécies tem em 
torno de 4 a 15 mm (Thatcher, 2006; 
Møller, 2009). Têm o corpo achatado 
dorso-ventralmente, com uma carapa-
ça côncava fundida com a cabeça, onde 
se encontra um par de olhos compos-
tos-móveis, importantes para detecção 

do hospedeiro. Esse 
escudo possui exten-
sões posterolaterais, 
conhecidas como asas, 
que contêm, na sua face 
ventral, duas áreas de 
cada lado especializa-
das na osmorregulação, 
referidas comumente 
como áreas respirató-
rias. Na região do tórax, 
ventro-cranialmente 
apresentam quatro pa-
res de apêndices, sendo 

dois pares de antenas (antenas e an-
tênulas) e dois pares de maxilas, ambos 
adaptados para fixação nos tecidos dos 
peixes hospedeiros, além de quatro pa-

Argulídeos medem cerca 
de 3 a 30 mm, mas a 

maioria das espécies tem 
em torno de 4 a 15 mm 

... Têm o corpo achatado 
dorso-ventralmente, com 

uma carapaça côncava 
fundida com a cabeça, 
onde se encontra um 

par de olhos compostos-
móveis, importantes para 
detecção do hospedeiro.
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res de pernas utilizadas para natação. 
A superfície ventral da carapaça e do 
tórax apresenta espinhos, que são um 
elemento extra de suporte na fixação 
nos hospedeiros. O abdômen se en-
contra imediatamente depois do tórax, 
não é segmentado e abriga estruturas 
reprodutivas. As fêmeas de Argulus 
apresentam um par de espermatecas 
no abdômen para armazenar os game-
tas do parceiro, enquanto nos Dolops 
a transferência dos espermatozoides 
é feita por espermatóforos (Møller, 
2009). Em ambos os gêneros de argu-
lídeos, em geral, as fê-
meas são maiores que 
os machos. Esses para-
sitos são pigmentados, 
variando sua coloração 
de acordo com a espé-
cie; todavia, mudanças 
na intensidade e no 
tom da coloração confi-
guram estratégias adap-
tativas para camufla-
gem (Thatcher, 2006; Suárez-Morales, 
2015). Nas espécies de Argulus, o 
primeiro par de maxilas é modificado 
em estruturas semelhantes a ventosas, 
enquanto nas espécies de Dolops, as 
maxilas são preênseis e terminam em 
fortes ganchos quitinosos. Essa adapta-
ção das maxilas, facilmente identificá-
vel em microscopia de luz, é a principal 
característica morfológica que distin-
gue os gêneros (Figura 1). Além dessa 
diferença, o formato da carapaça, sua 

extensão cobrindo ou não o abdômen 
ou as pernas, o número e o formato 
dos ganchos e espinhos, bem como a 
morfologia das áreas respiratórias, das 
antenas, das maxilas e das pernas, são 
atributos utilizados para identificação 
taxonômica das espécies (Thatcher, 
2006).

São ectoparasitos geralmente en-
contrados no corpo, nas nadadeiras, 
nas brânquias e nos opérculos (câma-
ra branquial) e menos comumente na 
boca e nas narinas (Thatcher, 2006; 
Moreye Malta, 2016; Oliveira et al., 

2019). Em peixes na-
tivos da Amazônia, 
cerca de 14 espécies 
de Argulus e oito es-
pécies de Dolops são 
conhecidas infestando 
diferentes espécies de 
peixes de várias famí-
lias, principalmente em 
hospedeiros da natu-
reza. Algumas espécies 
ocorrrem somente em 

hospedeiros da Amazônia, enquanto 
outras têm ampla distribuição geográ-
fica. Os registros demonstram que as 
brânquias e a superfície corporal dos 
hospedeiros (Figura 2) são os locais 
mais infestados e que a maioria dos 
argulídeos não tem especificidade de 
hospedeiros. Porém, há poucos regis-
tros de argulídeos infestando peixes 
de cultivo no Brasil(Tabelas 1-4), bem 
como seus prejuízos nas pisciculturas. 

[Argulídeos]  
São ectoparasitos 

geralmente encontrados 
no corpo, nas nadadeiras, 

nas brânquias e nos 
opérculos (câmara 
branquial) e menos 

comumente na boca e 
nas narinas.
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Figura 1: Principais características morfológicas de argulídeos. Nos detalhes, a primeira maxila em for-
ma de ventosa em Argulus sp. e de ganchos em Dolops sp. EP: Estilete pré-oral, B: boca.

Figura 2: Dolops sp. infestando a superfície corporal de Arapaima gigas (A) e jundiara híbrido (B). Fotos 
cedidas por Patrícia Oliveira Maciel, Embrapa Pesca e Aquicultura, Tocantins.
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Embora no Brasil não haja relatos sobre 
os prejuízos causados por crustáceos 
em peixes de cultivo, em carpas culti-
vadas na Índia estima-se perda de US$ 
615,0/ha relacionada à infestação por 
espécies de Argulus, sendo 82% devido 
à redução na taxa de crescimento, 8% 
devido à mortalidade 
e 10% devido a gastos 
com tratamentos para 
controle da argulose(-
Sahoo et al., 2013).

Nos argulídeos, a 
forma de transmissão é 
direta e horizontal, ou 
seja, ocorre de um pei-
xe contaminado para 
outro, pois esses parasitos são capazes 
de nadar ativamente em busca de um 
peixe hospedeiro para alimentar-se. 
Além disso, pode ocorrer por meio de 
água de tanques de cultivo contami-
nados com formas livres, ou mesmo 
por intermédio da água contaminada 
oriunda de um transporte de peixes, 
ou via fômites e utensílios da piscicul-
tura como condutores desses parasitos 
nas diversas fases de desenvolvimento, 
pois esses ectoparasitos são viáveis fora 
de seus hospedeiros.

2.2. Ciclo de vida dos 
argulídeos

Crustáceos argulídeos têm ciclo 
biológico direto (Figura 3). A du-
ração do ciclo de vida varia de acor-
do com a espécie e a temperatura da 

água, mas em geral dura em torno de 
30 dias (Noga, 2010). Por exemplo, 
o ciclo de vida de A. foliaceus leva 55 
dias em temperatura de 20°C (Lester 
e Hayward, 2006). Argulídeos são pa-
rasitos sexuados e ambos os sexos pa-
rasitam os peixes, diferentemente dos 

copépodes. O acasala-
mento implica a busca 
ativa por um parceiro 
reprodutivo, e, se este 
não está disponível no 
hospedeiro atual, há 
necessidade de deixá-lo 
para buscar por outro 
hospedeiro. Machos e 
fêmeas podem realizar 

vários acasalamentos com parceiros 
distintos. A cópula ocorre no próprio 
hospedeiro ou no ambiente, durante 
a natação ou não, na dependência da 
espécie de parasito. Ao contrário dos 
copépodes, as fêmeas não carregam 
ovos em sacos ovígeros externos; elas 
realizam a postura no ambiente. As fê-
meas depositam os ovos em diferentes 
substratos, tais como pedras, folhas, 
troncos, raízes, vegetação, superfícies 
lisas e verticais, em áreas rasas ou pro-
fundas. Há registro de postura de A. 
foliaceus em 8,5 m de profundidade. 
As fêmeas de Argulus transportam 
o esperma dentro de seu corpo por 
vários dias e os ovos são fertilizados 
durante a oviposição. Em algumas 
espécies, como A. coregoni, a fêmea 
morre após a postura (Thatcher, 

Crustáceos argulídeos 
têm ciclo biológico 

direto ... A duração do 
ciclo de vida varia de 

acordo com a espécie e 
a temperatura da água, 
mas em geral dura em 

torno de 30 dias.
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2006; Møller, 2012; Suárez-Morales, 
2015). O número de ovos por postura 
é variável, de acordo com a espécie e a 
idade da fêmea, mas frequentemente 
são depositados centenas de ovos. Por 
exemplo, fêmeas de Dolops carvalhoi 
colocam de 16 a 392 ovos por postu-
ra (Gomes e Malta, 2002). O padrão 
de postura dos argulídeos pode variar 
com a espécie, desde ovos deposita-
dos em cordões lineares até pequenos 

aglomerados. Os ovos geralmente são 
recobertos por uma camada gelati-
nosa, que endurece, protegendo-os e 
aderindo-os mais fortemente ao subs-
trato (Thatcher, 2006; Møller, 2012). 
Fêmeas de D. carvalhoi realizam a pos-
tura em cachos formados por uma sé-
rie de fitas paralelas de ovos elipsoides 
e cor amarelo-esbranquiçada. Durante 
o amadurecimento, os ovos alternam 
da coloração amarelo-escura para 

Figura 3: Ciclo de vida do crustáceo argulídeo Dolops carvalhoi com desenvolvimento epimórfico. 
Adaptação de Gomes e Malta (2002).
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castanho, sendo possível observar os 
olhos do embrião a partir do nono dia 
de postura (Gomes e Malta, 2002).

O desenvolvimento embrionário 
de Branchiura pode ser de dois ti-
pos: anapomórfico, em que as larvas 
passam menos tempo dentro do ovo, 
nascem como náuplios, sem terminar 
o desenvolvimento embrionário e, 
ao eclodir, fixam-se a um hospedeiro 
para continuar a metamorfose, como 
é o caso de A. foliaceus e A. japonicus; 
epimórfico, em que as larvas passam 
mais tempo dentro do ovo para com-
pletar o seu desenvolvimento embrio-
nário, eclodindo indivíduos adultos 
em miniatura, como 
ocorre em D. carva-
lhoi (Gomes e Malta, 
2002; Møller, 2012). 
O período de incu-
bação varia de acor-
do com a espécie e a 
temperatura. Ovos de 
D. carvalhoi levam 16 
dias para eclodir, em 
temperatura de 28°C 
(Gomes e Malta, 
2002), enquanto A. 
foliaceus 17 e 30 dias 
em temperatura de 
23°C e 20°C, respec-
tivamente (Lester 
e Hayward, 2006). 
Portanto, o aumento 
da temperatura reduz 
o tempo de eclosão 

dos ovos. Após a eclosão, os parasi-
tos que fazem parte do plâncton po-
dem acessar um peixe hospedeiro 
para amadurecer, e morrem se esse 
encontro não ocorrer em um a três 
dias (Noga, 2010; Suárez-Morales, 
2015). Em quatro a cinco semanas de 
desenvolvimento como ectoparasitos, 
tornam-se adultos maduros e podem 
nadar ativamente na busca de novos 
hospedeiros e parceiros (Covich et al., 
2010). Assim, parasitos adultos sobre-
vivem sem um hospedeiro em torno 
de duas semanas (Lester e Hayward, 
2006; Noga, 2010; Suárez-Morales, 
2015).

2.3. Fatores 
predisponentes 
das infestações 
por argulídeos

Considerando as 
características gerais 
do ciclo de vida das 
espécies de Argulus e 
Dolops, observam-se 
certos fatores predis-
ponentes no ambien-
te de cultivo para a 
multiplicação desses 
ectoparasitos. Altas 
densidades de peixes 
aumentam a dispo-
nibilidade de hospe-
deiros, tanto para in-
divíduos adultos que 
buscam alimentos e 
parceiros para cópula, 

Crustáceos argulídeos  
Altas densidades de 
peixes aumentam a 
disponibilidade de 
hospedeiros ... para 
... adultos ... quanto 
para larvas recém-

eclodidas, ampliando [a]  
dispersão, alimentação 
e sobrevivência desses 
parasitos. Os tanques 

[com] vegetação ... 
fornecem local propício 
para a postura de ovos 

pelas fêmeas. ... argulídeos 
raramente são uma ameaça 
para as populações naturais 
de peixes [mas] podem ser 

um grande problema no 
cultivo intensivo...
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Peixes infestados por 
argulídeos ...  [têm] sinais 

de estresse, irritação e 
prurido ... esfregar-se 

repetidamente (flashing) 
contra o substrato ... 
O comportamento 

hematófago dos 
ectoparasitos pode 

desencadear anemia ... Para 
se alimentar de sangue, 

muco e tecidos dos peixes 
hospedeiros, os argulídeos 
utilizam suas mandíbulas ...

quanto para larvas recém-eclodidas, 
ampliando, assim, a capacidade de 
dispersão, alimentação e sobrevi-
vência desses parasitos. Os tanques 
de cultivo que têm vegetação e subs-
tratos apresentam vantagens para 
a reprodução, pois fornecem local 
propício para a pos-
tura de ovos pelas 
fêmeas. Desse modo, 
enquanto as infesta-
ções por argulídeos 
raramente são uma 
ameaça para as po-
pulações naturais de 
peixes, podem ser 
um grande problema 
no cultivo intensivo 
de peixes. Embora o 
conceito máximo de 
que altas infestações 
podem causar espe-
cialmente a morte 
de peixes mais jovens (Thatcher, 
2006), foi relatado outro padrão. 
Em Labeo rohita infestados experi-
mentalmente por Argulus siamensis, 
o parasitismo em peixes de três ida-
des (alevinos, juvenis e pré-adultos) 
mostrou que os peixes pré-adultos 
foram mais susceptíveis aos parasi-
tos, enquanto alevinos apresenta-
ram melhor resposta inflamatória, o 
que se mostrou determinante para a 
maior resistência aos parasitos e para 
a redução da fixação deles (Parida et 
al., 2017). 

2.4. Sinais clínicos, 
alterações hematológicas e 
histopatológicas causadas 
por argulídeos

Peixes infestados por argulídeos 
podem mostrar claramente sinais de es-
tresse, irritação e prurido, provocados 

pela movimentação 
constante dos parasitos 
em busca de melhores 
locais de alimentação 
nos peixes hospedei-
ros. Assim, entre as 
alterações de compor-
tamento dos peixes 
infestados, incluem es-
fregar-se repetidamen-
te (flashing) contra o 
substrato ou outro pei-
xe, pular para fora da 
água, formar cardumes 
menores e permanecer 
nas margens do tanque 

de cultivo, além de apresentar anorexia. 
O comportamento hematófago dos 

ectoparasitos pode desencadear anemia 
nos peixes hospedeiros, pincipalmen-
te quando em altas infestações. Para se 
alimentar de sangue, muco e tecidos 
dos peixes hospedeiros, os argulídeos 
utilizam suas mandíbulas, que possuem 
estruturas capazes de morder e perfurar 
os tecidos do hospedeiro e liberar subs-
tâncias anticoagulantes e secreções líticas 
que facilitam o seu processo alimentar. 
Para isso, geralmente os parasitos selecio-
nam locais com menos escamas, como a 
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base das nadadeiras e a câmara branquial, 
locais que geralmente apresentam sinais 
visíveis das lesões parasitárias. Essas le-
sões são reação inflamatória local, hemor-
ragias focais e hiperpigmentação (Lester 
e Hayward, 2006; Thatcher, 2006; Noga, 
2010). Porém, foi relatada lesão pro-
funda com exposição do osso na região 
cefálica em decorrência do parasitismo 
por Argulus pestifer em Brachyplatystoma 
tigrinum (Alcántara et al., 2008). 

Peixes altamente infestados ficam 
letárgicos e fracos, com severas lesões 
na pele, e pode ocorrer mortalidade de 
hospedeiros. Porém, infecções bacteria-
nas e fúngicas podem ser também cau-
sas secundárias de mortalidades de pei-
xes (Lester e Hayward, 2006; Thatcher, 
2006; Noga, 2010), tanto decorrentes 
da abertura de portas de entrada pelos 
parasitos, como da movimentação dos 
parasitos, que provocam mais lesões 
no tegumento. Outro aspecto relevante 
é que esses ectoparasitos atuam como 
vetores de outros patógenos nos peixes 
hospedeiros, pois podem ser vetores do 
vírus causador da viremia primaveril da 
carpa, por exemplo (Noga, 2010), do 
protozoário Epistylis spp. (Corrêa et al., 
2016a; Pala et al., 2018), além de hospe-
deiros intermediários de nematoides das 
famílias Anguillicolidae, Skrjabillanidae 
e Dracunculoidea (Lester e Hayward, 
2006). 

Alterações hematológicas diferem 
entre as espécies de peixes parasitados 
por argulídeos. Piaractus mesopotamicus 

parasitados por Argulus sp. apresentaram 
trombocitopenia, monocitose e aumen-
to de leucócitos granular PAS-positivo 
(Tavares-Dias et al., 1999), indicando 
reação inflamatória e aumento da ati-
vidade de coagulação. Porém, Cyprinus 
carpio parasitados por Argulus sp. não 
apresentaram alterações na glicemia, nas 
proteínas totais e no cálcio plasmáticos 
(Ranzani-Paiva et al., 1989). Colossoma 
macropomum infectados por diversos 
parasitos, incluindo Dolops geayi, apre-
sentaram quadro de anemia hipocrômica 
e trombocitopenia (Rocha et al., 2018). 
Em Labeo rohita, Saurabhe e Sahoo 
(2010) encontraram correlação positiva 
entre variáveis de imunidade não espe-
cífica e abundância de A. siamensis; além 
disso, houve aumento da glicemia e de 
atividade antiproteinase, bem como di-
minuição de proteínas do complemento 
e das globulinas (α-2 microglobulina), 
mas sem alteração no número de leucó-
citos e nos níveis de lisozimas. 

3. Infestações causadas 
por lerneídeos Lernaea 
cyprinacea

3.1. Características 
morfológicas e padrão de 
infestação nos hospedeiros

Lerneoses são doenças causadas por 
diferentes espécies da família Lernaeidae, 
as quais são copépodes de formato cor-
poral variável e podem infestar diferentes 
espécies de peixes de cultivo e da natu-
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reza. Essas doenças têm sido um grande 
problema para a piscicultura brasileira, em 
razão das dificuldades de eliminação dos 
parasitos após sua instalação nos tanques 
de cultivo. Podem ocasionar altas taxas 
de mortalidade e aumento nos custos de 
produção devido ao uso de tratamentos. 
Além disso, no local onde os parasitos 
penetram no corpo dos peixes, podem 
ocorrer hemorragias e inflamação, com 
posterior necrose do tecido circundante, 
além de ulcerações, que facilitam o ata-
que de agentes infecciosos, como fungos 
e bactérias, aumentando, assim, a ação 
patogênica desses parasitos. São parasitos 
cujas fêmeas podem ser hematófagas e, 
portanto, uma das consequências desse 
parasitismo é também o desenvolvimento 
de anemia intensa nos peixes. 

Lernaea cyprinacea apresenta di-

morfismo sexual na fase parasitá-
ria. Quando copepoditos, o macho 
é maior que a fêmea, sendo ambos 
microscópicos. As fêmeas adultas, após 
a metamorfose, são visíveis a olho nu 
sobre os hospedeiros; chegam a medir, 
em média, 10 mm de comprimento 
e possuem cabeça reduzida quando 
comparada ao restante do corpo. Nas 
fêmeas, a porção imediatamente após a 
cabeça é modificada na forma de uma 
âncora, utilizada para se fixar no corpo 
dos peixes hospedeiros. A âncora é for-
mada por dois pares de projeções: um 
par ventrolateral e outro dorsolateral. 
O restante do corpo é tubular; e as per-
nas estão distribuídas ao longo do tron-
co e o poro genital ocorre pareado na 
porção posterior (Figura 4). As fêmeas 
apresentam, frequentemente, dois sa-

Figura 4: Características morfológicas das quatro espécies de lerneídeos de importância para a pis-
cicultura: A) Lernaea cyprinacea, B) Lernaea devastatrix, C) Lamproglena monodie D) Perulernaea  

gamitanae. Adaptação de Boxshallet al. (1997), Thatcher (2006) e Azevedo et al. (2012).



1338. Crustáceos argulídeos e lerneídeos de peixes de água doce do Brasil

cos ovígeros alongados 
fixos aos poros genitais, 
o que facilita também 
sua identificação.

Em geral, L. cypri-

nacea se localiza na su-
perfície do corpo, nas brânquias, nas 
nadadeiras e na boca dos hospedeiros. 
É um parasito que foi introduzido no 
Brasil juntamente com carpas impor-
tadas da Hungria, e, por não apresen-
tar especificidade de hospedeiros, dis-
seminou-se para as pisciculturas de 
todo o país, tornando-se cosmopolita 
(Tabela 5), pois está distribuído por 
todo o Brasil, com exceção da região 
Norte(Tavares-Dias et al., 2015b). 
Atualmente, está também disseminado 
em ambientes aquáticos naturais bra-
sileiros (Medeiros e Maltchik, 1999; 
Gabrielli e Orsi, 2000; Gallio et al., 
2007; Magalhães, 2006; Düpont Lobo, 
2011; Acosta et al., 2013; Bernardino et 

al., 2016; Corrêa et al., 2016b), devido 
aos escapes de peixes dos cultivos. 

A transmissão da L. cyprinacea é 
horizontal, por meio da água conten-
do as formas imaturas (náuplios ou 
copepoditos), da introdução de peixes 
infestados no ambiente ou dos utensí-
lios contaminados, que podem ser ve-
tores. Os náuplios também podem ser 
transportados por meio de animais que 
frequentam o ambiente de produção, 
como pelas patas e penas de aves.

3.2. Ciclo de 
vida de Lernaea 
cyprinacea

Após a cópula, o 
macho de L. cyprinacea 
morre, e a fêmea fer-

tilizada procura um peixe como hos-
pedeiro, no qual se fixa e sofre meta-
morfose, assumindo a forma alongada, 
típica da fêmea adulta. A fêmea adulta 
inicia, então, a produção dos dois sacos 
de ovos que irão originar formas ima-
turas (náuplios), começando o ciclo. 
O ciclo varia conforme a temperatura 
da água, podendo durar de 25 dias, em 
temperatura de 20 ºC, a 14 dias, em 35 
ºC (Ceccarelli, 1988; Boeger, 1999; 
Medeiros e Maltchik, 1999). Assim, 
esses parasitos sofrem variação sazo-
nal, pois a ocorrência de copepoditos 
de L. cyprinacea é maior na primave-
ra e no verão em relação ao inverno e 
ao outono (Tavares-Dias et al., 2001; 
Schalche Moraes, 2005). As formas 
imaturas de L. cyprinacea, que passam 
por seis estágios de desenvolvimento 
na fase planctônica, transformam-se 
em copepoditos, com forma típica de 
um copépode, e, desde o estágio de pri-
meiro copepodito, já procuram novo 
hospedeiro para fixar-se na pele ou nas 
brânquias. A partir do estágio de cope-
podito VI, estão prontos para a cópula. 
Os náuplios não se alimentam, mas os 
copepoditos aparentemente se alimen-
tam de epiderme e derme do hospedei-

Em geral, L. cyprinacea se 
localiza na superfície do 

corpo, nas brânquias, nas 
nadadeiras e na boca dos 

hospedeiros.
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ro. A fêmea fixa-se no peixe e dá início 
ao crescimento dos processos cefálicos. 
Junto ao epitélio da superfície do cor-
po ou às brânquias do peixe, crescem 
os sacos ovígeros, e o ciclo se reinicia 
(Shields e Goode, 1978; Ceccarelli, 
1988; Boeger, 1999) (Figura 5). São 
parasitos sem especificidade de hos-
pedeiros, e as formas adultas são mais 
frequentes na primavera e no verão, 
enquanto as formas imaturas, os cope-
poditos, são mais frequentes sobre os 
peixes ou nas brânquias no outono e 
no inverno (Ceccarelli, 1988; Boeger, 
1999; Gabrielli e Orsi, 2000).

3.3. Fatores predisponentes 
da infestação por Lernaea 
cyprinacea

Considerando que os atuais siste-
mas de criação de peixes são caracteri-
zados por alta densidade de estocagem 
populacional, visando à máxima pro-
dução, os peixes estressados se tornam 
predispostos a infestações por parasitos 
como L. cyprinacea, pois a fêmea desse 
parasito pode se fixar em qualquer espé-
cie de peixe, no qual irá se desenvolver, 
produzindo novos indivíduos. Uma vez 
que a transmissão pode ocorrer por água 
contaminada ou pela introdução de no-

L. cyprinacea  
São parasitos sem 
especificidade de 
hospedeiros, e as 

formas adultas são mais 
frequentes na primavera 

e no verão, enquanto 
as formas imaturas, os 
copepoditos, são mais 

frequentes sobre os 
peixes ou nas brânquias 
no outono e no inverno

Figura 5: Ciclo de vida de crustáceos lerneídeos. Adaptação de Pizzolatti (2000).
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vos peixes que estejam 
parasitados no ambiente 
de criação, a falta de ma-
nejo adequado é crucial, 
pois a incorporação de 
novos peixes contami-
nados aos tanques sem 
quarentena e a utiliza-
ção de água do trans-
porte de alevinos favo-
recem a introdução do 
parasito. Portanto, são 
indispensáveis cuidados 
na comercialização e no 
povoamento de peixes 
adquiridos. Sempre que 
possível, o piscicultor 
deve exigir do vendedor 
um certificado, elabora-
do por um especialista, 
sobre o estado sanitário 
do lote de peixes comercializado (certi-
ficado ictiosanitário).

Fatores como baixos níveis de oxi-
gênio, altas concentrações de amônia 
e nitrito, alimentação restrita e nutri-
ção inadequada debilitam o sistema 
imunológico dos peixes, tornando-os 
susceptíveis às infestações parasitárias 
(Ceccarelli, 1988; Boeger, 1999). Como 
profilaxia, o mais adequado é evitar a in-
trodução de peixes parasitados nos tan-
ques de cultivo, realizando a quarentena 
e outros cuidados profiláticos, como 
observar a presença dos parasitos. Esses 
cuidados são fatores importantes para 
evitar a disseminação da L. cyprinacea 

e, além disso, o controle 
pode ser feito com um 
programa de educação 
sanitária adequado, 
bem como incorpora-
ção de análises parasito-
lógicas periódicas dos 
peixes, o que possibilita 
a identificação preco-
ce do problema. Peixes 
recém-adquiridos de-
vem ser colocados em 
tanques isolados dos 
demais, por cerca de 
15 dias (quarentena). A 
água desse tanque não 
deve passar para outros 
tanques contendo pei-
xes. Uma vez introdu-
zida no cultivo, a erra-
dicação da L. cyprinacea 
é difícil e, portanto, mé-

todos profiláticos são imprescindíveis 
para evitar a contaminação de uma pis-
cicultura. Algumas vezes, em elevadas 
infestações de L. cyprinacea, pode ser 
mais conveniente sacrificar o plantel, 
drenar e desinfetar os tanques do que 
realizar tratamentos.

3.4. Sinais clínicos, 
alterações hematológicas e 
histopatológicas causadas 
por Lernaea cyprinacea

Peixes parasitados podem apre-
sentar anorexia, apatia e hemorragias 
puntiformes no corpo e alterações no 
sistema respiratório. Perdem o senso 

Peixes parasitados 
podem apresentar 
anorexia, apatia e 

hemorragias puntiformes 
no corpo e alterações 

no sistema respiratório. 
Perdem o senso de 

direção e se chocam 
contra as paredes do 
tanque, mantêm-se 
à superfície da água, 
podendo aglomerar-
se na entrada de água 
do tanque, devido à 

infestação nas brânquias 
e na superfície corporal.  

... 
Os parasitos são bem 

visíveis a olho nu, o que 
auxilia no diagnóstico.
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de direção e se cho-
cam contra as paredes 
do tanque, mantêm-se 
à superfície da água, 
podendo aglomerar-se 
na entrada de água do 
tanque, devido à infes-
tação nas brânquias e 
na superfície corporal. 
Como as brânquias têm sua função res-
piratória diminuída pela ação alimentar 
dos parasitos e por sua fixação, os peixes 
com altos níveis de infestação podem 
morrer. Os parasitos são bem visíveis a 
olho nu, o que auxilia no diagnóstico. 
Em geral, as lerneoses são mais compro-
metedoras para a saúde de alevinos que 
para  jovens e adultos. Em adultos, con-
tudo, a parasitose pode comprometer a 
reprodução (Ceccarelli, 1988; Boeger, 
1999).

Infestações por L. cyprinacea po-
dem causar danos mecânicos devido 
à introdução da âncora do parasito na 
musculatura dos peixes, provocando 
hemorragias, inflamação local e necrose. 
Análises histopatológicas do tegumento 
mostraram hemorragias e reação infla-
matória ao redor das escamas geradas 
pela ação mecânica dos parasitos, por 
infiltração leucocitária mononuclear, 
simultaneamente à neovascularização 
com intensa hemorragia ao redor dos 
apêndices de fixação do parasito. Em al-
guns casos, a reação inflamatória envol-
ve a região anterior, em uma tentativa de 
isolá-lo do tecido do hospedeiro. Pode 

também ocorrer reação 
inflamatória com hiper-
plasia epitelial e ulcera-
ção no local de penetra-
ção dos parasitos, com 
um processo de fibrose 
e necrose, mas os para-
sitos não ultrapassam a 
derme dos hospedeiros 

(Bastos et al., 1996; Noor et al., 2013; 
Furtado et al., 2019). Tais alterações 
confirmam o potencial patogênico des-
se ectoparasito para peixes altamente 
infestados, sendo necessário, portanto, 
tratamento eficaz.

As lesões provocadas pela fixação 
do parasito podem provocar hemorra-
gias e desencadear um processo anêmi-
co. Infestação de L. cyprinacea causou 
anemia normocítica-normocrômica 
em Astyanax altiparanae (Corrêa et al., 
2016b), e linfocitopenia, monocitose 
e neutrofilia em Schizodon intermedius 
(Silva-Souza et al., 2000). Em Catla 
catla, infestação por L. cyprinacea pro-
vocou redução do número de eritrócitos 
totais, na concentração da hemoglobina 
e do hematócrito, bem como aumento 
do número total de leucócitos, do per-
centual de linfócitos, monócitos, neu-
trófilos, eosinófilos e basófilos (Tufailet 
al., 2017).

Infestações por L. cyprinacea podem 
ainda provocar infecções secundárias 
causadas por fungos e bactérias na re-
gião afetada. Intensa mortalidade pode 
ocorrer em pequenos peixes (alevinos e 

L. cyprinacea pode 
causar danos mecânicos 

devido à introdução 
da âncora do parasito 
na musculatura dos 
peixes, provocando 

hemorragias, inflamação 
local e necrose.
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jovens) ou esses podem sofrer redução 
na taxa de crescimento e alteração do 
comportamento, com danos economica-
mente significativos para a atividade de 
cultivo (Ceccarelli, 1988; Boeger, 1999).

4. Infestações causadas 
por lerneídeos Lernaea 
devastatrix

Lernaea devastatrix foi descrita ori-
ginalmente de infestação massiva em 
reprodutores de Hoplias malabaricus, 
Astyanax sp., C. carpio e Rhamdia quelen 
importados para o Rio Grande do Sul 
(Boxshall et al., 1997). Porém, não tem 
sido relatada em outros hospedeiros.

Esse ectoparasito possui corpo ci-
clopiforme, compreendendo cefalotó-
rax, que incorpora o primeiro somito 
prodigioso (anel articulado); segundo 
a quinto somitos prodigiosos são li-
vres, somito genital separado e quatro 
somitos abdominais livres. O corpo di-
minui gradualmente de largura e o pro-
someurossoma tem limite mal definido. 
O cefalotórax possui ranhuras oblíquas 
emparelhadas que se estendem do pós-
tero-medialmente dos ângulos ante-
rolaterais recortados da região cefálica 
dorsal e sulcos que definem a região ce-
fálica anterior. Margem rostro-frontal é 
larga e plana, produzindo característica 
aparência sub-retangular do cefalotó-
rax visto do aspecto dorsal. Rolamento 
de somito genital e aberturas genitais 
pareadas ventro-lateralmente e poro 
copulatório mediano e próximo à mar-

gem posterior do somito e o omito anal 
é profundamente incisada. Somitos ab-
dominais livres, cada um ornamenta-
do com espínula e linha ventral, perto 
da margem posterior. Região caudal é 
alongada, mais do que o dobro da lar-
gura; armado com uma cerda principal 
distalmente e quatro pequenas cerdas; 
cerdas maiores são ornamentadas com 
sondas distalmente. Antena de cinco 
segmentos, mas com o segundo seg-
mento subdividido por linha de sutura 
incompleta. Configuração segmentar 
da seguinte forma: primeiro segmen-
to como quatro cerdas e segundo seg-
mento com seis cerdas, sendo bem de-
senvolvido. Terceiro segmento como 
duas cerdas mais uma coluna e quarto 
segmento com quatro cerdas, sendo 
um bem desenvolvido. Segmento apical 
com 10 cerdas mais um estético fundido 
na base para seta adjacente. Antena in-
distintamente segmentada; primeiro e 
segundo segmentos fundidos quase em 
ângulo reto, com plano de fusão mar-
cado por sutura completa na superfície 
lateral. O terceiro segmento é alongado, 
armado com cerdas proximais e dois 
distais ao longo da margem interna, 
com garra bem desenvolvida no ângulo 
distal interno e aglomerado de seis cer-
das, sendo quatro curvas e duas retas no 
ângulo distal externo. Mandíbula é re-
duzida e maxilas ausentes. Maxila com-
preendendo sincoxa robusta e cônica e 
base produzida em processo tipo garra, 
com garra acessória. Maxilipide com 
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três segmentos, rolamen-
to do primeiro segmento 
grande como seta simples 
e segundo segmento del-
gado, armado com três es-
pinhos em forma de garra 
ao redor da extremidade 
distal. Terceiro segmento 
é pequeno, localizado no 
ângulo distal externo do 
segmento, fundido a uma 
coluna em forma de garra 
e armado com seta dimi-
nuta e coluna semelhante 
à garra (Boxshall et al., 1997) (Figura 
4).  

5. Infestações causadas 
por lerneídeos 
Lamproglena monodi

Lamproglena monodi tem origem na 
África e na Ásia, e foi descrito pela pri-
meira vez por Capart (1944), no Congo, 
em ciclídeos Haplochromis nubilus da 
natureza. No Brasil, as primeiras infesta-
ções foram registradas so-
mente a partir do início da 
década de 2000 e em pei-
xes cultivados. Acredita-
se que esse parasito tenha 
sido introduzido asso-
ciado a Oreochromis nilo-
ticus (Alves et al., 2000; 
Martins et al., 2002; 
Martins et al., 2010; Azevedo et al., 
2012). Atualmente, L. monodi foi tam-
bém relatado infestando Astronotus oce-

llatus, Cichla ocellaris 
e Tilapia rendalli do 
Rio Guandu, no Rio 
de Janeiro (Azevedo 
et al., 2012), prova-
velmente devido à 
introdução de O. ni-
loticus nessa bacia. O 
principal hospedeiro 
de cultivo no Brasil é 
O. niloticus, com bai-
xas taxas de infestação 
(Tabela 6).

Lamproglena monodi possui corpo 
alongado, abdômen mais longo que lar-
go e antenas segmentadas. Apresenta o 
segmento basal muito largo e ornamen-
tado, maxila robusta e truncada, garra 
afiada e curva, quatro pares de pernas e 
um quinto par menor e aparentemente 
atrofiado. O abdômen tem três segmen-
tos pouco distinguidos e o caudal bifur-
cado (Figura 4). 

A fêmea é encontrada fixada nos fi-
lamentos branquiais em vários estágios 

de desenvolvimento, 
inclusive portando 
sacos ovígeros. As 
formas larvais são se-
melhantes aos cope-
poditos de outros ler-
neídeos. Porém, com 
o desenvolvimento da 
região anterior, trans-

forma-se em uma estrutura que, à pri-
meira vista, lembra o início da formação 
da “âncora” existente no gênero Lernaea. 

Lamproglena monodi 
tem origem na África e 
na Ásia ... No Brasil, as 
primeiras infestações 

foram registradas 
somente a partir do 

início da década de 2000 
e em peixes cultivados. 
O principal hospedeiro 

... no Brasil é O. niloticus, 
com baixas taxas de 

infestação.

A fêmea é encontrada 
fixada nos filamentos 

branquiais em 
vários estágios de 
desenvolvimento, 

inclusive portando sacos 
ovígeros.
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Com auxílio dessa estrutura, o parasito 
fixa-se fortemente nos filamentos bran-
quiais e, às vezes, nos rastros branquiais 
dos hospedeiros. 

Os primeiros estudos em piscicul-
turas não demonstraram influência 
sazonal de L. monodi nem associação 
com efeitos na sobrevivência e no cres-
cimento de O. niloticus (Martins et al., 
2010). Porém, mais recentemente fo-
ram encontrados maiores valores de 

intensidade do parasito no inverno e 
alterações histopatológicas nos peixes 
parasitados (Pala, 2016). O parasitis-
mo branquial provocou hipertrofia do 
epitélio lamelar, infiltrado de células 
inflamatórias eosinofílicas e mononu-
cleares, congestão, telangectasia e áreas 
de necrose celular. Portanto, esses acha-
dos patológicos causados por L. monodi 
sugerem que possíveis surtos com infes-
tações massivas podem ocorrer em O. 

Tabela 6. Infestações por Lamproglena monodi em Oreochromis niloticus 
cultivados em diferentes localidades do Brasil.

Localidades SI P (%) IM AM Referências

Seropédica (RJ) - 60,0 3,4 2,0 Alves et al. (2000)

Nova Trento (SC) Brânquias 3,3 1,5 - Azevedo et al. (2006)

Blumenau (SC) Brânquias 22,0 0,8 - Ghiraldelli et al. (2006a)

Blumenau (SC) Brânquias 19.0 - - Ghiraldelli et al. (2006b)

Blumenau (SC) Brânquias 3,3 0,3 - Ghiraldelli et al. (2006a)

Joinville (SC) Brânquias 2,0 - - Ghiraldelli et al. (2006b)

Cândido Mota, 

Palmital e Tarumã 

(SP)

Brânquias 67,4 5,2 3,5 Lizama et al. (2007)

Nova Trento (SC) Brânquias 0,5-1,7
0,1-

0,2
- Martins et al. (2010)

Blumenau (SC) - - - - Azevedo et al. (2012)

Joinville (SC) - - - - Azevedo et al. (2012)

Ituporanga (SC) - - - - Azevedo et al. (2012)

São Paulo** Brânquias
25,5-

45,5

1,5-

3,2
0,5-1,5 Pala (2016)

Paraná - - - - Garcia et al. (2019)

SI: sítio de infestação, P: prevalência, IM: intensidade média, AM: abundância média, ** peixes de 
tanque-rede.
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niloticus, culminando em mortalidade e 
perda da produção (Pala, 2016).

6. Infestações causadas 
por lerneídeos 
Perulernaea gamitanae

Perulernaea gamitanae foi descrito, 
originalmente, de C. ma-
cropomum, na Amazônia 
peruana, por Thatcher e 
Paredes (1985). Esse ecto-
parasito distingue-se dos 
demais lerneídeos, pois a 
fêmea apresenta âncoras 
arredondadas na cabe-
ça, um pescoço delgado, 
corpo posterior do tipo 
fusiforme, quatro pares 
de pernas bem separadas, 
sacos ovígeros multisseria-
dos e urópodos (Figura 4). 
Possui ciclo de vida direto. 
Após a eclosão dos ovos, 
cada fase naupliar de P. gamitanea dura, 
em média, 22 horas, e, ao final de cinco 
dias e meio, as seis fases naupliares se com-
pletam, iniciando-se a fase 
copepodito I, que sobrevi-
ve sete dias em vida livre, 
sem um hospedeiro  quan-
do em temperatura de 
28°C (Benetton e Malta, 
1999; Morais et al., 2011). 
O primeiro estágio de co-
pepodito aparece após a 
metamorfose e não há ne-
nhuma semelhança com 

as fases de náuplios. Devido às caracterís-
ticas do ciclo de vida direto, há dificuldade 
quanto ao desenvolvimento de medidas 
de controle da infestação para evitar epi-
zootias (Benetton e Malta, 1999). Assim, 
o procedimento profilático mais apro-
priado é não introduzir peixes portadores 
desses ectoparasitos na piscicultura e des-

cartar adequadamente a 
água do transporte que 
possa conter as formas 
larvais (Tavares-Dias et 
al., 2011).

Nos peixes de cul-
tivo, os principais locais 
de infestação de P. ga-
mitanae são brânquias e 
boca (Figura 6, Tabela 
7), o qual pode tam-
bém infestar as narinas 
e brânquias de C. ma-
cropromum de ambien-
te natural (Thatcher e 

Paredes, 1985; Fischer et al., 2003). Esse 
ectoparasito, que tem dispersão agregada, 
ocorre em maior prevalência na estação 
chuvosa em híbridos tambatinga (Dias e 

Tavares-Dias, 2015). 
Colossoma macro-

pomum e seus híbridos 
tambacu e tambatinga 
são os hospedeiros de 
P. gamitanae, e, nesses 
peixes cultivados, a pre-
valência, a intensidade 
e a abundância variam 
na dependência da es-

Perulernaea gamitanae  
Esse ectoparasito 
distingue-se dos 

demais lerneídeos, 
pois a fêmea apresenta 
âncoras arredondadas 
na cabeça, um pescoço 

delgado, corpo posterior 
do tipo fusiforme, 

quatro pares de pernas 
bem separadas, sacos 

ovígeros multisseriados e 
urópodos.

Nos peixes de cultivo, 
os principais locais 

de infestação de 
P. gamitanae são 

brânquias e boca ... 
pode também infestar 
as narinas e brânquias 
de C. macropromum de 

ambiente natural.
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pécie de peixe (Tabela 7). Portanto, P. ga-
mitanae é um lerneídeo com especificidade 
de hospedeiros. Porém, os híbridos de C. 
macropomum parecem ser mais susceptíveis 
à infestação, à semelhança do que ocorre 
com a infestação de L. cyprinacea em híbrido 
tambacu quando comparada a outras espé-
cies de peixes cultivados (Tavares-Dias et al., 
2001). 

Como nos demais lerneídeos, as fê-
meas desses crustáceos possuem o corpo 
alongado e a “cabeça” em formato de ân-
cora, que penetra nos tecidos dos peixes 
hospedeiros (Thatcher e Paredes, 1985), 
podendo causar reação inflamatória nos 
locais de fixação (Tavares-Dias et al., 
2011). Inflamação tecidual causada por 
P. gamitanae pode ser acompanhada de 
um processo de hemorragia, hiperplasia 
e anemia. Quando os parasitos são re-
movidos, ocorre hemorragias intensas 
no local de fixação nos peixes parasita-
dos (Morais et al., 2011; Delgado et al., 
2011). Há registro de que alta infestação 

de P. gamitanae na boca dos hospedeiros 
impede os peixes de se alimentar, provo-
cando debilidade seguida de mortalida-
de do plantel (Tavares-Dias et al.,2011). 
Elevada abundância de P. gamitanae pode 
causar mortalidade de peixes cultivados, 
principalmente de alevinos (Delgado et 
al., 2011), os quais têm menor resposta 
imunológica que peixes mais velhos.

7. Considerações finais
Em peixes dos sistemas de produção 

ou do ambiente natural, informações 
sobre os efeitos deletérios causados por 
parasitos argulídeos e lerneídeos têm 
sido pouco investigadas. A maioria dos 
estudos abrangem aspectos ecológicos 
e taxonômicos, com registros de novos 
hospedeiros e descrição de novas espé-
cies. Porém, é presumível que, em cul-
tivo, esses ectoparasitos possam causar 
patologias graves quando há uma eleva-
da abundância na população de peixes 
hospedeiros. 

Figura 6: Infestação por Perulernaea gamitanae na cavidade oral e nas brânquias de Colossoma ma-

cropomum. Fotos cedidas por Marcos Tavares-Dias, Embrapa Amapá, AP.



1458. Crustáceos argulídeos e lerneídeos de peixes de água doce do Brasil

Ta
b

e
la

 7
.  I

n
fe

st
aç

õ
e

s 
p

o
r 

P
e

ru
le

rn
a

e
 a

g
a

m
it

a
n

a
e

 e
m

 e
sp

é
ci

e
s 

d
e

 p
e

ix
e

s 
cu

lt
iv

ad
o

s 
e

m
 d

if
e

re
n

te
s 

lo
ca

lid
ad

e
s 

d
o

 B
ra

si
l.

H
o

sp
e

d
e

ir
o

s
Lo

ca
lid

ad
e

s
Sí

tio
 d

e 
in

fe
cç

ão
P

 (
%

)
IM

A
M

R
ef

e
rê

n
ci

as

C
o

lo
ss

o
m

a
 m

a
cr

o
p

o
m

u
m

B
en

ja
m

in
 

C
o

n
st

an
t 

(A
M

)
B

o
ca

 e
 b

râ
n

q
u

ia
s

1
0

0
6

,1
2

,1
M

o
ra

is
 e

t 
a

l. 
(2

0
1

1
)

C
o

lo
ss

o
m

a
 m

a
cr

o
p

o
m

u
m

M
ac

ap
á 

(A
P

)
B

o
ca

1
0

0
9

,1
9

,1
Ta

va
re

s-
D

ia
s 

e
t 

a
l. 

(2
0

1
1

)

C
o

lo
ss

o
m

a
 m

a
cr

o
p

o
m

u
m

M
ac

ap
á 

(A
P

)
B

râ
n

q
u

ia
s

9
7

,4
4

,9
3

,7
Ta

va
re

s-
D

ia
s 

e
t 

a
l. 

(2
0

1
1

)

C
o

lo
ss

o
m

a
 m

a
cr

o
p

o
m

u
m

M
ac

ap
á 

(A
P

)
B

o
ca

2
0

,0
6

,1
1

,2
Ta

va
re

s-
D

ia
s 

e
t 

a
l. 

(2
0

1
1

)

C
o

lo
ss

o
m

a
 m

a
cr

o
p

o
m

u
m

M
ac

ap
á 

(A
P

)
B

râ
n

q
u

ia
s

0
0

0
Ta

va
re

s-
D

ia
s 

e
t 

a
l. 

(2
0

1
1

)

C
o

lo
ss

o
m

a
 m

a
cr

o
p

o
m

u
m

R
o

lim
 d

e 
M

o
u

ra
 

(R
O

)
-

2
,2

-
1

,0
G

o
d

o
i e

t 
a

l. 
(2

0
1

2
)

C
o

lo
ss

o
m

a
 m

a
cr

o
p

o
m

u
m

R
o

lim
 d

e 
M

o
u

ra
 

(R
O

)
-

1
8

,2
5

,5
0

,4
G

o
d

o
i e

t 
a

l. 
(2

0
1

2
)

C
o

lo
ss

o
m

a
 m

a
cr

o
p

o
m

u
m

M
ac

ap
á 

(A
P

)
-

1
9

,6
2

,6
0

,8
D

ia
s 

e
t 

a
l. 

(2
0

1
5

)

C
o

lo
ss

o
m

a
 m

a
cr

o
p

o
m

u
m

M
ac

ap
á 

(A
P

)
-

1
7

,7
1

,7
0

,5
D

ia
s 

e
t 

a
l. 

(2
0

1
5

)

C
o

lo
ss

o
m

a
 m

a
cr

o
p

o
m

u
m

M
ac

ap
á 

(A
P

)
B

o
ca

1
1

,2
4

,5
0

,5
Ta

va
re

s-
D

ia
s 

e
t 

a
l. 

(2
0

1
5

)

C
o

lo
ss

o
m

a
 m

a
cr

o
p

o
m

u
m

M
ac

ap
á 

(A
P

)
B

râ
n

q
u

ia
s

6
,9

2
,2

0
,2

Ta
va

re
s-

D
ia

s 
e

t 
a

l. 
(2

0
1

5
)

C
o

lo
ss

o
m

a
 m

a
cr

o
p

o
m

u
m

P
re

si
d

en
te

 M
éd

ic
i 

(R
O

)
B

o
ca

-
-

-
Pa

zd
io

ra
 e

t 
a

l. 
(2

0
2

0
)

Hí
br

id
o 

ta
m

ba
tin

ga
M

ac
ap

á 
(A

P
)

B
o

ca
1

0
0

3
,7

3
,7

Ta
va

re
s-

D
ia

s 
e

t 
a

l. 
(2

0
1

1
)

Hí
br

id
o 

ta
m

ba
tin

ga
M

ac
ap

á 
(A

P
)

B
râ

n
q

u
ia

s
0

0
0

Ta
va

re
s-

D
ia

s 
e

t 
a

l. 
(2

0
1

1
)

Hí
br

id
o 

ta
m

ba
tin

ga
M

ac
ap

á 
(A

P
)

B
o

ca
9

2
,0

2
4

,0
2

2
,1

Ta
va

re
s-

D
ia

s 
e

t 
a

l. 
(2

0
1

1
)

Hí
br

id
o 

ta
m

ba
tin

ga
M

ac
ap

á 
(A

P
)

B
râ

n
q

u
ia

s
6

0
,0

5
,0

3
,0

Ta
va

re
s-

D
ia

s 
e

t 
a

l. 
(2

0
1

1
)

P
: p

re
va

lê
n

ci
a,

 IM
: i

n
te

n
si

d
ad

e 
m

éd
ia

, A
M

: a
b

u
n

d
ân

ci
a 

m
éd

ia
.

(c
o

n
ti

n
u

a)



146 Cadernos Técnicos de Veterinária e Zootecnia, nº 101 - fevereiro de 2022

Ta
b

e
la

 7
.  I

n
fe

st
aç

õ
e

s 
p

o
r 

P
e

ru
le

rn
a

e
 a

g
a

m
it

a
n

a
e

 e
m

 e
sp

é
ci

e
s 

d
e

 p
e

ix
e

s 
cu

lt
iv

ad
o

s 
e

m
 d

if
e

re
n

te
s 

lo
ca

lid
ad

e
s 

d
o

 B
ra

si
l.

(c
o

n
ti

n
u

aç
ão

)

H
o

sp
e

d
e

ir
o

s
Lo

ca
lid

ad
e

s
Sí

tio
 d

e 
in

fe
cç

ão
P

 (
%

)
IM

A
M

R
ef

e
rê

n
ci

as

Hí
br

id
o 

ta
m

ba
tin

ga
M

ac
ap

á 
(A

P
)

B
o

ca
8

,0
0

,9
9

1
2

Ta
va

re
s-

D
ia

s 
e

t 
a

l. 
(2

0
1

5
)

Hí
br

id
o 

ta
m

ba
tin

ga
M

ac
ap

á 
(A

P
)

B
râ

n
q

u
ia

s
5

,0
0

,4
9

,0
Ta

va
re

s-
D

ia
s 

e
t 

a
l. 

(2
0

1
5

)

Hí
br

id
o 

ta
m

ba
tin

ga
M

ac
ap

á 
(A

P
)

-
4

,9
3

,7
0

,6
D

ia
s 

e 
Ta

va
re

s-
D

ia
s 

(2
0

1
5

)

Hí
br

id
o 

ta
m

ba
tin

ga
M

ac
ap

á 
(A

P
)

-
1

9
,2

8
,5

2
,1

D
ia

s 
e 

Ta
va

re
s-

D
ia

s 
(2

0
1

5
)

H
íb

ri
d

o
 t

am
b

ac
u

M
ac

ap
á 

(A
P

)
B

o
ca

1
0

0
1

1
,9

1
1

,9
Ta

va
re

s-
 D

ia
s 

e
t 

a
l. 

(2
0

1
1

)

H
íb

ri
d

o
 t

am
b

ac
u

M
ac

ap
á 

(A
P

)
B

râ
n

q
u

ia
s

9
5

,2
9

,6
9

,4
Ta

va
re

s-
D

ia
s 

e
t 

a
l. 

(2
0

1
1

)

H
íb

ri
d

o
 t

am
b

ac
u

M
ac

ap
á 

(A
P

)
B

o
ca

1
0

0
1

8
,1

1
0

0
Si

lv
a 

e
t 

a
l. 

(2
0

1
3

)

H
íb

ri
d

o
 t

am
b

ac
u

M
ac

ap
á 

(A
P

)
B

râ
n

q
u

ia
s

6
3

,3
1

1
,0

-
Si

lv
a 

e
t 

a
l. 

(2
0

1
3

)

P
: p

re
va

lê
n

ci
a,

 IM
: i

n
te

n
si

d
ad

e 
m

éd
ia

, A
M

: a
b

u
n

d
ân

ci
a 

m
éd

ia
.

8. Referências
1. Acácio, M., Varella, Â.M.B., Malta, 

J.C.O., 2012. The parasitic crustaceans of 
Serrasalmus rhombeus (Linnaeus, 1776) 
(Characiformes: Serrasalmidae) from 
floodplain lakes of the Solimões River, 
Central Amazon, Brazil. Neotropical 
Helminthology. 6(2), 179-184.

2. Acosta, A.A., Carvalho, E.D., Silva, R.J., 
2013. First record of Lernaeacyprinacea 
(Copepoda) in a native fish species from a 
Brazilian river. Neotropical Helminthology. 
7, 7–12.

3. Aguiar, J.C., Rosim, D.F., Santos, S.M., 
Luque, J.L., Ceccarelli, P.S., Adriano, E.A., 
Tavares, L.E., 2017. A new species of 
Argulus (Crustacea, Branchiura, Argulidae) 
from the skin of catfish, with new records of 
branchiurans from wild fish in the Brazilian 
Pantanal wetland. Zootaxa. 4320(3), 
447-469.

4. Alcántara, F., Chu-Koo, F., Rodriguez, L., 
Chávez, C., Bernuy, A., Barbarán, T., Tello, 
S., Nuñez, J., 2008. Primer reporte de pa-
rasitismo de Brachyplatystomatigrinum 
por Arguluspestifer, em acuicultura. Folia 
Amazónica. 17, 99-102.

5. Alcântara, N.M., Tavares-Dias, M., 2015. 
Structure of the parasites communities 
in two Erythrinidae fish from Amazon 
River system (Brazil). Revista Brasileira de 
Parasitologia Veterinária. 24(2), 183-190.

6. Alves, D.R., Luque, J.L., Paraguassu, 
A.L., 2000. Ectoparasitas da tilápia niló-
tica Oreochromis niloticus (Osteichthyes: 
Cichlidae) da estação de piscicultura da 
UFRJ. Revista Universidade Rural Ciências 
e Vida. 22, 81-85.

7. Araújo, C.S.O., Gomes, A.L., Tavares-
Dias, M., Andrade, S.M.S., Belem-Costa, 
A., Borges, J.T., Queiroz, M.N., Barbosa, 
M., 2009a. Parasitic infections in pira-
rucu fry, Arapaima gigasSchinz, 1822 
(Arapaimatidae) kept in a semi-intensive 
fish farm in Central Amazon, Brazil. 
VeterinarskiArhiv. 79(5), 499-507.

8. Araújo, C.S.O.D., Barros, M.C., Gomes, 
A.L.D.S., Varella, A.M.B., Viana, G.D.M., 
Silva, N.P.D., Fraga, E.C., Andrade, S.M.S., 
2009b. Parasitas de populações naturais 



1478. Crustáceos argulídeos e lerneídeos de peixes de água doce do Brasil

e artificiais de tucunaré (Cichla spp.). Revista 
Brasileira de Parasitologia Veterinária. 18(1), 
34-38.

9. Arévalo, E.G., Morey, G.A.M., Malta, J. C.O., 
2018. Parasitic fauna of Prochilodus nigricans 
(Prochilodontidae) from Brazilian Amazon 
floodplain lakes. Biota Amazônia. 8(1), 19-21.

10. Azevedo, R.K.D., Abdallah, V.D., Silva, 
R.J.D., Azevedo, T.M., Martins, M.L., 
Luque, J.L., 2012. Expanded description of 
Lamproglenamonodi(Copepoda: Lernaeidae), 
parasitizing native and introduced fishes in Brazil. 
Rev. Brasil. Parasitol. Vet. 21(3), 263-269.

11. Azevedo, T.M.P., Martins, M.L., Bozzo, F.R., 
Moraes, F.R., 2006. Haematological and gills re-
sponse in parasitized tilapia from valley of Tijucas 
River, SC. Brazil. ScientiaAgricola. 63, 115-120.

12. Bastos, P.A.M.B., Clemente, S.C.S., Lima, F.C., 
1996. Aspectos anatomopatológicos da para-
sitose por Lernaeacyprinacea (L.). (Crustacea: 
Copepoda) em tambaqui (Colossoma macropo-
mumCuvier, 1818). Revista Brasileira de Ciência 
Veterinária. 3, 15–21. 

13. Békési, L., 1997. Evaluation of data on ichthyo-
lopathological analyses in Brazilian Northeast.  
Ciência e Cultura. 44(6), 400-403.

14. Benetton, M.L.F.N., Malta, J.C.O., 1999. 
Morfologia dos estágios de náuplios e copepodito 
de PerulernaeagamitanaeThatcher e Paredes, 1985 
(crustácea: cyclopoida: lernaeidae), parasita do 
tambaqui Colossoma macropomum (Cuvier, 1818) 
(Osteichthyes: Characidae), cultivados em labo-
ratório. Acta Amazonica. 29(1), 97-121.

15. Bernardino, M.G.S., Silva, E.G., Bezerra, T.I.C., 
Lucena, R.B., Satake F., 2016. Avaliação ectopara-
sitológica, hematológica e histopatológica de traí-
ras Hopliasmalabaricus Bloch, 1794, provenientes 
de açudes localizados no município de Sumé, es-
tado da Paraíba. Pesq. Vet. Brasil. 36(7), 581-586.

16. Bittencourt, L.S., Pinheiro, D.A., Cárdenas, 
M.Q., Fernandes, B.M., Tavares-Dias, M., 2014. 
Parasites of native Cichlidae populations and in-
vasive Oreochromis niloticus (Linnaeus, 1758) in 
tributary of Amazonas River (Brazil). Rev. Bras. 
Parasitol. Vet. 23(1), 44-54.

17. Boeger, W. A., 1999. Lerneae: biologia e preven-
ção. Panorama da Aquicultura, 9(57), 32-36.

18. Borges, W.F., Santos, G.G., Oliveira, M.S.B.D., 
Tavares-Dias, M., 2019. Parasites in gills of 

Aequidenstetramerus, Cichlid from the lower Jari 
River, a tributary of the Amazon River, Northern 
Brazil. Boletim do Instituto de  Pesca. 45(1), 
e.485.

19. Boxshall, G., Hayes, P., 2019. Biodiversity and 
taxonomy of the parasitic Crustacea, in: Smit, 
N., Bruce, N., Hadfield, K. (Eds.), Parasitic 
Crustacea. Springer, Cham, pp. 73-134. http://
dx.doi.org/10.1007/978-3-030-17385-2_3.

20. Boxshall, G.A., Montú, M.A. Schwarzbold, A., 
1997. A new species of Lernaea L. (Copepoda: 
Cyclopoida) from Brazil, with notes on its ontog-
eny. SystematicParasitology. 37, 195-205.

21. Cardoso, A.C.F., Oliveira, M.S.B., Neves, L.R., 
Tavares-Dias, M., 2017. Metazoan fauna parasi-
tizing Peckoltiabraueri and Pterygoplichthys par-
dalis (Loricariidae) catfishes from the northeas-
tern Brazilian Amazon. Acta Amazonica. 47(2), 
147-154.

22. Cardoso, S.U., Pazdiora, B.R.C.N., Pazdiora, 
R.D., Oliveira, L.D.S.C., Takemoto, R.M., Souza, 
R.H.B., 2020. Avaliação in vitro de quimiote-
rápicos e fitoterápicos no controle de Argulus 
sp. Brazilian Journal of Development. 6(2), 
5797-5808.

23. Capart, A., 1944. Notes sur les copépodes para-
sites. III. Copépodes parasites despoissons d`eau-
doucedu Congo Belge. Bull Musée Royal d`His-
toire Nat Belgique. 20, 1-24.

24. Carvalho, L.N., Arruda, R., Del-Claro, K., 2004. 
Host-parasite interactionsbetweenthe piranha 
Pygocentrusnattereri (Characiformes: Characidae) 
andisopodsandbranchiurans (Crustacea) in 
theRio Araguaia basin, Brazil. Neotropical 
Ichthyology. 2(2), 93-98. 

25. Carvalho, L.N., Del-Claro, K., Takemoto, R.M., 
2003. Host–parasite interactionbetween-
branchiurans (Crustacea: Argulidae) and piran-
has (Osteichthyes: Serrasalminae) in the Pantanal 
wetlandof Brazil. Environmental Biologyof Fishes. 
67, 289-296.

26. Ceccarelli, P.S., 1988. Susceptibilidade à in-
festação de Lernaea (Copepoda: Lernaeidae) 
Linnaeus em diferentes espécies de peixes culti-
vados no CEPTA e testes de infestação no pacu 
Piaractusmesopotamicus em laboratório. Bol. Téc. 
Cepta. 1(2), 31-35.

27. Ceccarelli, P.S., Figueira, L.B., Ferraz de Lima, 
C.L.B., Oliveira, C.A., 1990. Observações sobre a 
ocorrência de parasitos no CEPTA entre 1983 e 



148 Cadernos Técnicos de Veterinária e Zootecnia, nº 101 - fevereiro de 2022

1990. Bol. Téc. Cepta. 3, 43-54.

28. Corrêa, L.L., Oliveira, M.S.B., Prestes, L., Tavares-
Dias, M., 2016a. First record in Brazil of Epistylis 
sp.(Ciliophora) adhered to Argulussp.(Argulidae), 
a parasite ofHopliasaimara (Eritrhinidae). Natural 
Resources. 7, 331-336.

29. Corrêa, L.L., Tavares-Dias, M., Ceccarelli, P.S., 
Adriano, E.A., 2016b. Hematological alterations 
in Astyanax altiparanae (Characidae) caused 
by Lernaeacyprinacea (Copepoda: Lernaeidae). 
DiseasesofAquatic Organisms. 120,77–81. 

30. Costello, M., 2009. The global economic cost of 
sea lice to the salmonid farming industry. Journal 
of Fish Diseases. 32(1), 115-118.

31. Covich, A.P., Thorp, J.H., Christopher Rogers, D., 
2010. Introduction to the Subphylum Crustacea. 
in: Thorp, J.H. and Chrisopher Rogers, D. (Eds.), 
Ecology and Classification of North American 
Freshwater Invertebrates, Academic Press, pp. 
695-723.

32. De Zoysa, M., Ryu, S.Y., Kim, H.C., Park, B.K., 
2017. A scanning electron microscopic study of 
Argulus japonicus (Crustacea: Branchiura) iso-
lated from goldfish (Carassius auratus) in Korea. 
Pakistan Journal of Zoology. 49(2), 727-732.

33. Delgado, P.M., Mathews, J.P., Arenas, J.V., 
Orbe, R.I., 2011. Infestación masiva por 
Perulernaeagamitanae(Crustacea: Cyclopoida: 
Lernaeidae) en juvenilesde gamitana, cultivados 
en la Amazonia peruana.  Veterinária México. 
42(1), 59-64.

34. Devashish, K., 2016. Crustacean Parasite, in: 
Devashish K., (Ed.), Epizootic ulcerative fish dis-
ease syndrome. Academic Press, Massachusetts, 
pp. 709–755.

35. Dias, M.K.R, Tavares-Dias, M., 2015. Seasonality 
affects the parasitism levels in two fish species in 
the eastern Amazon region. J. Appl. Ichthyol. 31, 
1049-1055.

36. Dias, M.K.R., Neves, L.R., Marinho, R.G.B., 
Tavares-Dias, M., 2015.Parasitic infection in 
tambaqui from eight fish farm in northern Brazil. 
Arquivo Brasileiro de Medicina Veterinária e 
Zootecnia. 67(4), 1070-1076.

37. Duarte, R., Almeida-Berto, M.D.F.C.D., Calvario, 
C. F., Santos-Clapp, M.D.D., Brasil-Sato, M.D.C., 
2020. Argulus elongatus (Branchiura, Argulidae) 
in fish in the upper São Francisco River, Brazil. 
Revista Brasileira de Parasitologia Veterinária. 

29(2), e016119.

38. Düpont, A., Lobo, E.A., 2011. First record of the 
ocurrence of Lernaeacyprinacea (Linnaeus, 1758) 
on Astyanax fasciatus (Cuvier, 1819), Pardinho 
River, RS, Brazil. Caderno de Pesquisa, Série 
Biologia. 23, 20-25.

39. Eiras, J.C., Velloso, A.L., Pereira, J., 2017. Parasitos 
de peixes marinhos da América do Sul. https://
io.f urg.br/images/PAR A SITOS -PEIXES -
MARINHOS-AMERICA-SUL-EBOOK.pdf/ 
(accessed 07 July 2020).

40. Fernandes, G.Q., Costa Pereira, M.A.V., 
Mattos-Júnior, D.G., Souza, G., 2006. 
Levantamento de parasitos em infrapopulação 
de BryconinsignisSteindachner, 1876 (Pisces, 
Characidae), criada na região norte fluminen-
se, Rio de Janeiro, Brasil. Cienc. Anim. Bras. 7, 
309–313.

41. Figueira, L.B., Ceccarelli, P.S., 1991. Observações 
sobre a presença de ectoparasitos em pisciculturas 
tropicais de interior (CEPTA e região). Boletim 
Técnico do CEPTA. 4(1), 57-65.

42. Fischer, C., Malta,J.C.O., Varella, A.M.B., 2003. 
A fauna de parasitas do tambaqui, Colossoma 
macropomum (Cuvier, 1818) (Characiformes: 
Characidae) do médio Rio Solimões (AM) e do 
baixo Rio Amazonas (PA) e seu potencial como 
indicadores biológicos. Acta Amazonica. 33(4), 
651-662. 

43. Fontana, M., Takemoto, R.M., Malta, J.C.O., 
Mateus, L.A.D.F., 2012. Parasitismbyargulids 
(Crustacea: Branchiura) in piranhas 
(Osteichthyes: Serrasalmidae) captured in the 
Caiçarabays, upper Paraguay River, Pantanal, 
Mato Grosso State, Brazil. Neotropical 
Ichthyology. 10(3), 653-659.

44. Fortes, E., Hoffmann, R.P., Scariot, J., 1998. 
LernaeacyprinaceaLinneus, 1758 (Crustacea, 
Copepoda) parasitando peixes de água doce da 
grande Porto Alegre, RS, Brasil. Revista Brasileira 
de Medicina Veterinária. 20(2), 64-65.

45. Fujimoto, R.Y., Hide, D.M.V., Paixão, P.E.G., 
Abe, H.A., Dias, J.A.R., Sousa, N.C., Couto, 
M.V.S., Silva, R.V.B., Madi, R.R., Benavides, 
M.V., Ishikawa, M.M., Chagas, E.C., Boinjik, 
C.L., Dompieri, M.H.G., Pereira, A.M.L., Maciel, 
P.O., 2019. Fauna parasitária e relação parasito-
-hospedeiro de tambaquis criados na região do 
Baixo São Francisco, nordeste do Brasil. Arquivo 
Brasileiro de Medicina Veterinária e Zootecnia, 
71(2), 563-570.



1498. Crustáceos argulídeos e lerneídeos de peixes de água doce do Brasil

46. Furtado, W.E., Cardoso, L., Figueredo, 
A.B., Marchiori, N.C., Martins, M.L., 2019. 
Histological and hematological alterations of 
silver catfish Rhamdiaquelen highly parasit-
ized by Lernaeacyprinacea.  Diseasesof Aquatic 
Organisms. 135, 157–168.

47. Gabrielli, M.A., Orsi, M.L., 2000. Dispersion 
of Lernaeacyprinacea (Linnaeus) (Crustacea, 
Copepoda) in the north arca of the Paraná 
state, Brasil. Revista Brasileira de Zoologia. 17, 
395-399.

48. Gallio, M., Silva, A.S., Monteiro, S.G., 2007. 
Parasitismo por Lernaeacyprinacea em 
Astyanaxbimaculatus provenientes de um açude 
no município de Antônio Prado, Rio Grande do 
Sul. Acta ScientiaVeterinaria. 35, 209–212. 

49. Gama, C.S., Vieira, I.M., Silva Júnior, A.C., 
Tavares-Dias, M., Ferreira Sobrinho, A., 2015. 
Argulusjuparanensis (Branchiura) em raias 
Potamotrygon spp. (Potamotrygonidae) na foz 
do rio Amazonas (Brasil). Biota Amazônia. 5(2), 
134-136.

50. Garcia, D.A.Z., Orsi, M.L., Silva-Souza, A.T., 
2019. From Africa to Brazil: detection of African 
Oreochromis niloticus parasites in Brazilian fish 
farms. Acta Limnológica. Brasil. 31, e202.

51. Ghiraldelli, L., Martins, M.L., Jerônimo, G.T., 
Yamashita, M.M., Adamante, W.B., 2006a. 
Ectoparasites communities from Oreochromis ni-
loticus cultivated in the State of Santa Catarina, 
Brazil. Journal of Fisheries and Aquatic Sciences. 
1, 181-190.

52. Ghiraldelli, L., Martins, M.L., Yamashita, M.M., 
Jerônimo, G.T., 2006b. Ectoparasites influ-
ence on the hematological parameters of Nile 
tilapia and carp cultured in the State of Santa 
Catarina, Brazil. Journal of Fisheries and Aquatic 
Sciences.1, 270-276.

53. Godoi, M.M.I.M., Engracia, V., Lizama, M.L.A.P., 
Takemoto, R.M., 2012. Parasite-host relationship 
between the tambaqui (Colossomamacropomum 
Cuvier 1818) and ectoparasites, collected from 
fish farms in the city of Rolim de Moura, State 
of Rondônia, Western Amazon, Brazil. Acta 
Amazonica.42, 515-524.

54. Gomes, A.L.S., Malta, J.C.O., 2002. Postura, desen-
volvimento e eclosão dos ovos de Dolopscarvalhoi 
Lemos de Castro (Crustácea, Branchiura) em la-
boratório parasita de peixes da Amazônia Central. 
Revista Bras. Zool. 19, 141-149.

55. Gonçalves, R. A., Oliveira, M. S. B., Neves, L. R., 
Tavares-Dias, M., 2016. Seasonal pattern in parasite 
infracommunities of Hoplerythrinusunitaeniatus 
and Hopliasmalabaricus (Actinopterygii: 
Erythrinidae) from the Brazilian Amazon. Acta 
Parasitologica. 61(1), 119-129.

56. Hoshino, É.M., Tavares-Dias, M., 2019. 
Interannual and seasonal variation in proto-
zoan and metazoan parasite communities of 
Hemibryconsurinamensis, a characid fish inhabit-
ing the Brazilian Amazon. Acta Parasitologica. 
64(3), 479-488.

57. Hoshino, M.D.F.G., Hoshino, É.M., Tavares-
Dias, M., 2014. First study on parasites of 
Hemibryconsurinamensis (Characidae), a host 
from the eastern Amazon region. Revista 
Brasileira de Parasitologia Veterinária. 23(3), 
343-347.

58. Hoshino, M.D.F.G., Tavares-Dias, M., 2014. 
Ecology of parasites of Metynnislippincottianus 
(Characiformes: Serrasalmidae) from the eastern 
Amazon region, Macapá, State of Amapá, Brazil. 
Acta Scientiarum, Biological Sciences. 36(2), 
249-255.

59. Jerônimo, G.T, Gonçalves, E.L.T., Bampi, D., 
Paseto, A., Pádua, S.B., Ishikawa, M.M., Martins, 
M.L., 2013. Microhabitat of monogenea and 
copepodids of Lernaeacyprinacea on the gills 
of four Brazilian freshwater fish. Neotropical 
Helminthology. 7, 65-74.

60. Johnson, S.C., Bravo, S., Nagasawa, K., Kabata, Z., 
Hwang, J., Ho, J., Shih, C.T., 2004. A review of the 
impact of parasitic copepods on marine aquacul-
ture. Zoological studies. 43(2), 229-243.

61. Lester, R.J.G., Hayward, C.J., 2006. Phylum 
Arthropoda. in: Woo, P.T.K (Ed), Fish diseases 
and disorders vol 1: Protozoan and Metazoan 
infections,2nd edition. CAB international, 
London. pp. 466–565.

62. Lizama, M.A.P., Takemoto, R.M., Ranzani-
Paiva, M.J.T., Ayroza, L.M.S., Pavanelli, G.C., 
2007. Relação parasito-hospedeiro em peixes 
de piscicultura da região de Assis, estado de São 
Paulo. Brasil. 1. Oreochromis niloticus (Linnaeus 
1957). Acta Scientiarum, BiologicalSciences. 29, 
223-231.

63. Luque, J.L., Pavanelli, G., Vieira, F., Takemoto, R., 
Eiras, J., 2013. Checklist of Crustacea parasitizing 
fishes from Brazil. Check List. 9(6), 1449-1470.

64. Mabilia, G.M., Souza, G., Maria, S., Oberst, E.R., 



150 Cadernos Técnicos de Veterinária e Zootecnia, nº 101 - fevereiro de 2022

2008. Efeito do banho de imersão de diflubenzu-
ron no sêmen do jundiá Rhamdiaquelen parasi-
tado por Lernaeacyprinacea. SeminaCien. Agrar. 
29,661-665.

65. Magalhães, A.L.B., 2006. First record of lernaeo-
sis in a native fish species from a natural envi-
ronment in Minas Gerais state, Brazil. Panamjas. 
1(1), 8-10.

66. Malta, J.C.O., 1982. Os argulídeos (Crustacea: 
Branchiura) da Amazônia brasileira, 2. Aspectos 
da Ecologia de DolopsgeayiBouvier, 1897 
e Argulusjuparanaensis Castro, 1950. Acta 
Amazonica. 12(4), 701-705. 

67. Malta, J.C.O., 1984. Os peixes de um lago de 
várzea da Amazônia Central (Lago Janauacá, 
Rio Solimões) e suas relações com os crustáce-
os ectoparasitas (Branchiura: Argulidae). Acta 
Amazonica. 14(3-4), 355-372.

68. Malta, J.C.O., Santos-Silva, E.N., 1986. 
Argulusamazonicus n. sp., crustáceo parasito 
de peixes da Amazônia brasileira (Branchiura: 
Argulidae). Amazoniana, Limnologia et 
O e c o l o g i a R e g i o n a l i s Sy s te m at i F l u m i n i s 
Amazonas. 9(4), 485-492.

69. Malta, J.C.O., Varela, A., 1983. Os argulídeos 
(Crustacea: Branchiura) da Amazônia brasileira. 
3. Aspectos da ecologia de DolopsstriataBouvier, 
1899 e DolopscarvalhoiCastro, 1949. Acta 
Amazonica. 13(2), 299-306.

70. Malta, J.C.O., Varella, A.M.B., 2000. 
Arguluschicomendesi sp. n. (Crustacea: Argulidae) 
parasita de peixes da Amazônia brasileira. Acta 
Amazonica. 30(1), 481-498.

71. Martins, M.L., Azevedo, T.M.P., Ghiraldelli, L., 
Bernardi, N., 2010. Can the parasitic on Nile ti-
lapia be affected by different production systems? 
Anais da Academia Brasileira de Ciências. 82, 
493-500.

72. Martins, M.L., Moraes, F.R., Fujimoto, R.Y., 
Onaka, E.M., Nomura, D.T., Silva, C.A.H., 
Schalch, S.H.C., 2000. Parasitic infections in cul-
tivated freshwater fishes: a survey of diagnosticat-
ed cases from 1993 to 1998. Revista Brasilera de 
Parasitologia Veterinária. 9, 23-28.

73. Martins, M.L., Onaka, E.M., Moraes, F.R., Bozzo, 
F.R., Faro, A.M., Paiva, C., Gonçalves, A., 2002. 
Recent studies on parasitic infections of freshwa-
ter cultivated fish in the state of São Paulo, Brazil. 
Acta Scientiarum. 24,981-985.

74. Martins, M.L., Romero, N.G., 1996. Efectosdel 
parasitismosobreeltejidobranquial em pecescul-
tivados: estúdio parasitologico e histopatologico. 
Revista Brasileira de Zoologia. 13(2), 489-500.

75. Medeiros, E.S., Malchik, L., 1999. The effects 
of hydrological disturbance on the intensity of 
infestation of Lernaeacyprinacea in an intermit-
tent stream fish community. The Journalof Arid 
Environments. 43, 351-356. 

76. Møller, O.S., 2009. Branchiura (Crustacea) - 
survey of historical literature and taxonomy. 
Arthropod Systematics & Phylogeny. 67(1), 
41-55.

77. Møller, O.S., 2012. Argulus foliaceus, in: Woo, 
P.T.K., Buchmann, K. (Eds.), Fish Parasites 
Pathobiology and Protection. CAB international, 
London, pp. 327-336. 

78. Morais, A.M., Varela, A.M.B., Malta, J.C.O., 
2011.Perulernaeagamitanae (Crustacea: 
Lernaeidae) parasitizing Colossoma macropomum 
(Osteichthyes: Serrasalminae) raised in captiv-
ity in the Brazilian Amazon. Biologi  Geral e 
Experimental. 11(1), 23-28.

79. Morey, G.A.M., Arellano, H.S., 2019. Infestation 
of Dolopsdiscoidalis (Branchiura: Argulidae) on 
Pseudoplatystomapunctifer (Castelnau, 1855) 
(Siluriformes: Pimelodidae) from a fish pond in 
the Peruvian Amazon. Aquaculture. 500, 414-416.

80. Morey, G.A.M., Malta, J.C.O., 2016. Metazoários 
parasitas das narinas do tambaqui Colossoma 
macropomum (Cuvier, 1818) (Characiformes: 
Characidae) coletadas em lagos de várzea da 
Amazônia Central, Brasil. Folia Amazónica. 25, 
71-76.

81. Neves, L.R., Pereira, F.B., Tavares-Dias, M., 
Luque, J. L., 2013. Seasonal influence on the para-
site fauna of a wild population of Astronotus ocel-
latus (Perciformes: Cichlidae) from the Brazilian 
Amazon. The Journal of Parasitology. 99(4), 
718-721.

82. Neves, L.R., Tavares-Dias, M., 2019. Low levels of 
crustacean parasite infestation in fish species from 
the Matapi River in the state of Amapá, Brazil. 
Revista Brasileira de Parasitologia Veterinária. 
28(3), 493-498.

83. Noga, E.J., 2010. Fishdisease: diagnosisandtreat-
ment. Iowa State University Press, Iowa.

84. Noor, A.I.E, Azza, E.D., Hassan, H.M., Mahmoud, 
A.E., 2013. Studies on Lernaeosisaffecting cul-



1518. Crustáceos argulídeos e lerneídeos de peixes de água doce do Brasil

tured golden fish (Carassius auratus) and trail for 
its treatment in earthen ponds at Kafr El-Sheikh 
Governorate, Egypt. Global Veterinaria.11(5), 
521-527.

85. Oliveira, M.S.B., Corrêa, L.L., Ferreira, D.O., 
Neves, L.R., Tavares-Dias, M., 2016a. Records of 
new localities and hosts for crustacean parasites in 
fish from the eastern Amazon in northern Brazil. 
Journalof ParasiticDiseases. 41(2), 565-570.

86. Oliveira, M.S.B., Corrêa, L.L., Gonçalves, R.A., 
Neves, L.R., Prestes, L., Ferreira, D.O., Tavares-
Dias, M., 2019. New records of crustaceans infest-
ingPhractocephalushemioliopterus (Siluriformes: 
Pimelodidae), the large catfish from the Amazon. 
Revista Mexicana de Biodiversidad. 90, e901969.

87. Oliveira, M.S.B., Gonçalves, R.A., Tavares-
Dias, M., 2016b. Community of parasites in 
Triportheuscurtus and Triportheus angulatus 
(Characidae) from a tributary of the Amazon 
River system (Brazil). Studies on Neotropical 
Fauna and Environment. 51(1), 29-36.

88. Oliveira, M.S.B., Tavares-Dias, M., 2016. 
Communities of parasite metazoans in 
Piaractusbrachypomus (Pisces, Serrasalmidae) 
in the lower Amazon River (Brazil). Revista 
Brasileira de Parasitologia Veterinária. 25(2), 
151-157.

89. Pagliarini, C.D., Franceschini, L., Ribeiro, C.D.S., 
Delariva, R.L., Amorim, J.P.D.A., Ramos, I.P., 
2019. Dolopscarvalhoi as a vector of Epistylis 
sp. between cultivated and wild specimens of 
Oreochromis niloticus in Brazil. Revista Brasileira 
de Parasitologia Veterinária. 28(2), 325-329.

90. Pala, G., 2016. Estudo ecológico e patológico 
de comunidades parasitárias infestando tilápia-
-do-nilo criadas em tanques-rede. Dissertação 
de Mestrado. Centro de Aquicultura da Unesp 
(Caunesp), Programa de Pós-Graduação em 
Aquicultura. 90p.

91. Pala, G., Farias, T.H.V., Alves, L.D.O., Pilarski, 
F., Hoppe, E.G.L., 2018. Association of Epistylis 
spp. (Ciliophora: Peritrichia) with parasitic 
crustaceans in farmed piavaMegaleporinusobtu-
sidens (Characiformes: Anostomidae). Revista 
Brasileira de Parasitologia Veterinária. 27(3), 
348-353.

92. Parida, S., Mohapatra, A., Mohanty, J., Sahoo, P. 
K., 2017. Labeorohita and Argulus siamensis infec-
tion: Host size, local inflammatory reaction and 
immunity modulate ectoparasite load on fish. 
Aquaculture Research. 49, 757-766.

93. Pavanelli, G.C., Eiras, J.C., Takemoto, R.M., 2008. 
Doenças de Peixes: Profilaxia, Diagnóstico e 
Tratamento, three ed. Eduem, Maringá, Brasil.

94. Pazdiora, B.R.C.N., Souza, R.H.B., Medeiros, S.P., 
Oliveira, W.I. Silva, E.E., Holanda, N.G.M., 2020.  
Avaliação do desenvolvimento do ciclo de vida do 
parasito Perulernaeagamitanae em condições de 
cultivo in vitro e in vivo.  The Brazilian Journal of 
Development. 6(2), 8907-892.

95. Pereira, J.N., Morey, G.A.M., Malta, J.C.O., 
2017. First record of Dolops striata (Branchiura: 
Argulidae) on Arapaima gigas from a fish farm 
in state of Pará, Brazil. Folia Amazónica. 26(2), 
205-208.

96. Pereira, S.L.A., 2001. Acompanhamento da fau-
na parasitária do tambaqui, Colossoma macropo-
mum (Cuvier, 1818), em repovoamento de lagos 
de várzea da Amazônia Central. Dissertação de 
Mestrado. Universidade do Amazonas/Instituto 
Nacional de Pesquisas da Amazônia (UA/
INPA), Programa de Pós-Graduação em Biologia 
Tropical e Recursos Naturais. 75p.

97. Pizzolatti, I.A., 2000. Lernaeacyprinacea controle 
e prevenção em pisciculturas de águas interio-
res. Monografia Pós-Graduação Universidade do 
Estado de Santa Catarina. 

98. Plumb, J.A., 1997. Infectious diseases of striped 
bass, in: Harrell, R.M. (Ed.), Striped bass and 
other morone culture. Elsevier, Rio de Janeiro, pp. 
271-313.

99. Ranzani-Paiva, M.J., Vieira, A.L., Ishikawa, C.M., 
1989. Análise dos constituintes do plasma san-
guíneo da carpa, Cyprinuscarpio, infestada por 
Argulussp. Boletim do Instutode  Pesca. 16(1), 
117-121.

100. Rocha, M.J.S., Jerônimo, G.T., Costa, O.T.F.D., 
Malta, J.C.O., Martins, M.L., Maciel, P.O., 
Chagas, E.C., 2018. Changes in hematologi-
cal and biochemical parameters of tambaqui 
(Colossomamacropomum) parasitized by meta-
zoan species. Revista Brasileira de Parasitologia 
Veterinária. 27(4), 488-494.

101. Sahoo, P.K., Mohanty, J., Garnayak, S.K., 
Mohanty, B.R., Kar, B., Prasanth, H., Jena, J.K., 
2013. Estimation of loss due to argulosis in 
carp culture ponds in India. Indian Journal of  
Fisheries. 60(2), 99-102.

102. Saurabh, S., Sahoo, P.K., 2010. Non-specific 
immune responses of the Indian major carp 
Labeorohita Hamilton to infestation by the 



152 Cadernos Técnicos de Veterinária e Zootecnia, nº 101 - fevereiro de 2022

freshwater fish louse Argulus siamensis (Wilson). 
Indian Journal of Fisheries. 57(2), 45-53.

103. Schalch, S.H.C., Andrade Belo, M.A., Soares, 
V.E., Moraes, J.R.E., Moraes, F.R., 2005. 
Eficácia do diflubenzuron no controle de 
Dolopscarvalhoi (Crustacea: Branchiura) 
em jovens pacus Piaractusmesopotamicus 
(Osteichthyes: Characidae) naturalmente in-
fectados. Acta Scientiarum, Animal. 27(2), 
297-302.

104. Schalch, S.H.C., Moraes, F.R., 2005. 
Distribuição sazonal de parasitos branquiais 
em diferentes espécies de peixes em pesque-
-pague do município de Guariba-SP, Brasil. 
Revista Brasileira de Parasitologia Veterinária. 
14, 141-146.

105. Schalch, S.H.C., Moraes, F.R., Moraes, F.R., 
2006. Fauna parasitária de peixes oriundos de 
“pesque-pague” do município de Guariba, São 
Paulo, Brasil. Acta Scientiarum. 28, 291-297.

106. Shields, R.J., Goode, R.P., 1978. Host rejec-
tion of LernaeacyprinaceaL. (Copepoda). 
Crustaceana. 35(3), 301-307.

107. Silva, N.M.M., 1980. Argulusspinulosus sp. n. 
(Branchiura, Argulidae), em peixes de água 
doce do Rio Grande do Sul, Brasil. Iheringia, 
Série Zoologia. 56, 15-23.

108. Silva, R.M., Tavares-Dias, M., Dias, M.W.R., 
Dias, M.K.R., Marinho, R.G.B., 2013. 
Parasitofauna no híbrido tambacu de piscicultu-
ras. Pesq. Agrop. Brasil. 48(8), 1049-1057. 

109. Silva-Souza, A.T., Abdallah, V.D., De Azevedo, 
R.K., Da Silva, F.A., Luque, J.L., 2011. Expanded 
description of Dolops bidentata (Bouvier, 1899)
(Branchiura: Argulidae) based on specimens 
collected on PygocentrusnattereriKner, 1858 
(Characiformes) from Poconé Wetland, MT, 
Brazil. Brazilian Journal of Biology. 71(1), 
145-149.

110. Silva-Souza, A.T., Almeida, S.C., Machado, 
P.M., 2000. Effect of the infestation by 
Lernaeacyprinacea Linnaeus, 1758 (Copepoda, 
Lernaeidae) on the leucocytes of Schizodoninte
rmediusGaravello&Britski, 1990 (Osteichthyes, 
Anostomidae). Revista Brasileira de Biologia. 
60, 217–220.

111. Souza, A.K.S., Malta, J.C.O., 2018. A new species 
of branchiura parasite of Arapaima gigasSchinz, 
1822 from Brazilian Amazon. Neotropical 
Helminthology. 12 (2), 187-193.

112. Suárez-Morales, E., 2015. Class Maxillipoda, 
in: Thorp, J.H., Covich, A.P. (Eds.), Freshwater 
Invertebrates. Academic Press, Massachusetts, 
pp. 709–755.

113. Tavares-Dias, M., Dias, M.K.R., Neves, L.R., 
Marinho, R.G.B., Pinheiro, D.A., 2015a. 
Parasitismo em tambatinga (Colossoma macro-
pomum x Piaractusbrachyopomus,Characidae) 
cultivados na Amazônia, Brasil. Acta 
Amazonica. 45(2), 231-238.

114. Tavares-Dias, M., Dias-Júnior, M.B.F., 
Florentino, A.C., Silva, L.M.A., Cunha, A.C., 
2015b. Distribution pattern of crustacean ecto-
parasites of freshwater fish from Brazil. Revista. 
Brasileira de Parasitologia Veterinária. 24, 
36-147.

115. Tavares-Dias, M., Martins, M.L., 2017. An over-
all estimation of losses caused by diseases in 
the Brazilian fish farms. J. Parasi.t Dis. 41(4), 
913-918.

116. Tavares-Dias, M., Martins, M.L., Kronka, 
S.D.N., 1999. Evaluation of the haemato-
logical parameters in Piaractusmesopotamicus 
Holmberg (Osteichthyes, Characidae) with 
Argulus sp.(Crustacea, Branchiura) infesta-
tion and treatment with organophosphate. 
RevistaBrasileira de Zoologia. 16(2), 553-555.

117. Tavares-Dias, M., Martins, M.L., Moraes, F.R., 
2001a. Fauna parasitária de peixes oriundos 
de pesque-paguesdo município de Franca, São 
Paulo, Brasil. I. Protozoários. Revista Brasileira 
de Zoologia. 18, 67-79. 

118. Tavares-Dias, M., Martins, M.L., Moraes, F.R., 
Kronka, S.N., 2000. Fator de condição e rela-
ção hepato e esplenossomática em teleósteos 
de água doce naturalmente parasitados. Acta 
Scientiarum. 22,533-537.

119. Tavares-Dias, M., Moraes, F.R., Martins, 
M.L., 2008. Hematological assessment in 
four Brazilian teleost fish with parasitic infec-
tions, collected in feefishing from Franca, São 
Paulo, Brazil. Boletim do Instituto de Pesca. 
34,189-196.

120. Tavares-Dias, M., Moraes, F.R., Martins, M.L., 
Kronka, S.N., 2001b. Fauna parasitária de pei-
xes oriundos de “pesque-pagues” do município 
de Franca, São Paulo, Brasil. II. Metazoários. 
Revista Brasileira de Zoologia. 18, 81-95.

121. Tavares-Dias, M., Moraes, F.R., Onaka, E.M., 
Rezende, P.C.B., 2007. Changes in blood pa-



1538. Crustáceos argulídeos e lerneídeos de peixes de água doce do Brasil

rameters of hybrid tambacufsh parasitized by 
Dolopscarvalhoi (Crustacea, Branchiura), a fsh 
louse. VeterinarskiArhiv. 77(4), 355-363.

122. Tavares-Dias, M., Neves, L.R., 2017. Diversity 
of parasites in wild Astronotus ocellatus 
(Perciformes, Cichlidae), an ornamental and 
food fish in Brazil. Anais da Academia Brasileira 
de Ciências, 89, 2305-2315.

123. Tavares-Dias, M., Oliveira, M., Gonçalves, R., 
Silva, L., 2014. Ecology and seasonal varia-
tion of parasites in wild Aequidenstetramerus, a 
Cichlidae from the Amazon. Acta Parasitologica. 
59(1), 158-164.

124. Tavares-Dias, M., Oliveira, M.S.B., 2017. 
Structure of parasites community in 
Chaetobranchopsis orbicularis (Cichlidae), a 
host from the Amazon River system in northern 
Brazil. ParasitologyResearch. 116, 2313-2319.

125. Tavares-Dias, M., Santos, E.F., Dias, 
M.K.R., Marinho, R.G.B., Ono, E.A., 2011. 
Perulernaeagamitanae(Copepoda: Lernaeidae) 
parasitizing tambaqui (Colossoma macropo-
mum) (Characidae) andthehybrids tambacu 
andtambatinga, cultured in northern Brasil. 
ArquivoBrasileiro de MedicinaVeterinária e 
Zootecnica. 63(4), 988-995.

126. Thatcher, V.E., 2006. Amazon fish parasites. 
Pensoft, Moscow.

127. Thatcher, V.E., Paredes, V.A., 1985. Parasitic 
copepod Perulernaeagamitanaegen. et 
sp. Nov. (Cyclopoida: Lernaeidae) from 
the nasal fossae of a Peruvian Amazon 
food fish. Amazoniana. 9,169-175.

128. Tufail, H., Qureshi, N.A., Khan, N., Iqbal. K.J., 
Khan, M.R., Maqbool, A., 2017. Prevalence and 
effects of Lernaeacyprinacea(anchor worm) on 
the growth, skin histopathology and hematol-
ogy of Catlacatla. Iranian Journal of Fisheries. 
Sci.16(1), 341-351.

129. Valentim, M., Vargas, L., Moreira, H.M., 
Ribeiro, R.P., 2003. Comparação de protocolos 
para extração do DNA de Lernaea sp.(Cope-
poda: Cyclopoida). Acta Scientiarum, Animal 
Sciences. 25(2), 219-222.

130. Vasconcelos, H.C.G., Sá-Oliveira, J.C., Salomão, 
D.D.C.O., Tavares-Dias, M., 2020. Crustacean 
parasites of Leporinusaffinis, an Anostomidae fish 
from the Brazilian Amazon. Revista Brasileira 
de Parasitologia Veterinária. 29(2),e001820.

131. Vasconcelos, H.C.G., Tavares-Dias, M., 2016. 
Host-parasite interaction between crustaceans 
of six fish species from the Brazilian Amazon. 
Acta Scientiarum. BiologicalSciences. 38(1), 
113-123.



154 Cadernos Técnicos de Veterinária e Zootecnia, nº 101 - fevereiro de 2022

1. Introdução
O diagnóstico 

e a identificação de 
agentes parasitários 
em peixes podem ser 
realizados por meio 
da associação dos si-
nais clínicos com os 
achados laboratoriais, 
como raspados e ava-
liação microscópica, de forma a identi-
ficar as características morfológicas do 
parasito, bem como mediante o uso das 
técnicas de histopatologia e de biologia 
molecular.

Devido a uma am-
pla gama de hospedei-
ros susceptíveis e sinais 
clínicos genéricos ve-
rificados nos casos de 
infestações e infecções 
em peixes, o diagnós-
tico em condições de 
campo (na própria pis-
cicultura) e laboratorial 
é indispensável para 

a determinação do agente etiológico 
envolvido na doença. Contudo, outros 
fatores, como especificidade do hospe-
deiro, ambiente aquático (água doce ou 
marinho) e parâmetros de qualidade de 

9. Métodos de 9. Métodos de 
diagnóstico de doenças diagnóstico de doenças 
parasitárias em peixes parasitárias em peixes 

de produçãode produção

O diagnóstico e a 
identificação de agentes 
parasitários em peixes 
podem ser realizados 

por meio da associação 
dos sinais clínicos com 

os achados laboratoriais, 
como raspados e avaliação 

microscópica ...

Guilherme Campos Tavares1*
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água, podem auxiliar na identificação 
do parasito (Bruno et al., 2006), como 
relatado nos capítulos anteriores deste 
caderno técnico.

Dessa forma, o presente capítulo 
visa apresentar as principais metodolo-
gias utilizadas no exame parasitológico 
de animais doentes, possibilitando um 
diagnóstico mais acurado. 

2. Como suspeitar de 
doenças parasitárias?

Independentemente do parasito 
envolvido no surto de doenças, os pei-
xes parasitados podem demonstrar um 
comportamento anormal no ambiente 
aquático, como letargia, natação erráti-
ca ou natação próxima à superfície da 
água e dificuldade respiratória, uma vez 
que a infestação parasitária pode causar 
redução da superfície para a troca gaso-
sa no tecido branquial, que culmina em 
hiperventilação (Martins et al., 2015). 
Outros animais podem apresentar áreas 
de descamação, erosões ou ulcerações 
de tegumento(Pádua et al., 2011), que 
resultam em distúrbio 
osmorregulatórios, en-
quanto outros peixes 
podem apresentar ca-
quexia e perda progres-
siva de peso (Valladão 
et al., 2020), como con-
sequência de alta car-
ga parasitária no trato 
gastrointestinal.

Quando um pro-

dutor ou responsável técnico pela pro-
dução piscícola observa tais alterações 
nos animais, este deve considerar que 
há uma anormalidade em seu sistema 
de criação. Descartada a possibilidade 
de as manifestações clínicas estarem 
associadas às alterações ambientais, o 
produtor deve avaliar se a causa da en-
fermidade é originada por agentes in-
fecciosos, pesquisando inicialmente por 
parasitos. Os peixes doentes devem ser, 
então, coletados e submetidos ao exa-
me parasitológico. Esse exame pode ser 
realizado tanto em condições de campo 
como em laboratórios de diagnóstico. 
Os principais métodos utilizados para 
a detecção de parasitos estão listados na 
Tabela 1. 

3. Realização do exame 
parasitológico na 
piscicultura

Após a coleta dos animais enfermos 
(vivos), estes devem ser inspecionados 
macroscopicamente (exame físico) em 
toda a sua superfície corporal para vi-

sualização de crustáceos 
ectoparasitas (Araújo et 
al., 2009) ou de lesões 
sugestivas de dano epi-
telial ou branquial cau-
sado por protozoários 
(Maceda-Veiga et al., 
2009), com o produ-
ção excessiva de muco, 
pontos brancos, palidez 
branquial, erosão de te-

...[Os] animais enfermos 
(vivos), estes devem 
ser inspecionados ... 
(exame físico) em ... 

sua superfície corporal 
para ... ectoparasitas ... 
ou ... lesões sugestivas 

de dano epitelial ou 
branquial causado por 

protozoários...
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gumento, áreas hemorrágicas e necrose 
tecidual (Martins et al., 2000; Pádua et 
al., 2013; Valladão et al., 2013).

Após a avaliação externa do animal, 
o profissional especialista pode reali-
zar a coleta do muco de superfície e do 
muco branquial. Para 
tanto, os peixes devem 
ser submetidos à eu-
tanásia por secção da 
medula espinhal, uma 
vez que o uso de sedati-
vos ou anestésicos pode 
causar o desprendimen-
to de ectoparasitos fra-
camente fixados no hos-
pedeiro aquático, como 
ocorre com monogené-

ticos, enviesando o número de parasitos 
observados no raspado (Noga, 2013). 
O procedimento de eutanásia dever ser 
obrigatoriamente supervisionado ou 
executado por um médico veterinário, 
conforme preconizado pela Resolução 

CFMV nº 1000, de 11 
de maio de 2012. 

O muco é coletado 
por raspagem da pele 
e/ou das brânquias 
mediante o uso de uma 
lâmina de bisturi (lado 
oposto à lâmina), lâ-
mina de vidro ou lamí-
nula (sendo estes dois 
últimos mais seguros 
em condições à cam-

Tabela 1. Métodos usados para o exame parasitológico e os principais parasitos 
identificados

Método de 
diagnóstico Parasitos identificados Local para 

exame Referência

Inspeção 

macroscópica

Crustáceos: argulídeos e 

lerneídeos

Piscicultura / 

Laboratório
(Araújo et al., 2009; 
Dias et al., 2015)

Raspado de muco 
Protozoários: flagelados 
e ciliados

Piscicultura* 

/ Laboratório
(Valladão et al., 2014; 
Valladão et al., 2013)

Raspado e/ou bióp-

sia de brânquia

Protozoários

Monogenéticos
Digenéticos
Mixosporídeos

Piscicultura* 

/ Laboratório
(Andrade et al., 2018; 
Leibowitz et al., 2019)

Avaliação do conteú-

do intestinal
Nematódeos

Acantocéfalos

Piscicultura / 

Laboratório

(Andrade-Porto et al., 

2015; Seixas et al., 
2020)

Esfregaço sanguíneo Trypanossoma sp. 
Piscicultura* 

/ Laboratório (Jesus et al., 2018)

*Para a realização desses métodos de diagnóstico a campo, é necessário que o profissional a executar 
tal tarefa tenha uma boa expertise e que possua um microscópio para análise do material a fresco.

O procedimento de 
eutanásia dever ser 
obrigatoriamente 

supervisionado ou 
executado por um 

médico veterinário, 
conforme preconizado 
pela Resolução CFMV 
nº 1000, de 11 de maio 

de 2012.
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po), através de um mo-
vimento no sentido 
craniocaudal (Figura 
1A). O muco aderido 
à lâmina de bisturi é 
então transferido para 
uma lâmina de vidro. 
Uma gota de água é adi-
cionada a essa lâmina 
para prevenir o resseca-
mento das amostras e 
permitir espalhamento 
do conteúdo (Figura 
1B). Posteriormente, é 
adicionada uma lamínu-
la por sobre o material, 
seguida por visualização 
em microscópio de luz, 
na objetiva de 10x, para 
a identificação do parasito (Figura 1C). 
Também se recomenda a avaliação da 
lâmina na objetiva de 40x, o que pos-
sibilita a identificação de alguns para-
sitos, de menor tamanho, incluindo os 
mixosporídeos. 

Já para a biópsia de brânquias, após 
a eutanásia dos animais, fragmentos 

da lamela primária são 
coletadas (Figura 2A)
por meio de corte rea-
lizado com tesoura de 
ponta fina após a aber-
tura do opérculo. Esses 
fragmentos branquiais 
são transferidos para 
uma lâmina de vidro 
coberta por uma gota 
de água, de forma a pre-
venir o ressecamento da 
amostra. Depois, uma 
lamínula é colocada por 
sobre o material (Figura 
2B). Deve-se evitar o 
pressionamento exces-
sivo da lamínula sobre 
a lamela branquial a fim 

de preservar a arquitetura do tecido. A 
lâmina preparada é, então, encaminhada 
ao microscópio de luz para visualização 
do parasita, também nas objetivas de 
10x e 40x, objetivando a identificação 
das características morfológicas do pa-
rasito (Figura 2C).

É possível a realização de coleta de 

Figura 1. Procedimento de coleta de muco de superfície. Primeiramente se realiza a raspagem do te-
gumento no sentido craniocaudal (A). O material coletado será transferido para uma lâmina (B) e vi-
sualizado por microscopia (C).Fotos cedidas por Guilherme Campos Tavares, EV-UFMG, Minas Gerais.

... para a biópsia de 
brânquias, após a 

eutanásia dos animais, 
fragmentos da lamela 
primária são coletadas 
(Figura 2A) por meio 

de corte realizado 
com tesoura de ponta 
fina, após a abertura 
do opérculo. Esses 

fragmentos branquiais 
são transferidos para 
uma lâmina de vidro 

[com] uma gota de água, 
de forma a prevenir 
o ressecamento da 

amostra, [e] ...  lamínula 
é colocada ...
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fezes dos animais por 
compressão da região 
ventral no sentido-
craniocaudal (Figura 
3A). O conteúdo fe-
cal coletado pode ser 
espalhado em uma 
lâmina de vidro com 
uma gota de água, co-
berta com lamínula, 
e visualizado em mi-
croscópio de luz, de 
forma a possibilitar a 
visualização de ovos 
de parasitos (Figura 

3B) e helmintos.  
Outras metodo-

logias de coleta de 
amostras também 
podem ser realizadas 
a campo, a fim de 
permitir uma poste-
rior identificação de 
ecto e endoparasitos, 
como, por exemplo, 
lavagem nasal, remo-
ção do globo ocular e 
fixação de peixes de 
pequeno porte (pei-
xe inteiro). Para tais 

Figura 2. Procedimento de biópsia de brânquia. Coletam-se fragmentos do tecido branquial (A), que 
serão transferidos para uma lâmina (B) e visualizados por microscopia (C). Fotos cedidas por Guilherme 
Campos Tavares, EV-UFMG, Minas Gerais.

Outras metodologias de 
coleta de amostras também 

podem ser realizadas a 
campo, a fim de permitir 

uma posterior identificação 
de ecto e endoparasitos, 

como, por exemplo, 
lavagem nasal, remoção do 
globo ocular e fixação de 
peixes de pequeno porte 
(peixe inteiro). Para tais 
metodologias, há uma 

Circular Técnica (nº 39) da 
Embrapa Amapá.

Figura 3. Procedimento de coleta de fezes. Pressiona-se a região ventral do peixe, no sentido cranio-
caudal (A). As fezes coletadas são transferidas para uma lâmina de vidro e visualizadas por microscopia 
(B). Fotos cedidas por Guilherme Campos Tavares, EV-UFMG, Minas Gerais.
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metodologias, há uma Circular Técnica 
(nº 39) da Embrapa Amapá ( Jeronimo 
et al., 2011), na qual estão descritos, 
passo a passo, os procedimentos a serem 
seguidos. 

4. Realização do 
exame parasitológico 
em laboratórios de 
diagnóstico

Quando não é possível realizar o 
exame parasitológico em condições de 
campo, os peixes doentes devem ser 
amostrados e enviados 
vivos para um laborató-
rio de diagnóstico, para 
permitir a detecção do 
parasita, a visualização 
de alterações patoló-
gicas nos tecidos e a 
coleção dos parasitos 
para ensaios de carac-
terização morfológica 
e molecular (Leibowitz 
et al., 2019).

Para isso, os produ-
tores devem colocar os 
peixes em sacos plás-
ticos contendo uma 
coluna de água e duas 
colunas de oxigênio. 
Dependendo da dis-
tância, os peixes podem ser transpor-
tados somente nessas sacolas plásticas. 
Entretanto, se a distância for maior, é 
recomendável colocar esses sacos plás-
ticos em caixas de isopor. O tempo de 

transporte para animais vivos não deve 
exceder oito horas (Brasil, 2013).

No laboratório de diagnóstico, os 
peixes serão submetidos ao exame pa-
rasitológico por meio da avaliação mi-
croscópica de raspado de tegumento e 
biópsia de brânquias, como já descrito 
anteriormente. Contudo, lesões no te-
cido branquial podem ser observadas 
durante a avaliação microscópica (hi-
perplasia, hipertrofia de células epite-
liais, fusões das lamelas secundárias ou 
primárias adjacentes, telangiectasia) 
associadas pela atividade de alimen-

tação de tricodinídeos 
(Noga, 2013),pela mo-
vimentação de íctios 
(Christoffersen et al., 
2017) ou adesão de 
dinoflagelados nos te-
cidos (Moreira et al., 
2013).

Após avaliação de 
tegumento e brânquias, 
os peixes podem ser 
submetidos à coleta de 
sangue por venopunção 
da veia caudal (Figura 
4A) ou por punção car-
díaca. Com o sangue to-
tal coletado, realiza-se 
um esfregaço sanguí-
neo em uma lâmina de 

vidro. Em seguida, essa lâmina é corada 
(Figura 4B) com panóptico rápido ou 
May Grünwald-Giemsa- Wright ( Jesus 
et al., 2018). Após a coloração da lâmi-

Quando não é possível 
realizar o exame 

parasitológico em 
condições de campo, 

os peixes doentes 
devem ser amostrados 

e enviados vivos 
para um laboratório 
de diagnóstico, para 

permitir a detecção do 
parasita, a visualização 

de alterações patológicas 
nos tecidos e a coleção 

dos parasitos para 
ensaios de caracterização 
morfológica e molecular
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na, a extensão sanguí-
nea é visualizada em 
microscopia óptica, na 
objetiva de 100x, para 
a visualização de he-
moparasitos (Figura 
4C). 

Após a realização 
dos procedimentos 
supramencionados, 
inicia-se a necropsia 
do animal a partir da 
abertura da cavidade 
celomática e da expo-
sição dos órgãos. Para 
tanto, realiza-se uma 
incisão ventral com 
lâmina de bisturi ou 
tesoura, no sentido 
caudo-cranial, inician-
do pela região anal. 
Em seguida, rebatem-
-se as paredes laterais 
da cavidade celomática, formando 
uma abertura retangular, que permite 

uma melhor exposição 
dos órgãos internos. 
Tais procedimentos 
estão descritos com 
maiores detalhes e 
ilustrados na Circular 
Técnica da Embrapa 
Amapá ( Jeronimo et 
al., 2011). A exposi-
ção dos órgãos pos-
sibilita a detecção de 
parasitos que possam 
estar aderidos ou en-
cistados nas vísceras 
ou na musculatura dos 
peixes afetados, como 
pode ocorrer com ne-
matódeos e digenéti-
cos (Santos e Tonini, 
2019; Dezfuli et al., 
2016). Para a remoção 
de helmintos encista-
dos, é necessária a rea-

lização de uma incisão no local afetado, 
usando uma lâmina de bisturi. Após a 

... inicia-se a necropsia 
...[com a] ... abertura da 
cavidade celomática e 

da exposição dos órgãos. 
Para tanto, realiza-se uma 

incisão ventral com lâmina 
de bisturi ou tesoura, no 

sentido caudo-cranial, 
iniciando pela região anal. 

Em seguida, rebatem-
se as paredes laterais da 

cavidade celomática, 
formando uma abertura 
retangular, que permite 
uma melhor exposição 

dos órgãos internos. Tais 
procedimentos estão 

descritos com maiores 
detalhes e ilustrados 

na Circular Técnica da 
Embrapa Amapá.

Figura 4. Procedimento de coleta de sangue. Amostras de sangue são coletadas por venopunção da 
veia caudal (A). Um esfregaço sanguíneo é realizado com o sangue coletado, depois corado (B) e vi-
sualizado por microscopia (C). Fotos cedidas por Rodrigo Yukihiro Gimbo, UNL, Amazonas, e Gabriela 
Tomás Jerônimo, UFAM, Amazonas. 
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abertura, o parasito 
pode ser removido 
com o auxílio de uma 
pinça, e, depois, a sua 
identificação morfoló-
gica pode ser condu-
zida em estéreo-mi-
croscópio. A inspeção 
da cavidade celomática 
também possibilita a 
visualização de larvas 
de helmintos livres. 
Essas larvas podem ser 
coletadas e examinadas 
também no estereo-
microscópio. Alguns 
estágios larvais de hel-
mintos podem não ser 
detectados com a ins-
peção das vísceras e da musculatura, 
sendo necessária a condução de diges-
tão artificial do tecido 
(Casti et al., 2017). 
Entretanto, as metodo-
logias de detecção de 
parasitos a partir de fi-
lés de peixes foram dis-
cutidas em um volume 
anterior dos Cadernos 
Técnicos (nº 89) e, por 
isso, não serão descritas 
aqui.   

O intestino é um 
órgão que merece 
destaque para a detec-
ção de endoparasitos. 
Após a exposição das 

vísceras, o intestino 
deve ser removido in-
teiro e aberto longitu-
dinalmente, com o uso 
de uma tesoura, para a 
exposição do lúmen. 
Nematoides (Andrade-
Porto et al., 2015) e 
acantocéfalos (Seixas 
et al., 2020) podem ser 
visualizados nesse teci-
do, sendo possível esti-
mar a carga parasitária 
(contagem do número 
de parasitos).

5. Diagnóstico 
morfológico 

A identificação em 
termos de gênero ou espécie dos para-

sitos visualizados por 
microscopia pode ser re-
alizada pela consulta à li-
teratura científica dispo-
nível, observando-se as 
características morfoló-
gicas do agente parasitá-
rio detectado (Khalil et 
al., 2014). Portanto, os 
capítulos anteriores des-
te volume dos Cadernos 
Técnicos contêm infor-
mações que podem sub-
sidiar a identificação e a 
caracterização do agente 
etiológico causador da 
doença nos peixes.  

O intestino é um órgão 
que merece destaque 

para a detecção de 
endoparasitos. Após 

a exposição das 
vísceras, o intestino 
deve ser removido 

inteiro e aberto 
longitudinalmente, com 

o uso de uma tesoura, 
para a exposição do 
lúmen. Nematoides 
... e acantocéfalos ... 

podem ser visualizados 
nesse tecido, sendo 

possível estimar a carga 
parasitária (contagem do 

número de parasitos).

A identificação em ... 
microscopia pode ser 

realizada pela consulta 
à literatura científica 

[sobre] características 
morfológicas do 

[parasito] ...  
... os capítulos anteriores 

deste volume dos 
Cadernos Técnicos 

contêm informações 
que podem subsidiar 

a identificação e a 
caracterização do agente 

etiológico ...  



162 Cadernos Técnicos de Veterinária e Zootecnia, nº 101 - fevereiro de 2022

6. Identificação 
de parasitos 
por histologia 
e microscopia 
eletrônica

Entre os parasitos 
que causam doenças 
em peixes de produ-
ção, a identificação em 
termos de gênero ou 
espécie por meio da 
avaliação histológica ou 
da microscopia eletrô-
nica tem sido conduzi-
da para os protozoários. Existe um guia 
para identificação dos parasitos proto-
zoários e metazoários mediante o uso de 
métodos histológicos na literatura cien-
tífica, com acesso liberado (Bruno et al., 
2006). Lá, há a recomendação de que 
o tecido branquial seja fixado usando-
-se solução salina de formol tampona-
do 10% ou outros fixativos alternativos, 
como a solução de Bouin. Em nossa ex-
periência, a solução de Boiun tem mos-
trado melhores resultados. Após fixa-
ção, secções longitudinais da brânquia 
podem ser realizadas para avaliar a es-
trutura do tecido. Diferentes técnicas de 
coloração têm sido usadas para a identi-
ficação de parasitos em tecidos de pei-
xes, sendo a coloração de hematoxilina 
e eosina (H&E) a mais comum. A im-
pregnação por nitrato de prata e Giemsa 
têm sido empregadas para avaliação de 
características morfológicas que permi-

tem uma identificação 
específica, de inúme-
ros protozoários,como 
Trichodina, Apiosoma 
e Epistylis (Martins et 
al., 2015). Microscopia 
eletrônica pode ser 
também utilizada para 
a identificação em alta 
magnitude, permitindo 
a visualização de carac-
terísticas morfológicas 
de qualquer grupo de 
parasito, as alterações 
teciduais causadas por 
eles e a contagem do nú-

mero de organismos nos tecidos afeta-
dos (Noor El Deen et al., 2018; Valladão 
et al., 2014a).

7. Identificação molecular 
Diferentes metodologias de bio-

logia molecular permitem a detecção 
de parasitos a partir de peixes doentes 
tanto pelo tecido amostrado como pelo 
isolamento do parasito (Sánchez et al., 
2018). Ensaios de reação em cadeia da 
polimerase (PCR) para o diagnóstico 
de parasitos em peixes têm sido utili-
zados, tanto para detecção quanto para 
identificação. Iniciadores universais são 
usados para a amplificação de genes 
conservados, como 18S rRNA, segui-
do pelo sequenciamento dos ampli-
cons (em tricodinídeos, por exemplo) 
e pela análise filogenética (Gruebl et 
al., 2002; Rokhmani et al., 2018; Tang 

Microscopia eletrônica 
pode ser também 

utilizada para a 
identificação em alta 

magnitude, permitindo 
a visualização de 

características 
morfológicas de 

qualquer grupo de 
parasito, as alterações 
teciduais causadas por 
eles e a contagem do 

número de organismos 
nos tecidos afetados...
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et al., 2013).Para essa técnica, é ne-
cessário o cultivo do parasita (no caso 
dos protozoários), para que não ocorra 
contaminação com células do hospe-
deiro (Ahmed, 2014), o que tornaria o 
resultado insatisfatório. Esse ensaio la-
boratorial também já foi utilizado para a 
identificação de mixosporídeos(Abdel-
-Baki et al., 2018), digenéticos (Lumb 
et al., 1993), nematódeos (Al Quraishy 
et al., 2019) e acantocéfalos (Cunha et 
al., 2020). Similarmente, para a identi-
ficação de espécies de Ichthyobodo, os 
genes SSU rRNA (small subunit riboso-
mal RNA) e ITS (internal transcribed 
spacers) são amplificados e sequencia-
dos após obtenção dos trofontes, o que 
permite a distinção de vários isolados 
em diferentes espécies (Callahan et al., 
2005). SSU rRNA também foi utiliza-
do para diferenciar taxonomicamente 
espécies de tripanosomídeos em peixes 
(Gibson et al., 2005), enquanto o gene 
ITS foi usado para inferir a filogenia de 
espécies de Gyrodactylus (Matejusová 
et al., 2003). Por outro lado, também é 
possível realizar reações de PCR para a 
detecção dos parasitos usando inicia-
dores espécie-específicas, como para 
Amyloodinium ocellatum (Levy et al., 
2007), Philasterides dicentrarchi (Sueiro 
et al., 2017), Cryptocaryon irritans 
(Chen et al., 2008), e Ichthyophthirius 
multifilis (Fariya et al., 2016). Essas 
metodologias permitem, ainda, o diag-
nóstico direto a partir dos tecidos in-
fectados, sem a necessidade do cultivo 

do parasito ou a sua excisão do tecido, 
o que pode tornar o diagnóstico mais 
rápido e efetivo. Em adição, um método 
não letal de coleta de amostras (sangue) 
associado ao ensaio de PCR em tempo 
real (qPCR) possibilitou a detecção de 
DNA de Neoechinorhynchus buttnerae 
em tambaquis infectados (Cunha et al., 
2020). A detecção de Ichthyophthirius 
multifilis por qPCR em amostras de água 
já foi realizada (Howell et al., 2019), 
contudo não há estudos de detecção 
ou quantificação da presença de qual-
quer protozoário a partir de amostras de 
brânquias, usando essa metodologia.
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Atualmente, as doenças parasitá-
rias são consideradas um dos maiores 
problemas da aquicultura, em especial 
da piscicultura. Na sua grande maioria, 
as doenças ocorrem na piscicultura, 
em razão de uma série de fatores favo-
ráveis ao seu desenvolvimento, como 
falta de medidas preventivas e de bios-
seguridade, considerando os cuidados 
na aquisição de novos lotes, inexistên-
cia de quarentena, circulação de outros 
animais no ambiente de cultivo (ex.: 
aves) e ausência de controle de pragas, 

falta de conscientização sobre doenças 
emergentes, manejo nutricional incor-
reto, fatores genéticos, intensificação na 
produção e problemas de qualidade da 
água (Paladini et al., 2017; FAO, 2020).

As doenças na piscicultura têm ori-
gens diversas, com uma variedade de 
agentes etiológicos e complexidade de 
ciclo de vida. Independentemente disso, 
uma vez instaladas, podem gerar perdas 
econômicas e ser de difícil controle. O 
controle de doenças parasitárias na pis-
cicultura tem sido feito com a utilização 
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de produtos químicos 
veterinários, na maioria 
das vezes, de forma em-
pírica. O uso de produ-
tos veterinários faz par-
te dos diversos sistemas 
de produção animal, 
aquáticos ou terrestres. 
Na aquicultura, a utili-
zação de vacinas e me-
dicamentos específicos 
para algumas espécies 
tem contribuído para 
o crescimento global 
do setor (CNA- Comissão Nacional 
de Aquicultura - Doenças de Animais 
Aquáticos de Importância para o Brasil - 
Manual de identificação no campo) .

O Brasil não possui uma legislação 
específica para o uso de 
produtos químicos des-
tinados ao tratamento 
de patologias aquáti-
cas, sendo a avaliação 
e o registro de produ-
tos de responsabilida-
de do Ministério da 
Agricultura, Pecuária 
e Abastecimento 
(MAPA). Segundo 
Decreto Nº 8.840, de 
24 de agosto de 2016, 
é considerada produto 
de uso veterinário toda 
substância química, biológica, biotecno-
lógica ou preparação manufaturada cuja 
administração seja aplicada de forma in-

dividual ou coletiva, di-
reta ou misturada com 
os alimentos, destinada 
à prevenção, ao diagnós-
tico, à cura ou ao trata-
mento das doenças dos 
animais, incluindo adi-
tivos, suplementos pro-
motores, melhoradores 
da produção animal, 
medicamentos, vacinas, 
antissépticos, desinfe-
tantes de ambiente e de 
equipamentos, pestici-

das e todos os produtos que, utilizados 
nos animais ou no seu habitat, protejam, 
restaurem ou modifiquem suas funções 
orgânicas e fisiológicas, ou também os 
produtos destinados ao embelezamen-

to dos animais (Brasil, 
2016).

Atualmente, o úni-
co produto de uso ve-
terinário destinado ao 
tratamento de parasitos 
de peixes registrado no 
MAPA é o Masoten® 
(Registro nº 3.736, em 
23/05/91). O uso des-
se produto é indicado 
para controle dos ec-
toparasitos monoge-
néticos (Anacanthorus 
penilabiatus), Argulus 

sp., Dolops carvalhoi, Trichodina pedicu-
lus e Trichodina magna, Ichthyophthirius 
multifiliis e Piscinoodinium pillulare em 
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para o uso de produtos 
químicos destinados 

ao tratamento de 
patologias aquáticas, 
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registro de produtos 
de responsabilidade 

do Ministério da 
Agricultura, Pecuária e 

Abastecimento.

Atualmente, o único 
produto de uso 

veterinário destinado ao 
tratamento de parasitos 
de peixes registrado no 

MAPA é o Masoten® 
(Registro nº 3.736, 
em 23/05/91). O 

uso desse produto é 
indicado para controle 

dos ectoparasitas  
monogenéticos...
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pacu (Piaractus mesopotamicus) e tilápia 
(Oreochromis niloticus). Assim, a apli-
cação do Masoten® para o tratamento 
de doenças em outras espécies deve ser 
avaliada, pois as respostas do organis-
mo animal podem variar, assim como 
a eficácia do produto (Noga, 2010). 
A utilização de produtos químicos de 
forma indiscriminada na aquicultura 
pode trazer graves consequências, como 
resistência aos microrganismos, além 
de sérios riscos de contaminação do 
hospedeiro, do ambiente e do homem, 
por animais contaminados (Faruk et al., 
2021). 

O desenvolvimen-
to de pesquisas, com 
a utilização de produ-
tos químicos sintéticos 
destinados ao trata-
mento de doenças de 
peixes e à profilaxia, 
vem contribuindo com 
informações específi-
cas, relacionadas à se-
gurança e à eficácia de 
produtos (Quadro 1). 
Alternativamente, plan-
tas ricas em proprie-
dades antiparasitárias 
também têm sido alvo de estudos, mui-
tas delas apresentando resultados pro-
missores, e que podem contribuir para 
a redução ao uso de produtos químicos 
sintéticos,os quais representam riscos 
aos diversos elos da cadeia produtiva 
(Quadro 2). Os produtos extraídos de 

plantas, como extratos, óleos essenciais 
(OE) e oleorresina (OR), vêm sendo 
administrados tanto em forma de ba-
nhos terapêuticos, com a aplicação do 
produto diretamente na água, como por 
via oral, administrados na ração (Costa 
et al., 2017; Corral et al., 2018 Gonzales 
et al., 2020; Queiroz et al., 2020; Seixas 
et al., 2020). 

A seleção de espécies botânicas com 
potencial medicinal utilizadas na aqui-
cultura é feita em estudos prospecti-
vos, por avaliação de espécies com ação 
comprovada para determinados fins, ou 

ainda considerando-se 
o conhecimento popu-
lar (Figueiredo, 2011; 
Reverter et al., 2017). O 
estudo da composição 
química das substâncias 
presentes em produtos 
extraídos de plantas é 
uma etapa importante 
para o desenvolvimen-
to de novos fármacos. 
Isso torna possível a 
determinação dos efei-
tos destas sobre o or-
ganismo-teste, como a 
toxicidade ao parasito e 

hospedeiro e a ação terapêutica nos hos-
pedeiros (Figueiredo, 2011; Costa et al., 
2017; Queiroz, 2017; Gonzales et al., 
2020). Além da caracterização química 
dos produtos fitoterápicos, os testes in 
vitro e o screening de atividade fitoquími-
ca são etapas que fornecem informações 
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de novos fármacos. 
Isso torna possível a 

determinação dos efeitos 
... [no] ... organismo-
teste, assim como da 

toxicidade ao [parasito] 
e da ação terapêutica 
sobre os hospedeiros.
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importantes a respeito do efeito do 
fármaco sobre o parasito. Entretanto, é 
importante lembrar que nem sempre os 
resultados obtidos em testes in vitro se-
rão observados em ensaios in vivo.

As metodologias para os testes 
in vitro são aplicadas conforme as ca-
racterísticas do patógeno, se ecto ou 
endoparasito. Para ectoparasitos (ex.: 
monogenoides), a administração de 
produtos é relativamente simples, di-
retamente sobre os arcos branquiais 
parasitados em placas de Petri, num 
período curto (Andrade-Porto et al., 
2017). Entretanto, são 
necessários alguns cui-
dados com o ambiente 
onde será realizado o 
teste e com os equipa-
mentos utilizados, prin-
cipalmente em relação à 
temperatura, que pode 
influenciar na sobrevi-
vência dos parasitos e, 
consequentemente, in-
terferir nos resultados. 

Os estudos in vitro com endoparasi-
tos mais complexos, como acantocéfa-
los, exigem alguns cuidados na remoção 
dos parasitos, os quais ficam aderidos 
à parede intestinal, e devem ser execu-
tados em microscopia com estereomi-
croscópio (Eiras et al., 2006). Outros 
cuidados estão relacionados ao controle 
do ambiente-teste e ao meio de cultura, 
que deverão oferecer condições propí-
cias para a sobrevivência do parasito. 

Alguns exemplos de testes in vitro com 
parasitos monogenoides e acantocéfa-
los estão descritos nos Quadros 01 e 02. 

Em geral, a eficácia de um fármaco 
in vivo depende ainda da avaliação do 
efeito tóxico sobre o organismo animal, 
sendo, portanto, um fator limitante para 
utilização de concentrações eficazes em 
testes in vitro, sendo necessário, muitas 
vezes, algumas estratégias de aplicação, 
como a utilização de baixas dosagens 
por um tempo prolongado ou banhos 
sucessivos com as mesmas dosagens 
(Andrade et al., 2016; Queiroz, 2017; 

Gonzales et al., 2020). 
Outra limitação ob-
servada para o uso de 
produtos fitoterápicos, 
como banhos terapêu-
ticos, está relacionada 
às propriedades anes-
tésicas de algumas 
plantas (Soares et al., 
2016; Queiroz, 2017; 
Gonzales et al., 2020). A  

atividade química e a absorção podem 
ser influenciadas pelas variáveis físicas 
e químicas da água, como pH, tempe-
ratura, luz, dureza da água, entre outros 
fatores. Assim, os testes in vitro devem 
ser considerados apenas como uma téc-
nica auxiliar que irá nortear os estudos 
in vivo. 

Os testes de toxicidade são guiados 
pela relação concentração-resposta, ou 
seja, a relação entre a concentração de 
exposição de determinado produto e 

Os testes de toxicidade 
são guiados pela relação 
concentração-resposta, 

ou seja, a relação 
entre a concentração 

de exposição de 
determinado produto e 
a resposta do organismo 

animal.
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a resposta do organismo animal. Para 
determinar o efeito tóxico de um novo 
produto químico (sintético ou de ori-
gem natural) para peixes, é necessária 
a realização de um teste de toxicidade 
aguda para estimar a concentração letal 
média (CL

50
) do produto químico na 

água em que os animais estão expostos. 
A CL

50 
é a concentração de um produto 

químico capaz de matar 50% de uma 
população-teste durante determinado 
período especificado, sob quaisquer 
condições, estáticas, semiestáticas ou 
de fluxo contínuo de água. As morta-
lidades e as anormalidades visíveis 
relacionados à aparência e ao com-
portamento devem ser registradas. 
Um teste de toxicidade depende de 
algumas condições e critérios, como: 
a mortalidade nos grupos contro-
le não deve exceder 10% no final do 
período de exposição, a concentração 
de oxigênio dissolvido deve ser ≥60% 
do valor de saturação de ar em todos 
os recipientes de teste ao longo da 
exposição, as concentrações de teste 
devem passar por medição analítica 
obrigatória (OECD, 1992).

A administração de medicamentos 
via oral (ex.: ração) é utilizada tanto 
para o tratamento de ecto como de en-
doparasitos. Entretanto, essa via pode 
apresentar algumas desvantagens, prin-
cipalmente em casos de doenças que 
causam perda do apetite ou anorexia, 
e pode influenciar na menor ingestão 
do alimento medicado, ou até mesmo 

impedir que os animais se alimentem, 
tornando o método pouco eficaz. Além 
disso, os animais também podem re-
jeitar as rações medicadas, principal-
mente quando são necessárias doses 
elevadas e o produto utilizado é pouco 
palatável (Forwood et al., 2016; Corral 
et al., 2018).

Em geral, antes de uma interven-
ção terapêutica, algumas diretrizes de 
tratamento devem ser consideradas, 
como avaliar todas as variáveis relevan-
tes, incluindo o patógeno envolvido, os 
efeitos secundários, o custo, o efeito 
da doença sobre o bem-estar dos ani-
mais e as considerações legais. Assim, 
quando o resultado pretendido não é 
favorável, caberá ao clínico decidir pelo 
tratamento (Noga, 2010).

Conforme citado previamente, o 
aparecimento das doenças parasitárias 
na piscicultura está principalmente 
relacionado ao desequilíbrio do siste-
ma de criação (Pavanelli et al., 2008), 
causado por uma série de fatores rela-
cionados ao manejo de rotina na pis-
cicultura e à falta de manejo sanitário, 
que enfraquecem o sistema de defesa 
do organismo animal e favorecem a 
ação de patógenos oportunistas pre-
sentes no ambiente ou no próprio ani-
mal (Pavanelli et al., 2008; Yamamoto 
e Bondad-Reantaso, 2011). Assim, os 
produtores devem estar atentos e ado-
tar as Boas Práticas de Manejo (BPMs), 
incluindo os cuidados sanitários, com 
o objetivo de minimizar a ocorrência 
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de doenças provoca-
das por parasitos na 
criação. A seguir, serão 
apresentadas algumas 
das principais práticas 
de manejo sanitário 
na piscicultura como 
forma de prevenir as 
doenças.

Abastecimento e 
drenagem da água do 
viveiro. O abastecimen-
to de sistemas de cultivo 
pode ter diversas fontes 
de origem (Cerdeira, 
2016; Senar, 2019). 
Entretanto, é impres-
cindível avaliar os riscos 
associados e as variáveis 
da qualidade de cada 
uma. As preocupações 
relacionadas aos riscos 
estão associadas à pre-
sença de organismos 
indesejáveis, como: espécies de peixes 
predadores, crustáceos, plantas aquáticas 
e outros (Pavanelli et al., 2008; Andrade-
Porto e Furlan, 2014). 
Em relação à qualidade 
da água, devem ser ob-
servados temperatura, 
concentração de gases 
(ex.: oxigênio, gás car-
bônico), pH, alcalinida-
de e dureza (Queiroz, 
2014; Izel-Silva e Silva, 
2016). De posse desse 

conhecimento, o pro-
dutor será capaz de pre-
ver as necessidades de 
controle, manutenção/
correção do sistema e, 
assim, evitar problemas 
durante os ciclos de pro-
dução (Queiroz, 2014; 
Izel-Silva e Silva, 2016). 
O sistema de abasteci-
mento e drenagem dos 
viveiros deve ser feito 
individualmente e, dessa 
forma, é possível contro-
lar melhor cada unidade 
de produção, em relação 
tanto à matéria orgânica, 
que pode ser levada de 
um viveiro para outro, 
quanto à disseminação 
de doenças (Cerdeira, 
2016; Senar, 2017). Em 
viveiros interligados por 

abastecimento e drenagem da água, o 
manejo pode ser dificultado, principal-
mente em casos de surtos de doenças, 
quando não há possibilidade de isola-

mento da área onde os 
animais estiverem afeta-
dos, bem como de rea-
lização de assepsia do 
local (Cerdeira, 2016; 
Senar, 2017).

Manejo da água 
do ambiente. A saúde, 
a sobrevivência e o de-
sempenho dos animais 

Abastecimento e 
drenagem da água do 

viveiro 
As preocupações 

...[com]... organismos 
indesejáveis, como: 
espécies de peixes 

predadores, crustáceos, 
plantas aquáticas e 

outros ...   
Em relação à qualidade 

da água, devem ser 
observados temperatura, 

concentração de gases 
(ex.: oxigênio, gás 

carbônico), pH ... e 
dureza... 

O sistema de 
abastecimento 

e drenagem dos 
viveiros deve ser feito 

individualmente.

Manejo da água do 
ambiente 

...o oxigênio dissolvido, 
deve ser monitorado 
diariamente .... [com] 
um oxímetro ... [com 

registros] nas primeiras 
horas do dia (7h) e ao 
final da tarde (16h)...
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na produção são dependentes da qua-
lidade da água do sistema (Queiroz, 
2014; Izel-Silva e Silva, 2016). Algumas 
variáveis mais críticas, como o oxigê-
nio dissolvido, devem ser monitoradas 
diariamente (Izel-Silva et al., 2020) e, 
para isso, o produtor deve possuir um 
oxímetro para fazer o monitoramento, 
nas primeiras horas do dia (7h) e ao 
final da tarde (16h), bem como re-
gistrar os valores observados. Assim, 
pode acompanhar e prever déficits 
durante os ciclos de produção. O oxi-
gênio além de ser essencial à sobrevi-
vência dos animais está 
relacionado aos diver-
sos processos biológicos 
que ocorrem no meio 
(Kubitza, 2017; Izel-
Silva et al., 2020). Além 
disso, as espécies pos-
suem limites mínimos 
e máximos de tolerân-
cia ao oxigênio, em que 
uma exposição contínua 
em limites mínimos 
pode levar os animais a 
uma condição de estresse, deixando-os 
mais susceptíveis à ação de patógenos 
(Kubitza, 2017). Assim, respeitar a capa-
cidade de suporte do sistema de criação 
e se possível, dispor de estratégias que 
possam suprir demandas de oxigênio 
emergenciais, a exemplo dos aeradores, 
pode contribuir com a saúde e a sobre-
vivência dos animais (Izel-Silva et al., 
2020).

Manejo alimentar e nutricional. 
Animais bem alimentados são mais 
resistentes às doenças, ao manuseio e 
ao transporte. O manejo nutricional 
e alimentar deve ser capaz de suprir as 
necessidades de cada fase de desenvol-
vimento e de cada espécie (Pohlenz e 
Gatlin, 2014; Rodrigues et al., 2020). 
A quantidade de alimento, a granulo-
metria e o percentual de proteínas das 
rações devem ser ajustados periodica-
mente, levando-se em consideração 
os dados obtidos durante a prática da 
biometria. É importante lembrar que 

o excesso de alimen-
to pode ser prejudicial 
aos animais, além de 
contribuir para a de-
gradação da qualidade 
da água, como descreve 
Ono e Affonso (2014) 
e Ribeiro e Macedo 
(2016). Segundo esses 
autores, deve-se ofer-
tar aos animais alimen-
to de boa qualidade e 

bem conservados; para isso, as rações 
devem ser armazenadas em locais 
apropriados, com ventilação, livres de 
umidade e de roedores. A prática de 
utilização de resíduos provenientes do 
processamento de pescado e de outros 
animais na alimentação direta ou no 
preparo de ração caseira pode repre-
sentar riscos à saúde dos animais pela 
possibilidade de contaminação por 
patógenos (Kubitza e Campos, 2006; 

Animais bem 
alimentados são mais 
resistentes às doenças, 

ao manuseio e ao 
transporte. O manejo 

nutricional e alimentar 
deve ser capaz de suprir 
as necessidades de cada 

fase de desenvolvimento 
e de cada espécie.
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Kubitza, 2009).
Densidade de estocagem. A dis-

tribuição de peixes no viveiro deve 
ser realizada de acordo com a capaci-
dade de produção em cada fase e do 
sistema de produção utilizado (Ono 
e Affonso, 2014; Ribeiro e Macedo, 
2016). Extrapolar a ca-
pacidade de produção 
de um sistema contri-
bui para a degradação 
da qualidade da água 
e, consequentemente, 
põe em risco a saúde e 
a sobrevivência dos ani-
mais. Assim, a densida-
de de estocagem deve 
ser um ponto de espe-
cial atenção durante o 
planejamento inicial da 
produção.

Aquisição de pei-
xes. Ao iniciar um ci-
clo de criação ou du-
rante a reposição de 
novos lotes de peixes, 
o produtor deve es-
tar atento em adqui-
rir animais saudáveis 
(Valladão et al., 2020). 
Essa pode não ser uma 
tarefa muito simples, pois a maioria 
dos patógenos só podem ser vistos 
com auxílio de lupa e microscópio.  
Por isso, sempre que houver aquisição 
de novos lotes, é recomendável que os 
animais sejam mantidos em ambien-

tes separados na propriedade e per-
maneçam isolados por um período de 
15 a 30 dias (Yamamoto e Bondad-
Reantaso, 2016; Brasil, 2020). Nesse 
período, os animais devem ser ob-
servados quanto ao comportamento 
e aos possíveis sinais clínicos ou à 

mortalidade causados 
por alguma doença e, 
caso manifestem, esses 
peixes não devem ser 
introduzidos na pis-
cicultura (Andrade-
Porto e Furlan, 2014; 
Cortegano e Ferreira, 
2016; Brasil, 2020). É 
recomendável que haja 
o acompanhamento 
por um profissional 
ou por um técnico es-
pecializado e que a 
aquisição de animais 
seja feita de produto-
res profissionalizados, 
que ofereçam animais 
livres de doenças. A 
introdução de animais 
doentes pode com-
prometer sucessivos 
ciclos de produção. 
Um exemplo disso é 

a infestação por acantocéfalos em C. 
macropomum, responsável por gran-
de impacto na produção da espécie e 
considerado um dos mais importantes 
parasitos que afeta a produção animal 
em todo o mundo (Castro et al., 2020; 

A distribuição de peixes 
no viveiro deve ser 
realizada de acordo 

com a capacidade de 
produção em cada fase ... 
Extrapolar a capacidade 
de produção ... contribui 

para a degradação da 
qualidade da água ... 
Aquisição de peixes  

Ao iniciar ... criação ou 
durante a reposição de 
novos lotes de peixes, o 

produtor deve ... adquirir 
animais saudáveis. 

... sempre que houver 
aquisição de novos 

lotes, é recomendável 
[a manutenção].. em 

ambientes separados ... e 
... isolados por ... 15 a 30 

dias.
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Valladão et al., 2020).
Mo n i to ra m ento 

contínuo da produ-
ção. Durante a criação, 
o produtor deve se man-
ter vigilante. Algumas 
situações, como sobras 
de ração durante a ali-
mentação, podem ser 
um indicativo de do-
enças nos animais ou 
uma resposta à má qua-
lidade da água. Os pei-
xes, quando adoecem, 
manifestam comporta-
mentos diferenciados: 
perdem o apetite, na-
dam erraticamente, ras-
pam o fundo e as pare-
des do viveiro, procuram áreas isoladas 
dentro do viveiro e se posicionam mais 
na superfície da água (Andrade-Porto 
e Furlan, 2014; Cortegano e Ferreira, 
2016). Caso seja observado algum 
desses sinais, é necessário investigar a 
origem do problema e 
evitar que ele se agra-
ve. O produtor deve 
avaliar a qualidade da 
água, principalmente 
as concentrações de 
oxigênio dissolvido e 
de amônia tóxica, e re-
tirar uma amostra de 
peixes para observar se há algum sinal 
clínico (pontos hemorrágicos na pele, 
lesões esbranquiçadas na superfície do 

corpo, nas brânquias e 
na boca e formações de 
úlceras nas nadadeiras 
e na pele) indicativo 
de doença (Andrade-
Porto e Furlan, 2014; 
Cortegano e Ferreira, 
2016; Itaissu et al., 
2020).

Manejos de ro-
tina na piscicultura. 
Biometrias, transfe-
rências, classificação 
e transporte de peixes 
devem ser devidamente 
planejados. Alguns cui-
dados, como submeter 
os animais a um jejum 
prévio, pode contribuir 

para manter uma boa qualidade da água 
durante o transporte (Shrivastava et al., 
2017). No transporte de peixes, a uti-
lização de sal pode amenizar o estres-
se (Magondu et al., 2011; Tacchi et al., 
2015), assim como aplicação de oxigê-

nio em sacos e em caixas 
de transporte (Shabani 
et al., 2016; Gomes et 
al., 2020). Durante as 
biometrias, as transfe-
rências e as despescas, 
pode ocorrer perda de 
muco e de escamas nos 
animais, deixando-os 

mais susceptíveis à ação de patógenos 
oportunistas (Weingartner et al., 2020). 
Assim, medidas como a utilização de 

Algumas situações, como 
sobras de ração ... podem 
ser indicativas de doença 

... ou uma resposta à 
má qualidade da água. 

Os peixes, quando 
adoecem, manifestam 

comportamentos 
diferenciados: perdem 

o apetite, nadam 
erraticamente, raspam 
o fundo e as paredes 
do viveiro, procuram 

áreas isoladas dentro do 
viveiro e se posicionam 

mais na superfície da 
água.

Manejos de rotina na 
piscicultura.  
biometrias, 

transferências, 
classificação e transporte 

de peixes devem ser 
devidamente planejados.
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equipamentos adequa-
dos e o manejo de peixes 
na faixa de temperatura 
ideal (conforme a espé-
cie) podem contribuir 
para a recuperação dos 
animais (Weingartner et 
al., 2020).

Cuidados com os 
equipamentos e os 
vestuários. Todos os 
equipamentos e vestuá-
rios utilizados durante 
a rotina de manejo na 
piscicultura deverão ser 
periodicamente higieni-
zados, principalmente 
quando os utensílios são 
compartilhados entre 
tanques diferentes ou 
quando houver ocorrên-
cia de alguma doença. 
Diversos produtos são 
adequados para esse fim, 
com diferentes modos 
de ação e eficácia, o que 
vai depender da concen-
tração utilizada, das ca-
racterísticas da água de 
diluição, da quantidade 
de material orgânico e da 
pré-limpeza dos equipa-
mentos. Assim, produtos 
como cloro (hipoclorito 
de sódio), formalina, sal, 
entre outros, podem ser 
usados como desinfe-

tante. Alguns equipa-
mentos (redes, baldes, 
puçás, botas) podem 
ser expostos, depois 
de limpos, ao sol, pos-
sibilitando à ação de 
raios ultravioleta sobre 
organismos patogêni-
cos. O manuseio des-
ses produtos deve ser 
feito cautelosamente, 
evitando-se contato 
com pele e inalação. 
utilizando-se EPIs 
(máscara, óculos de 
proteção, luvas e boné) 
(Andrade-Porto e 
Furlan, 2014).

Profilaxia e tra-
tamento. Parasitos de 
peixes são potenciais 
causadores de doenças, 
muitas delas de difícil 
controle (Andrade-
Porto e Furlan, 2014; 
Tavares-Dias et al., 
2017). O tratamento 
preventivo e curativo 
pode ser uma alterna-
tiva eficaz para barrar 
problemas graves oca-
sionados por parasitos. 
Entretanto, não há me-
dicamentos suficientes 
permitidos para aten-
der às necessidades 
dos diferentes sistemas 

Todos os equipamentos 
e vestuários ...[de]... 

rotina de manejo 
... deverão ser 

periodicamente 
higienizados, 

principalmente 
[e sempre que]... 

compartilhados entre 
tanques diferentes 
ou quando houver 

ocorrência de alguma 
doença.

Profilaxia e tratamento 
de infestação parasitária. 

Parasitos [podem 
causar]  doenças, muitas 
delas de difícil controle... 
...não há medicamentos 

suficientes [autorizados] 
para [os] diferentes 

sistemas de produção e 
espécies criadas no Brasil 
... Viveiros com histórico 

de ...de doença devem 
[ser descontaminados]. 

... os peixes devem 
ser retirados... a água 

[drenada] ... O produto 
mais ... utilizado ... é a cal 
virgem (CaO), [150 g/
m²]; após aplicação, a 

área deverá ficar exposta 
por dois ou três dias sem 

água.
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de produção e espécies criadas no Brasil 
(Valenti et al., 2021). 

Desinfecção de instalações. 
Viveiros com histórico de ocorrência de 
doenças devem passar por um processo 
de descontaminação. Para isso, todos os 
peixes devem ser retirados e deve ser 
feita a drenagem da água por completo. 
O produto mais frequentemente utiliza-
do para isso é a cal virgem (CaO), com 
dose indicada de 150 g/m²; após aplica-
ção, a área deverá ficar exposta por dois 
ou três dias sem água (Andrade-Porto e 
Furlan, 2014; Senar, 2017). A exposição 
do fundo do viveiro aos 
raios ultravioleta do sol 
também contribui para 
eliminar organismos 
patogênicos. Durante o 
processo de aplicação 
da cal virgem, devem-se 
utilizar EPIs (Andrade-
Porto e Furlan, 2014).

Controle de veto-
res e pragas. A proprie-
dade deve, de acordo 
com a sua realidade, ela-
borar um plano de con-
trole de pragas e roedo-
res eficiente, com ações 
para prevenir a atração, 
o abrigo, o acesso e a 
proliferação de vetores e pragas urba-
nas (roedores, baratas, moscas, formigas 
etc.). Além disso, a presença de animais 
domésticos (cães, gatos etc.) e de ani-
mais silvestres deve ser impedida, pois 

estes podem ser reservatórios de doen-
ças e contribuir para o deslocamento de 
peixes doentes de um local contamina-
do para outro (Andrade-Porto e Furlan, 
2014; Brasil, 2020). 
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