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RESUMO 

 

A região amazônica apresenta uma grande riqueza de espécies exploradas pela pesca 

artesanal, que normalmente é realizada pela população tradicional existente na região, e no 

estado do Pará não é diferente, pois essa atividade possui importância para subsistência 

familiar. As espécies de peixes que possuem importância para a alimentação familiar, estão 

sujeitas a ação de diversos parasitos, dentre os quais encontramos os pertencentes ao subfilo 

Myxozoa e o filo Microsporidia, atuando em diversos órgãos e tecidos, causando patologia 

aos mesmos. Diante disso, o presente trabalho teve como objetivo descrever as características 

morfológicas e moleculares dos microparasitos encontrados em Trachycorystes porosus e 

Trachelyopterus galeatus capturados nos municípios de Peixe-Boi e Cachoeira do 

Arari/Marajó – PA. Os espécimes foram coletados bimestralmente, com auxílio de apetrechos 

de pesca, transportados vivos até o Laboratório de Pesquisa Carlos Azevedo – UFRA/Belém, 

anestesiados, necropsiados e seus órgãos analisados. Pequenos fragmentos dos órgãos 

parasitados foram retirados, fixados e processados para Microscopia de Luz (ML), 

Microscopia Eletrônica de Transmissão (MET) e de Varredura (MEV), e Biologia Molecular 

(BM). A partir das observações feitas foram encontrados dois grupos de parasitos: Myxozoa e 

Microsporidia. Nos exemplares de T. galeatus, de ambos os municípios, observou-se a 

presença de Myxobolus sp. nos filamentos branquiais, Ellipsomyxa sp. na vesícula biliar, 

Kudoa sp. e microsporídio na musculatura; já em T. porosus foram encontrados apenas a 

presença de Kudoa sp. e microsporídio na musculatura dos exemplares analisados. Para 

Kudoa encontrado em T. galeatus provenientes de Cachoeira do Arari, foi realizada análise 

filogenética, constatando ser a espécie K. orbicularis, sendo este o primeiro registro dessa 

espécie no hospedeiro da ordem Siluriformes. Os resultados encontrados demonstram 

importantes contribuições para o estudo dos ictioparasitos e do estado sanitário dos peixes da 

região amazônica. 

 

Palavras-chave: Anujá. Parasitos. Mixosporídios. Microsporídios.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

  

ABSTRACT 

 

The Amazon region presents a great wealth of species exploited by artisanal fishing, which is 

usually carried out by traditional population in a region, and in the state of Pará is not 

different, since this activity is important for subsistence family. The species of fishes are 

important for family nutrition are subject to the action of several parasites, among which find 

those belonging to sub-Myxozoa and phylum Microsporidia, acting in various organs and 

tissues, causing pathology to them. The present study aimed to describe the morphological 

and molecular characteristics of the microparasites found in Trachycorystes porosus and 

Trachelyopterus galeatus captured in municipalities of Peixe - Boi and Cachoeira do Arari / 

Marajó - PA. The specimens were collected bimonthly, with the aid of fishing gear, 

transported live until the Carlos Azevedo Research Laboratory - UFRA / Belém, after were 

anesthetized, necropsied and their organs analyzed. Small fragments of parasitized organs 

were removed, fixed and processed for Light Microscopy (ML), Transmission Electron 

Microscopy (TEM) and Scanning (SEM), and Molecular Biology (MB). From the 

observations made, two groups of parasites were found: Myxozoa and Microsporidia. In 

specimens of T. galeatus, both municipalities, the presence of Myxobolus sp. in gill filaments, 

Ellipsomyxa sp. in gallbladder, Kudoa sp. and microsporidium in the musculature; already in 

T. porosus were found only the presence of Kudoa sp. and microsporidium in a musculature 

of the analyzed specimens. To Kudoa found in T. galeatus from Cachoeira do Arari, a 

phylogenetic analysis was carried out, evidencing the species K. orbicularis, being the first 

record of this species in the host of the order Siluriformes. The results showed important 

contributions for study of ichthyoparasites and  health status of the fishes of Amazon region. 

 

Keywords: Anujá. Parasites. Mixosporides. Microsporidia. 
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1. INTRODUÇÃO 

 

A atividade da pesca é realizada por uma vasta quantidade de brasileiros ao longo de 

todo o território nacional, direta ou indiretamente, sendo responsável pela produção do 

pescado, que é visto como um importante gênero alimentício com alto nível proteico para a 

população, e apresentando importância socioeconômica por se tornar fonte de geração de 

renda para milhões de famílias em todo o Brasil (RAINHA, 2014; GASALLA; YKUTA, 

2015). 

Na Região Amazônica, a pesca artesanal se faz bastante presente na vida da população 

ribeirinha que exploram os mais diversos corpos d’água, como a calha dos rios, igarapés, 

lagos e canais de várzea, pois o pescado é visto como importante fonte de alimento, além da 

pesca deste recurso gerar emprego e renda para essas famílias que vivem na região (FABRÉ; 

ALONSO, 1998; BARTHEM, 1999; BORCEM et al., 2011; DORIA et al., 2012; ZACARDI, 

2015). 

 A bacia Amazônica, considerada a maior bacia fluvial do planeta com seus 5,7 

milhões de km² de área (3,9 milhões em solo brasileiro) abriga uma grande diversidade de 

espécies de peixes (ISAAC, 2010; SAMPAIO, 2012). Nessa ictiofauna, a maior parte é 

constituída por Characiformes, Siluriformes, Perciformes e Gymnotiformes, dentre os quais, 

os Siluriformes, formam o grupo de peixes mais diversificados, tanto na sua forma como nos 

seus hábitos de vida (FINK; FINK, 1978; REIS et al., 2003; FUENTES; RUMIZ, 2008). 

Os Siluriformes são um grupo monofilético que apresenta ampla distribuição 

geográfica, com ocorrência em todos os ambientes de água doce do mundo, concentram-se 

principalmente nas regiões tropicais e neotropicais, e também apresentando espécimes de 

água salobra, conhecidos popularmente no Brasil como cascudos, mandis, bagres e catfishes 

(MARIGUELA, 2006; NELSON, 2006). 

Dentro da ordem Siluriformes encontra-se a família Auchenipteridae, que possui 20 

gêneros e aproximadamente 90 espécies, que apresenta 82% delas encontradas em águas 

continentais brasileiras, conhecidas como carataí, fidalgo, mandubé, palmito, judeu, ximbé, 

cangati e cachorro-de-padre, e dentro desta família estão as espécies dos gêneros 

Trachelyopterus e Trachycorystes (FERRARIS-JR, 2007). 

Os peixes, por sua vez, são vulneráveis a um grande número de parasitos 

taxonomicamente diferentes, que apresentam padrões distintos de infecção parasitária 

conforme seu habitat e hábito alimentar, podendo, desta forma, causar alterações no hábito de 

vida de seus hospedeiros, influenciando sua capacidade de competição, relação predador-
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presa, desempenho de natação, escolha de parceiro e comportamento sexual (EDEMA et al., 

2008; TAKEMOTO et al., 2009; SILVA et al., 2011; GOMIERO et al., 2012). 

Por viverem no meio aquático os peixes apresentam os maiores índices de infecção 

por parasitos, pois o ambiente em que vivem facilita a propagação, reprodução, 

complementações do seu ciclo de vida, entre outros fatores importantes para a sobrevivência 

dos parasitos, e estes podem ser potencialmente prejudiciais aos seres humanos (MALTA, 

1984; KEELING; FAST, 2002; MATOS, 2007). 

Eiras (2004) cita que a presença, prevalência e a intensidade da parasitose nos 

hospedeiros variam conforme a época do ano, pois, muitas vezes, o ciclo de vida dos parasitos 

é dependente de mudanças climáticas e sazonais na região em que é encontrado. 

A partir disto, pode-se afirmar que todas as espécies de peixes apresentam pelo menos 

uma espécie de parasito, e dentre os parasitos que ocorrem em organismos aquáticos, estão os 

pertencentes ao subfilo Myxozoa e ao filo Microsporidia, os quais contribuem com grande 

parte dos microrganismos causadores de doenças em peixes (MATOS et al., 2001; LOM; 

DYKOVÁ, 2006; TAKEMOTO et al., 2004). 

Estes microparasitos de organismos aquáticos (mixosporídios e microsporídios) 

possuem uma diversidade de grupos com potencial patogênico, com algumas espécies tendo 

merecido destaque por parte de vários pesquisadores (FEIJÓ et al., 2008; FERGUSON et al., 

2008; AZEVEDO et al., 2009), inclusive podendo causar toxinfecções em humanos (KAWAI 

et al, 2012). 

Os Myxozoa são cnidários eucariotos microscópicos que infectam invertebrados e 

vertebrados marinhos e dulcícolas; apresentam mais de 2.300 espécies descritas, onde 

somente algumas são conhecidas por causar sérias ou fatais infecções, uma vez que tanto os 

parasitos quanto seus hospedeiros estão adaptados um ao outro (KENT et al., 2001; VITA et 

al., 2003; LOM; DYKOVÁ, 2006; BARTHOLOMEW et al., 2008). 

Os representantes do filo Microsporidia são organismos eucariontes unicelulares, 

parasitos intracelulares obrigatórios, formadores de esporos, com aproximadamente 1.200 

espécies, as quais estão presentes em alguns grupos de invertebrados e em todas as cinco 

classes de vertebrados (AZEVEDO; MATOS, 2002; FRANZEN, 2004; DIDIER, 2005; 

KEELING; FAST, 2002; MAGALHÃES et al., 2006). 

Os estudos voltados ao conhecimento da fauna parasitária, bem como, o entendimento 

da relação hospedeiro-parasito-ambiente, se mostram de grande relevância para verificar e 

determinar a dispersão de parasitos que causam desequilíbrio nos ecossistemas, e permitir 



13 

 

  

uma identificação geral e específica, principalmente em virtude da importância econômica 

que algumas espécies de peixes apresentam na pesca extrativista e na aquicultura 

(AZEVEDO; MATOS, 2003b; LOPES, 2006). Contudo, estudos não devem ser direcionados 

apenas para as espécies de peixes de importância econômica, mas também para as demais, 

devido a importância biológica que apresentam (EIRAS et al., 2011). 

De acordo com Pavanelli et al. (2002) os estudos de identificação parasitária são 

importantes para conhecer as possíveis patologias que ocorrem em seus hospedeiros, podendo 

servir como bioindicadores e avaliador para o potencial zoonótico de certas espécies de 

parasitos (LUQUE et al., 2004). Diversos estudos como esses vêm sendo realizados no mundo 

no decorrer dos anos (APPELTANS et al., 2012; PAVANELLI et al., 2013).  
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2. REVISÃO DE LITERATURA 

 

Nos ecossistemas dulcícolas, observa-se que os peixes apresentam uma maior 

diversidade, uma vez que apresenta, cerca de 40% das espécies descritas, e tal diversidade é 

derivada do isolamento geográfico das bacias hidrográficas, quando comparadas ao oceano, 

pois a mesma acarreta uma taxa de especiação alta (BUCKUP, 1998; HELFMAN, 2007). 

No Brasil, a fauna de peixes pertencentes as famílias exclusivas de água doce é muito 

mais diversa, quando comparada a fauna pertencente às famílias com representação marinha. 

Na bacia Amazônica encontra-se a maior diversidade de peixes de água doce do mundo, 

apresentando as ordens Siluriformes e Characiformes como as mais representativas em 

número de espécies (MENEZES et al., 2003; BUCKUP et al., 2007; LÉVÊQUE et al., 2008). 

 

2.1 Ordem Siluriformes 

 

A ordem Siluriformes é constituída pelos peixes mais diversos morfologicamente, 

possuindo aproximadamente 36 famílias, 478 gêneros e mais de 3.000 espécies. Estão 

presentes em todos os continentes, concentrando-se principalmente nas regiões tropicais e 

neotropicais (Figura 1), onde ocorrem aproximadamente 1.700 espécies, podendo ser 

encontrados nos mais diversos habitats aquáticos, havendo predominância em água doce 

(MARIGUELA, 2006; FERRARIS-JR, 2007; MURIEL-CUNHA, 2008; ALBERT; REIS, 

2011). 

 

Figura 1 - Distribuição da espécie da ordem Siluriformes pelos continentes. 

 
Fonte: http://www.discoverlife.org. 
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Os Siluriformes possuem características morfológicas distintas, tais como corpo nu 

envolto por pele espessa (origem do nome “peixes de couro”) ou podendo ser cobertos total 

ou parcialmente por placas ósseas, três pares de barbilhões, o primeiro raio da dorsal e das 

peitorais modificados em espinhos rígidos, havendo algumas espécies apresentando nadadeira 

adiposa, as vezes muito longa, além de hábito bentônico (BRITSKI et al., 1999; BRITSKI et 

al., 2007). 

Do ponto de vista ecológico, os Siluriformes se diferem da maioria dos peixes de água 

doce por apresentarem o hábito predominantemente noturno, pois não são dependentes 

essencialmente da visão, mas sim de outros sistemas sensoriais elaborados, como os 

barbilhões táteis e quimiosensíveis e/ou órgãos olfativos desenvolvidos, sendo então 

considerados pré-adaptados à viverem no fundo de rios, cavernas e aquíferos (LUNDBERG; 

FRIEL, 2003). 

No Brasil, essa ordem constitui cerca de 40% das espécies presentes, sendo mais de 

1.000 espécies distribuídas em 11 famílias e mais de 200 gêneros. Dentre essas famílias, 

encontramos a Auchenipteridae, a qual é restrita à região Neotropical, compreendendo 118 

espécies distribuídas em duas subfamílias, a Centromochlinae e a Auchenipterinae, esta 

última com 23 gêneros (PINNA, 1998; BUCKUP et al., 2007; ESCHMEYER; FONG, 2018). 

 

2.2 Família Auchenipteridae 

 

Os peixes da família Auchenipteridae encontram-se amplamente distribuídos pela 

América do Sul e América Central. Espécies, comumente chamadas de carataí, mandubé, 

fidalgo, cangati, cachorro-de-padre, plamito, ximbé e judeu, possuem hábitos alimentares 

diversificados, ingerindo frutas e sementes ou possuindo preferência por insetos e crustáceos 

(PINNA, 1998; FERRARIS-JR, 2003; BIRINDELLI, 2014). 

Nesta família, as espécies são de pequeno a médio porte, caracterizam-se pelo corpo 

coberto apenas por pele, com região dorsal do corpo, entre a cabeça e a origem da nadadeira 

dorsal, coberta com placas ósseas suturadas entre si e com limites bem evidentes 

externamente; com escudo pré-dorsal fortemente unido ao crânio; nadadeira adiposa 

diminuta; dois ou três pares de barbilhões e abertura branquial pequena (FERRARIS-JR, 

2003; GOULDING et al., 2003; BRITSKI et al., 2007). 

Segundo Goulding et al. (2003), a maioria dessas espécies apresentam hábito 

crepuscular ou noturno, durante o dia permanecem escondidos em fendas, buracos ou debaixo 
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de troncos e galhos. As espécies com maior porte apresentam importância econômica, 

constituindo parcela na pesca comercial e de subsistência, sendo bastante comuns em lagos, e 

algumas de menor porte são utilizadas na aquariofilia (FERRARIS-JR, 2003; GRAÇA; 

PAVANELLI, 2007). 

Os auchenipterideos são endémicos dos Neotrópicos, apresentam dimorfismo sexual, 

com características secundárias, sendo talvez os únicos silurídeos com fertilização interna 

através de inseminação, e, algumas espécies apresentam a nadadeira anal transformada em um 

gonopódio utilizado para cópula, porém vale ressaltar que pouco se conhece em relação a 

biologia da maioria das espécies dessa família (PINNA, 1998; FERRARIS-JR, 2003; 

BIRINDELLI, 2014). 

 

2.3 Sistemática dos hospedeiros 

 

Abaixo a classificação taxonômica da espécie de acordo com o site Itis.gov (2019). 

 

2.3.1 Trachelyopterus galeatus (Linnaeus, 1766) 

 

Reino            Animalia 

    Filo               Chordata 

        Superclasse    Osteichthyes 

            Classe            Actinopterygii 

                Infraclasse     Teleostei 

                    Ordem         Siluriformes 

                        Família        Auchenipteridae Bleeker, 1862 

                            Gênero         Trachelyopterus Valenciennes, 1840 

                                 Espécie     T. galeatus (Linnaeus, 1766) (Fig. 2) 

 

Figura 2 - Exemplar de Trachelyopterus galeatus em vista lateral. 

 
Fonte: LPCA, 2019. 
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2.3.2 Trachycorystes porosus (Eigenmann e Eigenmann, 1888). 

 

Reino            Animalia 

    Filo               Chordata 

        Superclasse    Osteichthyes 

            Classe            Actinopterygii 

                Infraclasse     Teleostei 

                    Ordem         Siluriformes 

                        Família         Auchenipteridae Bleeker, 1862 

                            Gênero         Trachycorystes Bleeker, 1858 

                                 Espécie     T. porosus (Eigenmann e Eigenmann, 1888) (Fig. 3) 

 

Figura 3 - Exemplar de Trachycorystes porosus em vista lateral. 

 
Fonte: LPCA, 2019. 

 

2.4 Ictioparasitologia 

 

Os organismos patogênicos estão presentes nos mais diversos tipos de ecossistemas, 

envolvendo-se em diferentes teias alimentares, e em todos os níveis tróficos, pois a maioria 

das espécies de vertebrados podem vir a ser hospedeiros de uma ou mais espécies de parasitos 

(LAGRUE et al., 2011). 

A ictioparasitologia é uma ciência que auxilia o entendimento das interações entre os 

peixes e seus parasitos (MACHADO et al., 1996). Estudos relacionados à parasitologia e 

patologia de peixes possuem grande importância, e vem crescendo no contexto mundial (SÃO 

CLEMENTE et al., 2001).  

Os peixes, sejam oriundos de ambiente natural ou de pisciculturas, podem ser 

hospedeiros de uma grande diversidade de organismos patógenos, podendo ter o 

comportamento e desenvolvimento influenciados, deste modo, interferindo na resistência do 
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mesmo a fatores estressantes, os tornando suscetíveis a infecções bacterianas, ocasionando a 

perda da produtividade, do valor e da qualidade do pescado (EIRAS, et al., 2004; WOO, 

2006; MILANIN, 2011).  

 De acordo com Kubitza e Kubitza (2004) são vários os mecanismos de transmissão de 

patógenos e parasitos para os peixes, pois o ambiente aquático por ser, de certo modo, 

bastante homogêneo, e essa característica facilita tanto a propagação quanto a distribuição 

desses organismos. Estes parasitos podem viver na superfície ou dentro dos seus hospedeiros, 

sendo usualmente divididos em endoparasitos e ectoparasitos, além de apresentarem ou não 

especificidade parasitária (THATCHER, 1991; PAVANELLI et al., 2002). 

O processo de transmissão mais comum do parasito é via oral, porém a autoinfestação 

pode também acontecer mais esporadicamente (LOM; DYKOVÁ, 1992; MATOS; CORRAL; 

AZEVEDO, 2003). Quando os parasitos apresentam ciclos de vida mais simples utilizam 

apenas um hospedeiro (ciclo direto ou monóxeno), quando complexos, dependem da presença 

de uma variedade de hospedeiros intermediários (invertebrados ou vertebrados), hospedeiros 

paratênicos (que apenas transportam o parasito) e definitivos dentro do ecossistema para sua 

transmissão (ciclo indireto ou heteróxeno) (MARCOGLIESE; CONE, 1997; PAVANELLI et 

al., 2002). 

Existem vários fatores que podem influenciar a composição da fauna parasitária dos 

peixes, como alimentação, sexo do hospedeiro, parâmetros físicos e químicos da água, 

densidade de estocagem dos peixes (no caso de pisciculturas), entre outros (PAVANELLI et 

al., 2002; MADI; UETA, 2012). Segundo Bell e Burt (1991) o hábito alimentar do hospedeiro 

certamente é um dos fatores que mais influenciam no processo de formação da fauna 

parasitária. 

Ferre (2001) descreve que a presença de parasitos é relativamente frequente no 

pescado de água doce e salgada, ocasionando diversas consequências relacionadas, 

principalmente, com aspectos econômicos e sanitários, pois alguns parasitos podem provocar 

alta mortalidade nas espécies de peixes, além de causar lesão tecidual levando a perda 

econômica. 

Devido os parasitos, por muitas vezes, serem os causadores de problemas de saúde 

pública na população, que se infecta pelo consumo de pescado cru ou cozido 

inadequadamente, pesquisadores e autoridades sanitárias do mundo inteiro vêm dando mais 

atenção as zoonoses transmitidas por pescado parasitado (OKUMURA et al., 1999), tornando-
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se o conhecimento da ação do parasito mais frequente quando a espécie hospedeira apresenta 

algum interesse econômico (MATOS et al., 1999). 

Os parasitos desempenham um papel-chave nos ecossistemas, regulando a abundância 

ou a densidade das populações hospedeiras, estabilizando as cadeias alimentares e a estrutura 

das comunidades animais (ZRNCIC et al., 2009; AZEVEDO et al., 2011e). Por isso, o estudo 

de parasitos é de grande relevância para compreender os papéis dos mesmos no ecossistema, 

bem como, para desenvolver melhores medidas de conservação da biodiversidade, conhecer o 

impacto da sua ação em pisciculturas e das zoonoses transmitidas pelos parasitos de peixe 

(LUQUE et al., 2016). 

Os peixes podem ser parasitados por um grande número de espécies pertencentes a 

filos distintos e entre organismos que podem ser considerados agentes etiológicos de doenças 

no pescado, estão os vírus, as bactérias, os protozoários, os fungos e os metazoários, desses 

últimos, ganha-se destaque os representantes do grupo Microsporidia e Myxozoa, 

respectivamente (EIRAS, 1994; LOM; DYKOVÁ, 2006; PAVANELLI et al., 2008; WOO, 

2006; WOO et al., 2003). 

 

2.5 Microparasitos 

 

2.5.1 Filo Cnidaria - Subfilo Myxozoa (Grassé, 1970) 

 

 Os mixozoários pertenciam anteriormente ao reino Protista, porém no decorrer dos 

anos tal classificação passou a ser questionada, devido ao fato dos esporos serem 

multicelulares e apresentarem estruturas como as cápsulas polares, que se assemelham ao 

nematocisto (estrutura pungente em cnidários), além do mais, as análises filogenéticas 

realizadas utilizando o gene 18S rDNA confirmaram que os mesmos agrupam-se dentro de 

reino Metazoa (SMOTHERS et al., 1994; SIDDAL et al., 1995; CAVALIER-SMITH, 1998). 

Segundo Shpirer et al. (2014) os mixozoários apresentam uma diversa disposição de 

genes que, taxonomicamente, são restritos ao filo Cnidaria, e a caracterização desses genes 

fornece evidências convincentes de que as cápsulas polares e nematocistos, são de fato 

estruturas homólogas e que os mixozoários são altamente originados dos cnidários, sendo 

desta forma, o Myxozoa considerado um subfilo (FIALA et al., 2015; OKAMURA et al., 

2015). 

Os Myxozoa (Animalia; Cnidaria) são endoparasitos que podem ser encontrados 

infectando vários tecidos, podendo apresentar uma alta especificidade tanto para os 
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hospedeiros quanto para os órgãos que parasitam, desenvolvem-se em forma de cistos ou 

plasmódios, podendo ocasionar compressão dos tecidos de seus hospedeiros (EIRAS, 1994; 

BÉKÉSI et al., 2002; FEIST; LONGSHAW, 2006). 

Este subfilo é formado por duas classes, Malacosporea Canning et al., 2000 e 

Myxosporea Buetschli, 1881, possuindo mais de 2.300 espécies descritas agrupadas em 16 

famílias, sendo a maioria parasitos de peixes, tanto de ambiente natural como de sistemas de 

criações, com algumas espécies responsáveis por ocasionar doenças com importante impacto 

que geram altas taxas de mortalidade em todo o mundo (KENT et al., 2001; LOM; 

DYKOVÁ, 2006, BARTHOLOMEW et al., 2008; MORRIS, 2010).  

A classe Malacosporea agrupa os microparasitos que infectam os briozoários de água 

doce durante ao menos uma vez no seu ciclo de vida, possuindo apenas uma ordem, a 

Malacovalvulida, que agrupa as espécies dos gêneros Buddenbrockia e Tetracapsuloides. Já a 

classe Myxosporea está dividida em duas ordens, Bivalvulida Schulman, 1959, que são 

aqueles que possuem o esporo com duas valvas e uma a quatro cápsulas polares; e 

Multivalvulida Schulman, 1959, que são aqueles que possuem três a sete valvas e duas a sete 

cápsulas polares (TOPS; CURRY; OKAMURA, 2005). 

Dentro da classe Myxosporea, os mixozoários compreendem mais de 2.180 espécies e 

estão divididos em 62 gêneros, são parasitos microscópicos, unicelulares e formadores de 

esporos, comumente encontrados em peixes na região das brânquias, órgãos internos e na 

musculatura, onde formando cistos que contêm numerosos esporos, podendo também infectar 

répteis e anfíbios, dentre as espécies, três gêneros são as mais comuns em peixes marinhos e 

de água doce, sendo eles Myxobolus, Henneguya e Kudoa (LOM; DYKOVÁ, 2006; GRIFFIN 

et al., 2008; ATKINSON, 2011; LUQUE, 2014). 

Em sua morfologia, os microparasitos desse grupo se diferenciam dos demais pela 

presença de cápsulas polares, além da presença de um ou mais esporoplasmas no interior dos 

esporos, que são as células infectantes e possuem forma amebóide (EIRAS, 1994; 

ATKINSON, 2011). Segundo Matos (2001) a maior diferença morfológica dentre os 

mixosporídios ocorre nas valvas, mas outras características são utilizadas para a diferenciação 

das espécies, como tamanho das cápsulas polares, número de voltas dos tubos polares, entre 

outras. 

Quando parasitos de peixes, esses organismos são endoparasitos, infectando qualquer 

tecido ou órgão do corpo de seus hospedeiros sendo mais comum na bexiga natatória, vesícula 

biliar, cérebro e brânquias, podendo ser histozóicos (intracelular ou intercelular) ou celozóicos 
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(cavidade dos órgãos) (LOM, 1969; VIEIRA, 2016). No entanto, as espécies de 

mixosporídios apresentam alto grau de tropismo, tanto para o hospedeiro, como para os 

tecidos infectados (SALIM; DESSER, 2000). 

O seu ciclo de vida é de forma indireta, apresentando duas fases, sendo a primeira no 

peixe, que é o hospedeiro intermediário e a segunda no anelídeo, que é o hospedeiro 

definitivo, envolvendo um mixosporo e um actinosporo neste ciclo. A fase mais conhecida é a 

de mixosporos, sendo encontrados geralmente em peixes, já a fase de actinosporos envolve 

um processo sexual, quase que exclusivamente nos anelídeos (Figura 4) (KENT et al., 2001; 

LOM; DIKOVÁ, 2002; LOM; DIKOVÁ, 2006). 

 

Figura 4 - Desenho esquemático do ciclo de vida indireto dos mixosporídios: a) hospedeiro definitivo; b) 

actinosporo; c) hospedeiro intermediário; d) mixósporo. 

 
Fonte: Adaptado de ATKINSON, 2006. 

 

Os anelídeos eliminam os actinosporos na água, entram em contato com os peixes 

provocam a infecção do microparasito, podendo essa infecção não acontecer obrigatoriamente 

via oral, pois os actinosporos têm a capacidade de serem ancorados pela expulsão de seus 

filamentos polares nas brânquias e na pele dos peixes, possibilitando ao esporoplasma 

amebóide entrar no organismo dos peixes via parenteral; após passam por vários estados intra 

ou intercelulares dentro do peixe, migram para os locais onde ocorre o desenvolvimento do 

estado esporogônico dando origem aos mixosporos, que serão eliminados pelos peixes, e ao 

serem ingeridos pelos anelídeos, o esporoplasma inicia a fase de merogonia, ocorrendo uma 
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meiose e a formação de oito zigotos, que sofrerão divisão celular e diferenciação, formando 

oito actinosporos tri-radiados, os quais serão liberados na água, reiniciando o ciclo (BÉKÉSI 

et al., 2002; LOM; DIKOVÁ, 2006). 

Segundo Barassa et al. (2003) muitas espécies de peixe que apresentam importância 

como recurso pesqueiro ou na piscicultura, são infectadas por mixozoários, podendo causar 

grandes prejuízos econômicos, com altas razões de mortalidade. No Brasil, estão descritas 

mais de 79 espécies de mixosporídios em peixes de água doce, pertencentes a sete gêneros 

distintos, entre os quais estão Myxobolus, Kudoa, Ellipsomyxa, entre outros (GRIFFIN et al., 

2008; EIRAS et al., 2010). 

Na Amazônia, especialmente no Laboratório de Pesquisa Carlos Azevedo - LPCA, 

entre os principais grupos de mixosporídios estudados, estão os gêneros Myxobolus Bütschli 

1882, Henneguya Thélohan 1892, Triangulamyxa Azevedo et al. 2005; Kudoa Meglitsch 

1947, Meglitschia Kovaleva 1988, Ellipsomyxa KØIE 2003, e Myxidium Bütschli, 1882 

(Figura 5). 

 

Figura 5 - Desenhos esquemático dos diferentes gêneros de mixosporídios estudados no LPCA: a) Henneguya 

rondoni; b) Myxobolus desaequalis; c) Ellipsomyxa gobiodes; d) Kudoa aequidens; e) Myxidium volitans; f) 

Tryangulamyxa amazonica e g) Meglitschia myleii. 

 
Fonte: a) AZEVEDO et al., 2008; b) AZEVEDO; CORAL; MATO, 2002; c) AZEVEDO et al., 2013; d) 

CASAL et al., 2008a; e) AZEVEDO et al., 2011c; f) AZEVEDO et al., 2005; g) AZEVEDO et al., 2011d. 

 

2.5.1.1 Gênero Myxobolus (Bütschli, 1882) 

 

Na classe Myxosporea, o Myxobolus é o gênero mais diversificado e com maior 

número de espécies, infectando principalmente peixes, porém, um pequeno número de 

espécies podem parasitar anfíbios e répteis, possuindo mais de 800 espécies descritas (EIRAS 

et al., 2005; LOM e DYKOVÁ, 2006; EIRAS et al., 2014). Das 100 espécies de mixozoários 
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conhecidas no Brasil, aproximadamente 58 espécies pertencem ao gênero Myxobolus 

(NALDONI et al., 2011). 

Os representantes deste gênero são pertencentes à ordem Bivalvulida, apresentam 

corpo elipsóide, duas cápsulas polares e duas valvas posicionadas paralelamente a linha de 

sutura, possuindo esporoplasma com célula binucleada, de forma geralmente esférica e por 

vezes, contendo uma inclusão polissacarídica (Figura 6) (KENT et al., 2001; LOM; 

DIKOVÁ, 2002; LOM; DIKOVÁ, 2006). 

 

Figura 6 – Desenho esquemático de esporo de Myxobolus sp. (vista frontal), apresentando as principais medidas 

morfométricas. 

 
Fonte: Sindeaux-Neto et al., 2016. 

 

 Deste gênero, a espécie mais estudada é o M. cerebralis, microparasito causador da 

chama “doença do rodopio” ou “doença da cauda negra”, que se manifesta nos exemplares 

jovens, sendo responsável por uma alta taxa de mortalidade de salmonídeos no mundo todo, 

tanto em pisciculturas quanto em ambientes naturais, chegando a ser incluída na lista de 

doenças de peixes de declaração obrigatória nos países em que existe legislação sobre as 

mesmas (EIRAS, 1994; ALLEN; BERGERSEN, 2002). 

 

 

8.9 
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2.5.1.2 Gênero Kudoa (Meglitsch, 1947) 

 

O género Kudoa pertence a ordem Multivalvulida, possui aproximadamente 86 

espécies, sendo todas parasitos de peixes, que se caracterizam por apresentar esporos 

quadrangulares, estrelados ou arredondados em observação apical, com quatro ou mais valvas 

e quatro cápsulas polares (Figura 7). Esses parasitos são encontrados geralmente na 

musculatura somática de seu hospedeiro, contudo, também já foram encontrados no coração, 

intestinos, brânquias, cérebro, rins e vesícula biliar, podendo causar sérios danos em peixes, 

seja em ambientes naturais ou em pisciculturas (LOM; DYKOVÁ, 1992; ANDRADA et al., 

2005; LOM; DYKOVÁ, 2006; WOO, 2006; CASAL, 2009). 

 

Figura 7 - Desenho esquemático de esporo do gênero Kudoa aequidens (vista frontal). 

 
Fonte: Adaptado de Casal et al., 2008. 

 

 As parasitoses causadas pelas espécies desse gênero têm sido estudadas 

principalmente em peixes que possuem elevado valor econômico, pois quando infectam a 

musculatura, formam pseudocistos dentro das fibras musculares, com aparência de cordões 

brancos ou negros ao longo da musculatura e após a morte do hospedeiro ocasionam a 

mioliquefação da carne tornando-a inviável para o consumo, acarretando na diminuição da 

aceitação comercial do pescado (LOM; DYKOVÁ, 1992; VAZ, 2000; WOO, 2006). Vale 

destacar que já foi confirmado, para o humano, surto de intoxicação no Japão, ocasionada por 

contaminação após consumo de peixe cru infectado por Kudoa (KAWAI et al., 2012). 

1 um 
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2.5.1.3 Gênero Ellipsomyxa (Køie, 2003) 

 

O gênero Ellipsomyxa, está dentro da ordem Bivalvulida, apresentando válvulas de 

paredes finas alongadas ou hemisféricas, duas cápsulas polares arredondadas presentes no 

eixo longitudinal em extremidades opostas, com filamentos polares internos; em uma vista 

lateral, as cápsulas ocorrem perto da superfície em lados opostos (Figura 8) (KØIE, 2003; 

AZEVEDO et al., 2013).  

 

Figura 8  - Desenho esquemático do esporo da espécie Ellipsomyxa gobioides (vista frontal), apresentando as 

principais medidas morfométricas. 

 
Fonte: Adaptado de Azevedo et al., 2013. 

 

Esse gênero possui várias espécies, como E. gobii (KØIE, 2003), E. syngnathi (KØIE; 

KARLSBAKK, 2009), E. mugilis (SITJÀ-BOBADILLA; ALVAREZ-PELLITERO, 1993; 

KØIE; KARLSBAKK 2009), E. adlardi (WHIPPS; FONT, 2013), E. gobioides n. sp 

(AZEVEDO et al., 2013), E. maniliensis, E. apogoni, E. nigropunctatis e E. arothroni 

(HEINIGER; ADLARD, 2014), E. kalthoumi (THABET et al., 2016), E. amazonesis (ZATTI 

et al., 2018) e mais recentemente E. arariensis (SILVA et al., 2018), todos descritos 

infectando a vesícula biliar do seu hospedeiro. 

De acordo com Køie (2003), a denominação desse gênero refere-se à forma de 

mixosporo, diferenciado dos demais membros da família Ceratomyxidae Doflein, 1899, 

possuindo como característica válvulas com parede finas alongadas ou hemisféricas, tendo 

uma vista apical ou polar, com cápsulas com tamanhos iguais, desiguais ou esféricas, além de 

ausência das cápsulas polares perto da linha de sutura. 
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2.5.2 Filo Microsporidia (Balbiani, 1882) 

 

Os microsporídios foram classificados como pertencente ao Filo Microsporidia, sendo 

inseridos ao Reino Archeozoa, posteriormente ao Reino Protista. Com o avanço da tecnologia, 

a hipótese dos microsporídios serem inseridos no Reino Fungi ganhou força devido ao 

surgimento de vários dados de biologia molecular mostrando proximidade nas relações 

filogenéticas (SPRAGUE et al., 1992; BALDAUF et al., 2000; BRUNS, 2006; JAMES et al., 

2006). Lee et al. (2008) por meio de análises filogenéticas demonstraram que os 

microsporídios são fungos verdadeiros. 

Os microsporídios são parasitos eucariotos intracelulares obrigatórios que não 

possuem estádios ativos fora das células hospedeiras e produtores de esporos, podendo ser 

encontrados parasitando diversas regiões do corpo do hospedeiro, estando presentes em 

alguns grupos de invertebrados e em todas as cinco classes de vertebrados, incluindo seres 

humanos, sendo os peixes seus principais hospedeiros (LOM; DYKOVA, 1992; SPRAGUE; 

BECNEL, 1998; AZEVEDO; MATOS, 2002; KEELING; FAST, 2002). 

Este filo apresenta aproximadamente 1.200 espécies distribuídas por cerca de 187 

gêneros e quase metade são conhecidos por infectar organismos aquáticos; a sua presença no 

hospedeiro pode causar infecções crônicas, diminuindo a condição corporal, sendo descritos 

nos peixes mais de 156 espécies de microsporídios e cerca de 20 gêneros (MAGALHÃES et 

al., 2006; KEELING; FAST, 2002; LEWIS et al., 2006; MATOS, 2007; CASAL et al., 2009; 

STENTIFORD et al., 2013; VÁVRA; LUKEŠ, 2013). 

Segundo Matos (2007) os microsporídios possuem um complexo ciclo de vida, e tem 

como uma de suas características principais a produção de esporos resistentes, que são 

responsáveis pela transmissão horizontal do parasito, podendo ser encontrado no hospedeiro 

na forma esporal livre ou em cistos na fase adulta, ou em estágios de desenvolvimento 

iniciais, em ambas as formas sendo liberados quando o hospedeiro vem a óbito. 

A característica mais diagnosticável de um microsporídio é o esporo (sua célula 

infecciosa), que é a única fase do ciclo de vida viável fora da célula hospedeira e mais 

facilmente reconhecível, possuindo forma variável, podendo ser mais ou menos alongada 

(bastonete até redonda), mas a maioria é ovóide (KEELING; FAST, 2002).  

O esporo é unicelular, apresenta dimensões que variam entre 01 a 40 μm de 

comprimento apresentando como características morfológicas um esporoplasma uni ou 

binucleado contornado por uma parede de espessura variável composta por três camadas: o 
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exósporo (camada exterior proteica densa e de composição proteica); endósporo (camada 

interna luzente e de composição quitinosa) e uma membrana plasmática que envolve o 

citoplasma, o núcleo (podendo apresentar até dois núcleos), um vacúolo posterior, as 

membranas do polaroplasto e o aparelho de extrusão (Figura 9a) (FRANZEN; MÜLLER, 

1999; BIGLIARDI; SACCHI, 2001; MATOS et al., 2004). 

Uma característica marcante destes parasitos é o seu aparelho infeccioso, sendo 

composto por três organelas: o filamento polar (estrutura tubular enrolada em hélice ligada ao 

ápice do esporo por meio do disco ancoragem), o polaroplasto e o vacúolo posterior (Figura 

9b) (VÁVRA; LARSSON, 1999). Keeling e Fast (2002) afirmaram que a diagnose da espécie 

de microsporídio é permitida a partir do número de voltas do filamento polar, o seu arranjo 

espacial relativo e o ângulo de inclinação da hélice. 

 

Figura 9 - Desenho esquemático de esporos de microsporídio indicando suas estruturas morfológicas. A - 

Esquema tridimensional do esporo; B - esquema em corte transversal do esporo. 

 
Fonte: A) FRANZEN; MÜLLER, 1999; B) MATOS et al., 2003. 

 

De acordo com Figueiredo (1997), boa parte dos microsporídios parasitam todos os 

estados do desenvolvimento do hospedeiro, podendo ocasionar a sua morte em poucos dias ou 

meses, sendo sua especificidade variada. O modo como o microsporídio invade novas células 

hospedeiras é considerado um dos mecanismos de infecção mais sofisticados em biologia, 

pois permite sua entrada na célula sem ser reconhecido e o protege das reações de defesa do 

hospedeiro (WEIDNER, 1972; KEOHANE; WEISS, 1999; CALI et al., 2002).  

Dentro do hospedeiro, em condições favoráveis, o microsporídio descarrega o tubo 

polar através da fina extremidade anterior do esporo, penetrando na nova célula hospedeira 

para inserir os esporoplasmas (Figura 10a), assim inicia-se a fase proliferativa do ciclo de 

Disco de Ancoragcm 
Polaroplasto 

Exosporo 
lindosporo 
Membrana Plamatica 

Filainento Polar 

Ribossomos 

Nuclco 

Vacuolo 

15 

B 

* 
m >■ 

microspondio ma.jpg 

Disco dc Ancoragcm 

Polaroplasto 
Filamcnto Polar 

(porcio oiilcnorl 
Nuclco 
Ribossomos 

Membrana Plasmatica 
F.xosporo 

Fndosporo 

Vacuolo 

I'ilamcnto Polar 
(|Knv^> enrotoda) 



28 

 

  

vida, ocorrendo a merogonia (Figura 10b), etapa em que o parasito aumenta massivamente o 

seu número tornando-se merontes, que na esporogonia se desenvolvem em esporontes, se 

caracterizando pela aparência de um revestimento superficial denso, então dividem-se em 

esporoblastos que finalmente se desenvolverão para esporos maduros (Figura 10c), e assim, 

reiniciam o ciclo (CALI; TAKVORIAN, 1999; VÁVRA; LARSSON, 1999; BIGLIARDI; 

SACCHI, 2001; MAGALHÃES et al., 2006). 

 

Figura 10 - Representação esquemática do ciclo de vida dos microsporídios: A - extrusão do filamento polar e 

fusão com a célula hospedeira; B - fase merogônia, onde ocorre a divisão dos merôntes até originar os 

esporontes; C - fase esporogônia, onde os esporontes se diferenciam para originar os esporoblastos, e por 

seguinte, os esporos.  

 
Fonte: FRANZEN E MÜLLER, 1999. 

 

Como não procuram ativamente o seu hospedeiro, os esporos destes microparasitos 

precisam estar presentes no ambiente em que o hospedeiro vive, e os mesmos podem ser 
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transportados pelo vento, água, através de outros organismos, sendo inseridos nos hospedeiros 

de diversas maneiras, onde a forma mais comum é a ingestão via oral dos esporos 

(transmissão horizontal), e quando dentro do hospedeiro, pode ocorrer transmissão vertical, 

onde o microsporídio é transmitido aos descendentes, ocorrendo transovarialmente, onde a 

doença é transmitida aos ovos da fêmea infectada (FIGUEIREDO, 1997; BECNEL; 

ANDREADIS, 1999). 

Na região Amazônica, especificamente no Laboratório de Pesquisa Carlos Azevedo 

(Universidade Federal Rural da Amazônia – UFRA/Belém), o grupo de pesquisa vem 

descrevendo espécies e gênero desse parasito em peixes, como: Loma myrophis (AZEVEDO; 

MATOS, 2002), Amazonspora hassar (AZEVEDO; MATOS, 2003a), Microsporidium 

brevirostris (MATOS; AZEVEDO, 2004), Potaspora morhaphis (CASAL et al, 2008b), 

Loma psittaca (CASAL et al., 2009), Kabatana rondoni (CASAL et al, 2010), Potaspora 

aequidens (VIDEIRA et al, 2015) e Pleistophora beebei (CASAL et al, 2016) (Figura 11). 

 

Figura 11 - Desenhos esquemático dos diferentes gêneros de microsporídios estudados no LPCA: a) 

Microsporidium brevirostris, b) Potaspora morhaphis, c) Kabatana rondoni, d) Potaspora aequidens, e) Macro 

e micro esporo de Pleistophora beebei. 

 
Fonte: A) MATOS; AZEVEDO, 2004; B) CASAL et al., 2008b; C) CASAL et al., 2010; D) VIDEIRA et al., 

2015; E) CASAL et al., 2016. 

 

2.6 Uso da Biologia Molecular na Ictioparasitologia 

 

As análises morfológicas podem não serem suficientes para a caracterização precisa de 

uma espécie, portanto, o uso de métodos complementares como as técnicas de biologia 

molecular a partir do DNA ribossômico (rDNA), por exemplo, estão sendo uma ferramenta de 

grande importância para estudo de identificação de espécies (MENEZES et al., 2009). 

Segundo Matos et al. (2004) os peixes são hospedeiros de uma grande variedade de 

grupos de microrganismos parasitos, que recentemente com o desenvolvimento da biologia 

molecular, muitas espécies foram reclassificadas, pois foi possível constatar que, em muitos 
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casos, a morfologia ultraestrutural dos parasitos não estavam relacionadas com os dados 

moleculares dos mesmos. 

 Para identificação de novas espécies e nos estudos filogenéticos de parasitos de peixes 

têm sido utilizados marcadores moleculares como o gene 18S que é altamente conservado e 

adequados para verificar a variação interespecífica; o rDNA  que possui sequências 

intercalares que variam dentro e entre populações, e sequências codificadoras que são 

altamente conservadas, estando presente em um número elevado de cópias em todo o genoma 

do organismo; e os espaçadores intergênicos não-codificantes (ITS1 e ITS2) que são mais 

variáveis (MARCIEL, 2016). 

As análises moleculares em estudos de parasitos de peixes vem sendo bastante 

utilizadas devido a eficácia nas determinações de espécies, contribuindo também na 

compreensão da biologia evolutiva e celular (CLARK, 2006). A identificação da maioria das 

espécies de mixozoários foi descrita através dos métodos tradicionais, baseados nas 

características morfológicas e morfométricas dos esporos, especificidade do hospedeiro e 

tropismo no tecido, porém, nos últimos anos pesquisadores estão utilizando a biologia 

molecular para identificar e diferenciar espécies de mixosporídios que apresentam 

características morfologicamente semelhantes (FERGUSON et al., 2008; ZHAO et al., 2008; 

IWANOWICZ et al., 2008). 

Na América do Sul, vários autores desenvolvem estudos taxonômicos sobre 

mixosporídios parasitos de peixes de água doce, no entanto, poucos são os trabalhos 

taxonômicos feitos utilizando análise molecular (ADRIANO et al., 2009a; MILANIN et al., 

2010; NALDONI et al., 2011; AZEVEDO et al, 2016). Bahri et al. (2003) e Zhao et al. (2008) 

sugerem que, pelo fato dos esporos dos mixosporídios serem pequenos e apresentarem tantas 

similaridades entre si, o uso da biologia molecular é de grande relevância para o estudo 

taxonômicos desse grupo, pois a classificação baseada apenas na morfologia são 

inconsistentes podendo induzir a erros. 

Vale ressaltar que, assim como, na identificação de espécies de mixozoários, as 

técnicas de biologia molecular também estão sendo empregadas no estudo de hipóteses 

filogenéticas e na elucidação do ciclo de vida do grupo (FIALA, 2006; FERGUSON et al., 

2008; ATKINSON; BARTHOLOMEW, 2009; MILANIN et al., 2010; NALDONI et al., 

2011). 

Com relação aos microsporídios de peixe, os mesmos agrupam-se em cinco grupos e 

apenas alguns gêneros são monofiléticos, existindo várias sequências de RNA ribossômico 
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SSU (rRNA) disponíveis em GenBank, correspondendo a 44 espécies de microsporídios em 

peixes (LOM; NILSEN, 2003). De acordo com Vossbrinck e Debrunner-Vossbrinck (2005), 

estudos filogenéticos baseados na análise molecular dos genes rRNA têm sido uma poderosa 

ferramenta na identificação de novos gêneros e espécies, bem como no agrupamento de 

táxons familiares. No Brasil, poucos são os trabalhos taxonômicos feitos utilizando análise 

molecular para microsporídio parasitando peixes (CASAL et al., 2008b; CASAL et al., 2009; 

CASAL et al., 2010; CASAL et al., 2012; VIDEIRA et al., 2015; CASAL et al., 2016). 

 

2.7. Microscopia Eletrônica de Transmissão e de Varredura 

 

A microscopia eletrônica tem sido uma ferramenta que compreende um conjunto de 

técnicas que possibilitam a caracterização morfológica de um material, composição química, 

além de determinar a estrutura atômica, tanto de metais, cerâmicas e polímeros, como de 

espécimes biológicas (DEDAVID; GOMES; MACHADO, 2007). Com o passar do tempo, o 

desenvolvimento da microscopia eletrônica de varredura e de transmissão, ambos utilizando 

feixes de elétrons no lugar de fótons, possibilitou uma maior resolução de detalhes que antes 

eram imperceptíveis em microscopia de luz (ML) (RAMOS, 2013). 

O microscópio eletrônico de transmissão (MET) é utilizado para analisar materiais 

biológicos, permitindo definições de imagens intracelulares, observação da morfologia 

celular, aspectos gerais das organelas, a interação de parasitos-células, bem como informações 

sobre alterações celulares ocasionados por microrganismos (GALLETI, 2003).  

Na microscopia eletrônica de varredura (MEV), a sua principal aplicação é no estudo 

de detalhes estruturais finos, de materiais pequenos, tridimensionais, revelando uma riqueza 

de detalhes estruturais, permitindo, dessa forma, que taxonomistas identifiquem espécies e 

que encontrem informações importantes para a classificação (GRIMSTONE, 1980). 

Apesar da utilização da biologia molecular na identificação dos mixosporídios, as 

técnicas de ultraestrutura como microscopia eletrônica de transmissão e de varredura, também 

auxiliam nos estudos de identificação dos grupos de parasito, pois tais técnicas permitem uma 

identificação interface parasito-hospedeiro e de esporogênese (CURRENT, 1979; ROCHA et 

al., 1992; ALI et al., 2007; AZEVEDO et al., 2011a). 

A técnica de MET se mostra de grande importância no estudo dos mixozoários, pois 

fornece informações relevantes a respeito da morfologia dos esporos, bem como o número de 

voltas do filamento polar desses parasitos (VIEIRA, 2016). No Brasil, vários trabalhos 
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utilizaram a MET como ferramenta para descrever novas espécies de mixozoários parasitos, 

dentre os quais estão: Azevedo e Matos (1996), Azevedo e Matos (2003), Casal et al.  (2003), 

Matos et al. (2005), Tajdari et  al. (2005), Adriano et al. (2006), Casal et al. (2006), Azevedo 

et al. (2008), Adriano et al. (2009b), Azevedo et al. (2010), Azevedo et al. (2011b).  

Em contaste, com a utilização de MEV é possível observar diretamente as superfícies 

das estruturas poliméricas tais como, membranas, fibras, entre outras, sendo a principal 

vantagem dessa técnica o método simples de preparação na maioria dos casos, porém a sua 

resolução é inferior a do MET (HOLINK et al., 1979; DEDAVID; GOMES; MACHADO, 

2007). De acordo com Goldstein et al. (1992), a preparação apropriada da amostra garante a 

reprodução e a confiabilidade da posterior observação. 

 Segundo Matos et al. (1999) o estudo de microparasitos observados em ML, MET e 

MEV, tem sido objeto de diversos trabalhos, permitindo estabelecer diferenças e semelhanças 

ultraestruturais que facilitam a identificação de espécies e estabelecer relações fílogenéticas 

entre espécies de grupos afins. Moreira (2013) afirma que o uso conjunto das técnicas 

morfológicas e as análises moleculares são complementares, e juntas, aumentam a qualidade 

dos resultados. 
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3 OBJETIVOS 

 

3.1 Objetivo Geral 

 

Realizar o estudo das características morfológicas e moleculares dos microparasitos 

eucarióticos presentes em Trachelyopterus galeatus e Trachycorystes porosus, oriundos dos 

municípios de Cachoeira do Ararí (Marajó) e Peixe-boi - PA. 

 

3.2 Objetivos Específicos 

 

 Identificar os microparasitos por meio das características morfologias;  

 Verificar a ocorrência de multiparasitismo nas espécies; 

 Avaliar as possíveis alterações histopatológicas nos tecidos parasitados;  

 Realizar a caracterização molecular dos microparasitos; 

 Verificar a prevalência dos microparasitos identificados;  

 Analisar a influência dos parâmetros ambientais com a ocorrência dos parasitos. 
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4 MATERIAL E MÉTODOS 

 

4.1 Área de Estudo 

 

As coletas dos espécimes de T. galeatus foram realizadas em dois municípios 

distintos, Peixe Boi, que se encontra na microrregião bragantina e Cachoeira do Arari, 

localizado no arquipélago do Marajó-PA. A captura dos espécimes de T. porosus, foi 

realizada apenas no município de Cachoeira do Arari. 

O município de Peixe Boi (01º07’S 47º18’W) apresenta uma bacia hidrográfica com 

aproximadamente 1.044,32 km² de área, é representada pela bacia do Rio Peixe Boi, 

demostrando grande relevância no contexto hídrico do estado do Pará, localizando-se na 

mesorregião nordeste do Pará (Figura 12), na microrregião denominada bragantina, 

abrangendo além do município de Peixe-Boi os municípios de Capanema, Santarém-Novo, 

Nova Timboteua, Bonito e Primavera (SILVA; LIMA, 2000; RODRIGUES et al., 2005). 

 

Figura 12 - Localização geográfica do Município de Peixe-Boi, na Mesorregião Nordeste do Pará. 

 
Fonte: Santos, 2019. 

 

O município de Cachoeira do Arari (1°00’’S 48°57’’W), pertence a mesorregião do 

Marajó e à microrregião do Arari (Figura 13), apresenta a bacia hidrográfica do rio Arari, com 

118 km de extensão e uma área de 864 km², sendo caracterizada por inúmeros paleocanais, 

principalmente em sua porção noroeste e pela presença dos lagos, possuindo importância 

econômica como via de penetração, de escoamento de bens e produtos, além de uma rica 
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ictiologia, constituindo dessa forma, a principal bacia hidrográfica da região de campos da 

ilha de Marajó (BARBOSA, 2005; SOUZA; ROSSETTI, 2009). 

 

Figura 13 - Localização geográfica do Município de Cachoeira do Arari - Marajó. 

 
Fonte: Santos, 2019. 

 

4.2 Captura dos Espécimes 

 

As coletas foram realizadas bimestralmente, em ambos os municípios (Peixe Boi e 

Cachoeira do Arari), capturando 10 indivíduos por coleta com auxílio de apetrechos de pesca 

como tarrafa e rede de emalhar (Figura 14). 

 

Figura 14 - Local de coleta dos exemplares no Município de a) Peixe-Boi e b) Cachoeira do Arari - Marajó. 

 
Fonte: LPCA, 2019. 
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Após a captura, os peixes foram colocados em sacos plásticos dentro de baldes com 

água do ambiente e aeração artificial a pilha (Figura 15a); em seguida, transportados vivos até 

o Laboratório de Pesquisa Carlos Azevedo (LPCA), localizado na Universidade Federal Rural 

da Amazônia (UFRA), campus Belém. No laboratório, os espécimes foram transferidos para 

aquários de vidro com capacidade de 20 a 40 litros (Figura 15b) com temperatura em torno de 

27-28º C, sendo realizada a devida aclimatação e mantida a aeração artificial até que se 

proceda às análises. 

 

Figura 15 - a) Exemplares em baldes com água do habitat após captura; b) Aquários onde os espécimes são 

mantidos ao chegarem no LPCA. 

 
Fonte: LPCA, 2019. 

 

 A prevalência parasitária (em %) foi determina de acordo com o descrito por Bush et 

al. (1997), utilizando a fórmula: P = NTPP/NTPE x 100, onde: 

 

P = prevalência;  

NTPP = número total de peixes parasitados;  

NTPE = número total de peixes examinados. 

 

4.3 Eutanásia para colheita dos órgãos parasitados dos exemplares   

 

Os espécimes foram anestesiados com Tricaína Metano sulfonato (MS222 SIGMA) na 

concentração de 50mg/L ou através de mielotomia neural, de acordo com CEUA - 013/2014 

(Anexo 01). Em seguida, realizou-se a medição do comprimento total dos peixes (CT), 

fazendo uso de paquímetro (cm), e o peso (P), utilizando balança analítica de precisão (g). Em 
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i 
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estereomicroscópio (lupa) Zeiss Stemi DCR, a parte externa do corpo foi examinada para 

verificar a presença de cistos ou lesões. 

Posteriormente, com auxílio de pinça e tesouras foi iniciada a necropsia dos animais, 

realizando um corte longitudinal e dois transversais na região ventral, seguindo da abertura 

urogenital até a região do opérculo, para análise dos órgãos internos (brânquias, vesícula 

biliar, fígado, entre outros) em busca por cistos e/ou tumefações, e das gônadas (testículo e 

ovário) para identificar o sexo (Figura 16). Todos os dados foram registrados em ficha de 

coleta (Anexo 02). 

 

Figura 16 - Análise de exemplar por meio de estereomicroscópio, com finalidade de verificar indícios de 

parasitismo na sua cavidade celomática e órgãos internos. 

 
Fonte: LPCA, 2019. 

 

Observando a presença de cistos, pequenos fragmentos de tecido ou órgão foram 

retirados, comprimidos entre lâmina e lamínula com uma gota d´água, e analisados em 

microscópio de luz (Olympus CX41). Confirmado a presença do parasito, os órgãos e tecidos 

foram removidos e fixados para o processamento em técnica de microscopia de luz, 

microscopia eletrônica de transmissão e de varredura, e para biologia molecular. 

 

4.4 Microscopia de Luz 

 

Para microscopia de luz (ML), os órgãos e tecidos removidos foram fixados em 

solução de Davidson (álcool 95%, formaldeído, ácido acético e água destilada), na proporção 

de nove partes de fixador para uma de material biológico (9:1), por um período de 24 horas. 



38 

 

  

Após fixação, os fragmentos foram processados de acordo com as técnicas 

padronizadas pelo LPCA (Anexo 03); passando por uma bateria de desidratação, 

concentrações de álcool crescente (70%, 80%, 90%, 100% I, 100% II e 100 III), álcool/xilol 

(50/50), diafanizados em xilol (I e II) e impregnação parafina líquida a 60º C. 

Seguindo, realizou-se inclusão em parafina com o auxílio do aparelho Tissue 

Embedding Center Micron EC350, microtomia com corte a 05µm de espessura, utilizando 

micrótomo Rotary Microtome Micron HM315. Os referidos cortes (tecido + cisto) são 

pescados em banho-maria em lâminas de vidro, colocados em estufa a 60ºC para fixação dos 

mesmos na lâmina.  

Após essa etapa, as lâminas + cortes foram retiradas da estufa, e realizou-se a 

coloração em Hematoxilina e Eosina (HE) e em técnica especial Ziehl-Neelsen (ZN) (LUNA, 

1968). Imagens das lâminas coradas com tecido + cisto, foram capturadas com auxílio de 

microscópio de luz ZEISS Primo Star com câmera fotográfica ZEISS AxioCamERc 5s 

acoplada, com software AxioVision 5.1 e microscópio de contraste de interferência 

diferencial (DIC) ZEISS AxioScope.A1 com câmera fotográfica ZEISS Axiocam 512 color, 

para documentação fotográfica. 

 

4.5 Microscopia Eletrônica de Transmissão e de Varredura 

 

A microscopia eletrônica de transmissão (MET) foi realizada de acordo com as 

técnicas padronizadas no LPCA/UFRA e no Laboratório de Pesquisa Edilson Matos 

(LAPEM/UFPA) (Anexo 04), onde os pequenos fragmentos dos tecidos parasitados foram 

fixados em glutaraldeído 5% tamponado em cacodilato de sódio (pH 7.2) a 0,2 M, durante 03 

horas a 4ºC. Após, lavados na mesma solução tampão por 02-04 h a 4ºC, e em seguida 

realizou-se uma pós-fixação em tetróxido de ósmio a 2% tamponado, por 02 a 03 horas sendo 

mantida a temperatura de 4ºC. 

Posteriormente, os fragmentos foram desidratados em série crescentes de etanol (50%, 

70%, 75%, 80%, 90%, 95%, 100% I, II e II) e óxido de propileno (I, II e II), passando por 

uma impregnação em oxido de propileno + Epon™ (3:1, 1:1 e 1:3), e incluídos em Epon 

Total, sendo levados à estufa 60ºC por 03 dias para polimerização. 

Seguindo, com auxílio de ultramicrotomo, preparou-se os blocos de Epon com 

formato de pirâmide, e se obtêm corte semi-fino com 01 µm de espessura, os quais foram 

corados com azul de toluidina a 5% aquoso ou Azur II, para verificar a presença de cisto ou 
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esporo na amostra. Com a amostra positiva, realizou-se cortes ultrafinos nos blocos, 

contrastados com acetato de uranila e citrato de chumbo, para observação em microscópio 

eletrônico de transmissão, operando a 80 kV.  Ressaltando, que as etapas de ultramicrotomia 

serão realizadas no Laboratório de Biologia Estrutural no Instituto de Ciências Biológicas 

(ICB) da Universidade Federal do Pará (UFPA), assim como na Universidade do 

Porto/Portugal, utilizando Convênio e Acordo Internacional entre a Universidade do Porto e 

as Universidades Federal do Pará e Universidade Federal Rural da Amazônia. 

Na análise em Microscopia Eletrônica de Varredura (MEV), as etapas se assemelham 

com a técnica de MET, onde a fixação dos fragmentos de órgãos ou cistos de microparasitos 

foi feita com glutaraldeído 5% tamponado com cacodilato de sódio (pH 7,2) a 0,2 M, por 3 

horas a 4ºC, seguindo de  lavagem no mesmo tampão por 2-4 h a 4ºC, pós-fixados em 

tetróxido de ósmio a 2% tamponado, por 2 horas na mesma temperatura, sendo a desidratados 

é realizada apenas em série crescente de etanol (50%, 70%, 75%, 80%9, 90%, 95%, 100% I, 

II e II). Em seguida, realizou-se a secagem ao ponto crítico e metalização, para posterior 

observação no MEV- Laboratório de Microscopia Eletrônica de Varredura no Instituto da 

Saúde e Produção Animal – UFRA/Belém. Tais etapas são realizadas de acordo com as 

técnicas padronizadas no LPCA/UFRA e LPEM/UFPA. 

 

4.6 Biologia Molecular 

 

Para a biologia molecular (BM), os materiais coletados (cistos e/ou tecidos infectados 

com esporos dos microparasitos) foram conservados em álcool etílico 80% e mantidos a - 

04ºC. A extração do DNA total de cada amostra foi realizada com uso do Pure Link Genomic 

DNA Mini Kit (Invitrogen
®
), seguindo as instruções do fabricante.  

Após a extração, realizou-se as amplificações dos DNA por PCR (Reação em Cadeia 

da Polimerase), usando os primers específicos (Kudf e Kudr, de acordo com WHIPPS et al., 

2003b), com auxílio do termociclador Applied Biosystems SimpliAmp™, nas condições da 

amplificação de 95°C durante 01 min para desnaturação inicial, seguido por 35 ciclos de 95°C 

durante 15 seg (desnaturação), 55°C durante 15 seg (anelamento) e 72ºC por 30 seg 

(extensão), terminando com 72ºC durante 7 min (elongação) e 4,0ºC a ∞.  

Os produtos da PCR foram corados com SYBR® Safe (Invitrogen, EUA), passando 

por eletroforese em gel de agarose 1,5% em tampão TBE e analisados no aparelho de 

fotodocumentação L-Pix STi. Confirmada a amplificação, as amostras foram purificadas 
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usando o GFX PCR DNA and Gel Band Purification Kit (GE Healthcare), de acordo com 

especificações do fabricante. Todos esses procedimentos são realizados no Laboratório de 

Genética Aplicada (LGA/UFRA). 

 Após purificação, as amostras foram encaminhadas para sequenciamento, que é feito 

no analisador automático de DNA ABI 3730 (Applied Biosystems™) utilizando o BigDye
®

 

v3.1 Cycle Sequencing Ready Reaction kit, conforme com as especificações do fabricante, e 

para confirmação das mutações observadas, cada amostra é sequenciada com ambos os 

iniciadores, direto e reverso. As sequências nucleotídicas obtidas foram editadas e alinhadas 

no programa BioEdit (HALL, 2007). As etapas dos sequenciamentos foram realizadas no ICB 

– UFPA ou por empresas prestadoras de serviços, seguindo ao alinhamento das sequências e 

confecção da árvore filogenética. 

 

4.7 Análise dos Parâmetros da Água  

 

 Durante as coletas, foram realizadas medições in situ das variáveis abióticas da água, 

mensuradas com instrumentos, como temperatura (Mult TEMP – termômetro infravermelho), 

pH (pHmetro) e salinidade (salinômetro ATAGO), os quais foram utilizadas para verificar se 

há influência da sazonalidade do ambiente (período seco e chuvoso) na presença dos 

microparasitos nos hospedeiros. 
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5. RESULTADOS E DISCUSSÃO 

 

Foram realizadas 12 coletas entre os anos de 2017 e 2018, onde foram capturados 160 

exemplares de T. galeatus (80 em Cachoeira do Arari e 80 em Peixe-boi) e 80 de T. porosus 

em Cachoeira do Arari. Por meio de análises detalhadas, realizadas com auxílio do 

estereomicroscópio, microscópio de luz e DIC, foi possível observar a presença de 

microparasitos pertencentes aos filos Myxozoa e Microsporídia nos exemplares.  

Em média, os espécimes analisados apresentaram comprimento e peso aproximados 

(Tabela 1), porém, não foi observada nenhuma relação destas medidas com a intensidade de 

infecção dos parasitos. 

 

Tabela 1 – Pesos e comprimentos dos espécimes e seus respectivos municípios de captura. 

Espécie Comprimento Total (cm) Peso Total (g) Município 

T. galeatus 13,00 (10,5-16,5) 50,54 (27,97-80,3) Cachoeira do Arari 

T. galeatus 12,3 (9,12-14,0) 42,09 (23,6-67,43) Peixe-boi 

T. porosus 12,7 (9,85-15,3) 46,71 (25,38-72,87) Cachoeira do Arari 

 

No decorrer das análises, foi verificada a presença de parasitismo em diferentes órgãos 

dos espécimes (filamentos branquiais, musculatura estriada esquelética, vesícula biliar), onde 

todos os exemplares, tanto os oriundos de Cachoeira do Arari quanto os de Peixe-boi, 

apresentaram multiparasitismo ou pelo menos um dos órgãos parasitados (Tabela 2).  

 

Tabela 2 – Espécimes analisados e respectivos microparasitos encontrados e órgão infectados. 

Hospedeiros Parasito (Gênero) Órgão Parasitado Município 

T galeatus 

Kudoa Musculatura 

Peixe-boi/ Cachoeira do 

Arari 

Ellipsomyxa Vesícula biliar 

Myxobolus Brânquias 

Microsporídio Musculatura 

T. porosus 
Kudoa 

Musculatura Cachoeira do Arari 
Microsporídio 

 

5.1 Myxobolus sp. parasitando as brânquias de T. galeatus 

 

Em estereomicroscópio foi possível observar a presença de vários cistos pequenos de 

coloração esbranquiçada nos filamentos branquiais dos exemplares de T. galeatus de ambos 



42 

 

  

os municípios (Figura 17a), que ao serem retirados e colocados entre lâmina e lamínula com 

uma gota d’água, puderam ser melhor visualizados em microscopia de luz (Figura 17b). Após 

o rompimento observou-se inúmeros esporos arredondados com formato piriforme, contendo 

duas cápsulas polares de tamanhos iguais voltadas para o ápice, características morfológicas 

comuns ao gênero Myxobolus (Figura 17c). 

 

Figura 17 – Fotomacrografia: a) Brânquias de T. galeatus apresentando cistos esbranquiçados. Barra de escala: 

500 μm; Fotomicrografia: b) Observação à fresco do cisto (*) presente no filamento branquial. Barra de escala: 

100 μm; c) Esporos maduros de Myxobolus sp. (cabeça de seta), evidenciando as cápsulas polares (CP). Barra de 

escala: 20 μm. 

 

 

A presença de Myxobolus parasitando as brânquias de peixes já foi relatada por 

diversos autores, inclusive no Brasil como, a ocorrência de M. sciades em Sciades herzbergii 

(AZEVEDO et al., 2010); M. brycon em Brycon hilarii (AZEVEDO et al., 2011a); M. lomi 

em Prochilodus lineatus (AZEVEDO et al., 2014); Myxobolus sp. em Hoplias malabaricus 
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(SANTOS, 2016); M. tapajosi em Brachyplatystoma rousseauxii (ZATTI et al., 2018); M. 

bragantinus em Mugil rubrioculus (CARDIM et al., 2018). 

Assim como foi verificado a presença deste microparasito em diferentes órgãos como, 

M. testicularis em testículos de Hemiodopsis microlepis (TAJDARI et al., 2005); M. metynnis 

no tecidos subcutâneos de Metynnis argenteus (CASAL et al., 2006); Myxobolus sp. no palato 

de Gobioides broussonnetii (VELASCO et al., 2012); Myxobolus sp. no músculo cardíaco de 

Pimelodus ornatus (MATOS et al., 2014); M. longissimus na parede externa do estômago de 

Colossoma macropomum (CAPODIFOGLIO et al., 2019); M. arariensis na musculatura de 

Rhamdia quelen (ABRUNHOSA et al., 2018). 

No presente estudo, foi observado que a prevalência deste microparasito variou com 

relação a área de coleta, pois 71% (57/80) dos espécimes capturados em Peixe-boi 

apresentaram cistos contendo esporos de Myxobolus sp., onde também se constatou um maior 

número de cistos nas brânquias, enquanto que 55% (44/80) dos exemplares de Cachoeira do 

Arari apresentaram parasitismo nas brânquias, verificando que os T. galeatus de Peixe-boi se 

encontravam  mais parasitados do que os exemplares de Cachoeira do Arari. 

De acordo com Roberts (2001), estudos mostram que as brânquias estão entre os 

órgãos mais acometidos pelas infecções por mixosporídios, e por serem órgãos que 

apresentam grande importância no metabolismo e homeostase dos peixes, a ação do parasito 

nesta região pode dificultar as trocas gasosas e iônicas, comprometendo a saúde do animal. 

As análises morfométricas demostraram que os esporos de Myxobolus sp. encontrados 

nos exemplares oriundos de Peixe-boi mediam 3,84 (3,68-4,01) µm de comprimento e 2,55 

(2,40-2,76) µm de largura, e suas cápsulas polares 1,99 (1,91-2,15) µm de comprimento e 

0,71 (0,59-0,77) µm de largura, por sua vez, os capturado em Cachoeira do Arari mediam 

3,84 (3,68-4,01) µm de comprimento e 2,55 (2,40-2,76) µm de largura, e suas cápsulas 

polares  1,99 (1,91-2,15) µm de comprimento e 0,71 (0,59-0,77) µm de largura. 

Pode se observar que os exemplares de ambos os municípios possuem medidas 

aproximados, sendo bem menores quando comparados com outras espécies de Myxobolus já 

descritas parasitando peixes de regiões brasileiras. Os esporos com menores medidas 

observados foram M. bragantinus em Mugil rubrioculus (CARDIM et al., 2018) e Myxobolus 

sp. em Pimelodus ornatus (MATOS et al., 2014), sendo o hospedeiro deste último oriundo de 

Cachoeira do Arari. Entretanto, ainda sendo maiores que os Myxobolus sp. encontrados nos 

espécimes de T. galeatus, o que poderia indicar uma espécie nova (Tabela 3). 
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Tabela 3 - Medidas descritivas comparativas (médias, com intervalos entre parênteses: μm) de Myxobolus spp. do presente estudo junto a outras espécies que parasitam peixes de regiões brasileira. 

Espécie Hospedeiro Órgão Infectado 
Esporo Cápsula Polar 

Localidade Referências 
Formato Comprimento Largura Comprimento Largura 

Myxobolus sp. 
Trachelyopterus 

galeatus 
Brânquias Piriforme 

3,84  

(3,68-4,01) 

2,55  

(2,40-2,76) 

1,99  

(1,91-2,15) 

0,71 

 (0,59-0,77) 
Peixe-Boi 

Presente 

estudo 

Myxobolus sp. 
Trachelyopterus 

galeatus 
Brânquias Piriforme 

3,81 

 (3,70-3,98) 

2,57 

(2,52-2,82) 

2,02 

 (1,93-2,19) 

0,74  

(0,55-0,79) 

Cachoeira do 

Arari 

Presente 

estudo 

Myxobolus 

arariensis 
Rhamdia quelen Musculatura Elipsoidal 

11,4 

 (10,7-12,6) 

7,2 

 (6,4-7,9) 

4,0 

 (3,6-4,3) 

1,9  

(1,7-2,2) 

Cachoeira do 

Arari 

Abrunhosa et 

al., 2018 

Myxobolus sp. Pimelodus ornatus Coração Piriforme 8 ± 0,2 5,8 ± 0,4 3,6 ± 0,3 1,2 ± 0,2 
Cachoeira do 

Arari 

Matos et al., 

2014 

Myxobolus 

bragantinus 
Mugil rubrioculus 

Filamentos 

branquiais 
Esférico 

6,28 

 (5,98-6,9) 

6,28 

 (5,98-6,9) 

2,47 

 (2,11 - 2,88) 

1,58  

(1,28-1,79) 
Bragança 

Cardim et al., 

2018 

Myxobolus 

marajoensis 
Rhamdia quelen Intestine Piriforme 10,9 5,1 5,2 1,5 Salvaterra 

Abrunhosa et 

al., 2017 

Myxobolus 

matosi 

Colossoma 

macropomum 

Parede interna do 

opérculo 
- 9,6±0,4 7,0±0,3 4,3±0,4 1,9±0,1 Santarém 

Capodifoglio 

et al., 2019 

Myxobolus 

longissimus 

Colossoma 

macropomum 

Parede externa 

do estômago 
- 19,1±0,4 9,4±0,3 10,5±0,2 2,5±0,1 Santarém 

Capodifoglio 

et al., 2019 

Myxobolus 

tapajosi 

Brachyplatystoma 

rousseauxii 

Filamentos 

branquiais 
Oval 

15 

 (13,5-17) 

10,7 

 (9,6-11,4) 

5,8 

 (4,6-7,1) 

3,0 

 (2,3-3,8) 
Santarém 

Zatti et al., 

2018 

Myxobolus 

figueirae 

Phractocephalus 

hemioliopterus 
Pele Ovóide 

9,5  

(9,1-10) 

6,4 

 (5,8-6,9) 

4,1 

 (3,5-4,6) 

2,1 

 (1,7-2,6) 
Santarém 

Naldoni et al., 

2018 

Myxobolus niger Corydoras melini Arco branquial Pririforme 11,3 ± 0,4 6,8 ± 0,2 5,0 ± 0,3 2,0 ± 0,1 
Santa Isabel do 

Rio Negro 

Mathews et 

al., 2016 

  



45 

 

Nas análises por meio das técnicas histológicas de laminas coradas em HE e ZN, 

pode-se verificar que os cistos de Myxobolus sp. se localizam preferencialmente na região 

cartilaginosa próxima do filamento branquial do hospedeiro, ocasionando deformidades 

morfológicas, que por consequência, podem acarretar a redução da capacidade respiratória do 

hospedeiro, porém nenhum infiltrado inflamatório foi observado nos órgãos parasitados 

(Figura 18a). Pela histologia também foi possível evidenciar as cápsulas polares e observar 

sua organização no interior dos esporos (Figura 18b). 

 

Figura 18 - Fotomicrografia: a) Cisto de Myxobolus sp. (cabeça da seta) entre os filamentos branquiais corado 

em HE; b) Cisto de Myxobolus sp. corado em ZN (cabeça da seta), com destaque de imagem do esporo com as 

duas cápsulas polares evidenciadas. Barras de escala: 50 µm. 

 

 

Os parasitos pertencentes ao gênero Myxobolus, podem infectar qualquer órgão do 

corpo dos peixes, ocasionando aos mesmos, lesões e atrofia devido o crescimento dos 

plasmódios (LUQUE, 2004). Quando há intensas infecções desse parasito em órgãos 

considerados importantes, como as brânquias, podem vim a ser letais, causando processos 

infecciosos, comprometendo o funcionamento do órgão, agravando o quadro da doença para 

lise celular e afetando de forma negativa o desenvolvimento dos hospedeiros (MATOS et al., 

2001; NALDONI et al., 2009).  

Vários autores vêm realizando estudos histológicos de parasitismo nas brânquias dos 

peixes ocasionado por mixozoários, os quais observam alterações como focos inflamatórios, 

alterações nas estruturas branquiais, hiperplasia do epitélio das lamelas, compressão dos 

capilares e tecidos adjacentes dos filamentos, hemorragias, deslocamento do epitélio 

respiratório e obstrução dos vasos sanguíneos (MARTINS et al., 1997; MARTINS et al., 

1999; ADRIANO et al., 2005; ADRIANO 2009a). 

As lesões ocasionadas nas brânquias pela presença do parasito, acarretam efeito 

negativo no desempenho dos peixes comprometendo a integridade do animal, aumentando sua 
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susceptibilidade às doenças secundárias, podendo acarretar em uma alta taxa de mortalidade 

(HAWKIN et al., 1984; CAMPOS et al., 2011). 

 

5.2 Ellipsomyxa sp. parasitando a vesícula biliar de T. galeatus 

 

Foi observado por análises em microscopia de luz parasitismo na vesícula biliar dos 

exemplares de ambos os municípios, pela presença de plasmódios e esporos no líquido e na 

parede do órgão. Os plasmódios eram dispóricos e apresentavam formato arredondado (Figura 

19a), os esporos eram ligeiramente alongados, elipsoides, com duas cápsulas polares esféricas 

de tamanhos iguais em lados opostos, apresentando filamento polar com 4 a 6 voltas (Figura 

19c e 19d), possuindo linha de sutura formando um ângulo com o eixo de espessura, tais 

características identificadas como pertencentes ao gênero Ellipsomyxa. 

 
Figura 19 - Fotomicrografia: a) Observação a fresco de plasmódios dispóricos arredondados (cabeça da seta) 

dispersos no líquido da vesícula biliar dos exemplares. Barra de escala: 50 μm; b) DIC de Plasmódio rompido 

com esporo no seu interior. Barra de escala: 05 μm; c) Esporo maduro de Ellipsomyxa sp. próximo a parede da 

vesícula biliar (cabeça da seta), evidenciando o numero de voltas do filamento polar. Barra de escala: 05 μm; d) 

Esporos maduros de Ellipsomyxa sp. dispersos no líquido no líquido vesical, evidenciando as cápsulas polares 

(CP). Barra de escala: 20 μm. 
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Outros estudos descreveram a presença deste mixozoário infectando peixes da região 

amazônica, como em Gobioides broussonnetii, descrito por Azevedo et al. (2013), 

Chaetobranchopsis orbicularis por Sindeaux-Neto (2013), Hoplias malabaricus por Santos 

(2016), Curimata cyprinoides por Pereira (2017), Pimelodus ornatus e Pygocentrus nattereri 

por Silva et al. (2018), onde foram encontrados plasmódios dispóricos de Ellipsomyxa 

parasitando a vesícula biliar dos hospedeiros analisados, semelhante ao evidenciado no 

presente estudo. 

Para este microparasito foi encontrada prevalência de 23,8% (19/80) para os 

espécimes do município de Peixe-boi e 26,25% (21/80) para os de Cachoeira do Arari. Em 

estudo realizado por Thabet et al. (2016), também foi evidenciado baixa prevalência do 

microparasito encontrado, verificando 3,6% para E. mugilis e 14,4% para E. kalthoumi, porém 

o resultado encontrado no presente estudo, se aproximou ao evidenciado por Zatti et al. 

(2018), com prevalência de 23,5% para E. amazonesis em Brachyplatystoma rousseauxii. 

Os esporos de Ellipsomyxa encontrados nos T. galeatus capturados em Peixe-boi 

apresentaram 18,16 (17,0-20,03) µm de comprimento e 12,14 (11,0-14,3) µm de largura, as 

cápsulas polares possuíam 7,11 (6,7-7,72) µm de comprimento e 5,90 (5,25-6,57) µm de 

largura, valores maiores do que os observados nos esporos dos espécimes de Cachoeira do 

Arari, os quais possuíam 12,69 (12,4-13,5) µm de comprimento e 7,4 (6,2-8,5)  µm de 

largura, e cápsulas polares com 3,56 (3,1-44) µm de comprimento e 2,68 (3,4-3,0) µm de 

largura (Tabela 4). 

Quando comparados com a morfometria de outras espécies descritas parasitando a 

vesícula biliar de peixes, foi observado que os esporos dos exemplares de Peixe-boi se 

mostraram maiores as demais espécies, apenas se aproximaram das medidas de E. kalthoumi 

(THABET et al., 2016), porém essa espécie apresentou o número de voltas do filamento polar 

superior ao observado no presente estudo. 

Por sua vez, os esporos dos exemplares de Cachoeira do Arari apresentaram medidas 

semelhantes as de E. arariensis, espécie descrita por Silva et al. (2018) parasitando duas 

espécies de peixes (Pigocentrus nattereri e Pimelodus ornatus), ambas oriunda do Rio Arari, 

mesma área de captura dos exemplares de T. galetaus deste estudo. O que poderia se sugerido 

que o Ellipsomyxa encontrado nos T. galeatus e o E. arariensis são a mesma espécie, porém 

sendo necessário dados de biologia molecular para confirmação. 
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Tabela 4 - Medidas descritivas comparativas (médias, com intervalos entre parênteses: μm) dos Ellipsomyxa spp. encontrados em T. galeatus com as demais espécies descritas de Ellipsomyxa 

parasitando a vesícula biliar de peixes. 

Espécie Hospedeiro 
Órgão 

Infectado 

Formato 

do Esporo 
CE LE CC LC 

Nº de voltas do 

filamento polar 
Localidade Referências 

Ellipsomyxa sp. 
Trachelyopterus 

galeatus 

Vesícula 

Biliar 
Elipsóide 

18,16 

(17,0-20,03) 

12,14  

(11,0-14,3) 

7,11  

(6,7-7,72) 

5,90  

(5,25-6,57) 
5 a 6 Peixe-boi Presente estudo 

Ellipsomyxa sp. 
Trachelyopterus 

galeatus 

Vesícula 

Biliar 

12,69 

(12,4-13,5) 

7,4 

(6,2-8,5) 

3,56 

 (3,1-4,4) 

2,68  

(3,4-3,0) 
4 a 5 

Cachoeira 

do Arari 
Presente estudo 

Ellipsomyxa 

arariensis 

Pigocentrus nattereri Vesícula 

Biliar 
Elipsóide 

12,6 

(12,0–13,4) 

7,3 

(6,7–8,0) 

3,5  

(3,4–4,0) 

2,6  

(2,5–3,2) 
5 a 6 

Cachoeira 

do Arari 
Silva et al., (2018) 

Pimelodus ornatus 

Ellipsomyxa 

gobioides 

Gobioides 

broussonnetii 

Vesícula 

Biliar 
Elipsóide 

6,8 

(6,5–7,0) 

7,2 

(6,9–7,5) 

4,6  

(4,3–4,8) 

2,5  

(2,1–2,7) 
5 a 6 Salvaterra 

Azevedo et al. 

(2013) 

Ellipsomyxa 

amazonensis 

Brachyplatystoma 

rousseauxii 

Vesícula 

Biliar 
Elipsóide 

12,80 

(12,3–13,6) 

7,6 

(6,7–8,7) 

3,8  

(3,8–4,0) 

3,1  

(2,5–3,4) 
2 a 3 Santarém Zatti et al., (2018) 

Ellipsomyxa 

gobii 

Pomatoschistus 

microps 

Vesícula 

Biliar 
Elipsóide 

7,0 

(6,6–7,5) 

8,7 

(8,0–9,0) 

3,1  

(3,0–3,2) 
- 6 a 7 Denmark Køie (2003) 

Ellipsomyxa 

adlardi 
Gobiosoma bosc 

Vesícula 

Biliar 
Elipsóide 

12,4 

(11,3–14,4) 

7,7 

(7,1–8,8) 

4,3  

(3,9–4,9) 

3,6  

(3,3–4,1) 
5 a 6 USA 

Whipps; Font 

(2013) 

Ellipsomyxa 

manilensis 
Arothron manilensis 

Vesícula 

Biliar 
Ovoide 

15,2 

(13,8–17,1) 

11,8 

(10,2–13,3) 

5,6  

(4,6–6,6) 

4,5  

(4,2–5,0) 
3 a 4 Australia 

Heiniger; Adlard  

(2014) 

Ellipsomyxa 

arothroni 
Arothron hispidus 

Vesícula 

Biliar 
Ovoide 

14,5 

(11,3–16,0) 

12,2 

(9,4–13,8) 

5,5  

(4,5–6,7) 

4,2  

(3,1–5,0) 
5 a 6 Australia 

Heiniger; Adlard  

(2014) 

Ellipsomyxa 

kalthoumi 
Liza saliens 

Vesícula 

Biliar 
Elipsóide 

17,2 

(13–21) 

13,2 

(10–15) 
5,5 (5–6) - 9 Tunisia 

Thabet et al. 

(2016) 

 CE – Comprimento dos Esporos; LE – Largura dos Esporos; CC – Comprimento das Capsulas Polares; LC - Largura das Capsulas Polares. 
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Através das técnicas histológicas, observou-se em HE a presença de plasmódio do 

microparasito aderido à parede da vesícula biliar, em ZN visualizou-se esporos e plasmódios 

dispóricos livres no líquido vesical com as cápsulas polares destacadas (Figura 20). 

 

Figura 20 - Fotomicrografia: a) Plasmódio de Ellipsomyxa sp. (cabeça da seta) na parede (P) da vesícula biliar, 

corado em HE; b) Esporos de Ellipsomyxa sp. soltos na vesícula com as cápsulas polares marcadas (CP), corado 

em ZN; c) Plasmódio dispóricos (cabeça da seta) presente no liquido da vesícula biliar, corado em ZN. Barras de 

escala: 10 μm 

 
 

O gênero Ellipsomyxa possui apenas 14 espécies descritas, sendo em sua maioria 

parasitas de peixes de águas marinhas, salobras e estuarinas, até o presente momento somente 

duas espécies foram descritas parasitando peixes dulcícolas (ZATTI et al., 2018; SILVA et 

al., 2018). As espécies de Ellipsomyxa do presente estudo, também foram encontradas 

parasitando espécies de peixes exclusivas de água doce. 
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5.3 Kudoa sp. na musculatura de T. galeatus e T. porosus 

 

  Na musculatura estriada esquelética, através da observação em microscópio de luz, se 

verificou a presença de pseudocistos na região hipo e epaxial dos exemplares analisados 

(Figura 21a), e quando rompidos (Figura 21b), foram liberados esporos de mixosporídios 

apresentando formato pseudoquadrangular, com quatro cápsulas polares piriformes, 

localizadas lado a lado (Figura 21c e 21d), características comuns ao gênero Kudoa. 

 

Figura 21 - Fotomicrografia: a) Pseudocisto nas fibras da musculatura esquelética (cabeça da seta) do 

hospedeiro. Barra de escala: 100 μm; b) Pseudocisto rompido (*) liberando inúmeros esporos de Kudoa sp. na 

musculatura. Barra de escala: 50 µm; c) DIC de Kudoa sp. livres na musculatura estriada do hospedeiro 

analisado (cabeça da seta); d) Esporos maduros de Kudoa sp. vista lateral (cabeça da seta) e apical evidenciando 

as cápsulas polares (CP). Barras de escala: 05 µm. 

 

 

Segundo Videira (2010), os parasitos do gênero Kudoa podem ser considerados típicos 

da musculatura esquelética, porém têm sido descritos ocorrendo em localizações 

diversificadas, como no músculo cardíaco, tegumento, barbatanas, cérebro, rim, peritônio, 
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glomérulos e mesentério. Além do mais, alguns dos membros desse gênero formam cistos 

macroscópicos nos músculos e causam problemas econômicos na venda dos peixes infectados 

(ABDEL-GHAFFAR et al., 2012). 

Foi verificada a presença de pseudocistos de Kudoa sp. nas fibras musculares de 

aproximadamente 95% (76/80) dos espécimes de T. galeatus capturados no município de 

Peixe-boi, 85% (68/80) nos de Cachoeira do Arari e 90% (72/80) nos exemplares de T. 

porosus. Alta prevalência de Kudoa sp. na musculatura de peixes também foi descrita por 

Oliveira, et al. (2015) em Plagioscion squamosissimus oriunda do distrito de Outeiro/PA, e 

Sindeaux-Neto et al. (2017) em Chaetobranchopsis orbicularis proveniente do município de 

Cachoeira do Arari, Marajó/PA, ambos evidenciaram 100% de infecção nos hospedeiros. 

Vários autores já descreveram espécies desse microparasito em peixes proveniente do 

município de Peixe-Boi/PA, como Casal et al. (2008), que verificaram a presença de K. 

aequidens no musculo sub-opercular de Aequidens plagiozonatus, porém com menor 

prevalência 35,7% (10/28) que o evidenciado no presente estudo; e de Cachoeira do Arari, 

como Azevedo et al. (2016), que descreveram K. orbicularis em Chaetobranchopsis 

orbicularis, também observado baixa prevalência de indivíduos infectados 47,6% (20/42). 

Nos T. galeatus de Peixe-boi, os esporos apresentaram 5,14 (4,72-5,98) µm de 

comprimento e 7,80 (7,66-7,97) µm de largura, nos de Cachoeira do Arari apresentaram 

comprimento de 4,65 (4,04-5,54) µm e largura de 5,25 (4,78-5,98). Já os esporos vistos em T. 

porosus possuíam comprimento de 6,38 (6,20-6,87) µm e largura de 9,35 (9,10-9,78) µm, 

tendo as maiores medidas entre os mesmos. Os dados da morfometria dos esporos de Kudoa 

spp. encontrados nos espécimes analisados foram comparados com outras espécies de Kudoa 

(Tabela 5). 

Observou-se que o Kudoa sp. de T.galeatus provenientes de Peixe-boi possuíam 

medidas próximas as de Kudoa paralichthys em Paralichthys olivaceus (CHO; KIM, 2003), 

por sua vez, os esporos dos exemplares de Cachoeira do Arari já tiveram medidas próximas as 

descritas por Azevedo et al. (2016) e Sindeaux-Neto et al. (2017) para K. orbicularis 

parasitando C. orbicularis. Para o Kudoa sp. observado em T. porosus, as medidas ficaram 

próximas as de Kudoa islandica que foi verificado parasitando a musculatura de Anarhichas 

minor (KRISTMUNDSSON; FREEMAN, 2014.) 
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Tabela 5 - Medidas descritivas comparativas (médias, com intervalos entre parênteses: μm) dos Kudoa spp. encontrados em T. galeatus e T. porosus com outras espécies descritas de Kudoa 

parasitando peixes. 

Espécie Hospedeiro 
Órgão 

Infectado 

Formato do 

Eporo 
CE LE CC LC Localidade Referência 

Kudoa sp. 
Trachelyopterus 

galeatus 
Musculatura Pseudoquadrado 5,14 

(4,72-5,98) 

7,80 

(7,66-7,97) 

2,30 

(2,26-2,32) 

1,71 

(1,62-1,74) 
Peixe-boi Presente estudo 

Kudoa sp. 
Trachycorystes 

porosus 
Musculatura Pseudoquadrado 6,38 

(6,20-6,87) 

9,35 

(9,10-9,78) 

2,65 

(2,47-2,74) 

1,75 

(1,73-1,77) 

Cachoeira 

do Arari 
Presente estudo 

Kudoa 

orbicularis 

Trachelyopterus 

galeatus 
Musculatura Pseudoquadrado 

4,65 

(4,04-5,54) 

5,25 

(4,78-5,98) 

2,22 

(2,05-2,32) 

1,53 

(1,56-1,74) 

Cachoeira 

do Arari 
Presente estudo 

Kudoa 

orbicularis 

Chaetobranchopsis 

orbicularis 
Musculatura Pseudoquadrado 4,4 - 4,8 5,0 - 5,6 1,4 - 2,0 1,2 - 1,6 

Cachoeira 

do Arari 

Sindeaux-Neto et 

al., 2017 

Kudoa 

orbicularis 

Chaetobranchopsis 

orbicularis 
Musculatura 

Quadrado 

arredondado 

4,3 

(3,6–5,0) 

5,1 

(4,2–5,8) 

2,1 

(1,7–2,6) 

1,3 

(0,9–1,7) 

Cachoeira 

do Arari 

Azevedo et al., 

2016 

Kudoa sp. 
Plagioscion 

squamosissimus 
Musculatura 

Quadrado 

Pseudoquadrado 

5,63 

(5,6-5,85) 

5,60 

(5,40-5,60) 

1,75 

(1,4-2,0) 

0,98 

(0,9-1,1) 
Outeiro 

Oliveira et al., 

2015 

Kudoa 

aequidens 

Aequidens 

plagiozonatus  

Musculatura 

Sub-Opercular  

Quadrado 

Pseudoquadrado 

3,2 

(2,9–3,5) 

6,8 

(6,2–7,1) 

2,2 

(2,0–2,6) 

1,2 

(1,1–1,5) 
Peixe-boi Casal et al., 2007 

Kudoa sp. Lutjanus analis Parede esôfago Estrelado 4,7 (4-5)  7,8 (7-9) 3,2 (3-4)  1,4(1-1,5) 
Aracajú, 

Sergipe 
Eiras et al., 2016 

Kudoa 

inornata 
Cynoscion nebulosus Musculatura 

Quadrado 

arredondado 

5,4 

(5,3–5,5) 

5,9 

(5,8–6,0) 
2,7 - USA 

Dyková et al., 

2009 

Kudoa 

islandica 
Anarhichas minor Musculatura 

Quadrado 

arredondado 

6,2 

(5,5–6,8) 

9,0 

(8,6–9,5) 

2,1 

(1,7–2,4) 

1,7 

(1,5–1,9 ) 
Iceland 

Kristmundsson; 

Freeman, 2014 

Kudoa 

paralichthys 

Paralichthys 

olivaceus 
Cérebro Quadrado 

5,19  

(4,49–5,97) 

8,23 

(7,4–8,89) 

2,2 

(1,87–2,74) 

1,2  

(1–1,42) 

Coréia do 

Sul 
Cho; Kim, 2003 

 CE – Comprimento dos Esporos; LE – Largura dos Esporos; CC – Comprimento das Cápsulas Polares; LC - Largura das Cápsulas Polares. 
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Foi realizada análise da biologia molecular do Kudoa sp. encontrado nos exemplares 

de T. galeatus de Cachoeira do Arari, que juntamente com os dados morfométricos, indicaram 

que o parasito se tratava da espécie K. orbicularis, descrito anteriormente por Azevedo et al. 

(2016), e os dados dessas análises foram utilizados na elaboração de um artigo (Apêndice 01). 

 Pelas técnicas histológicas de coloração em Hematoxilina-Eosina e Ziehl-Neelsen 

utilizadas, pode-se observar a relação dos pseudocistos nas fibras musculares, que se 

encontravam na região intracelular do tecido, ocasionando deformidades das fibras ao seu 

redor, bem como a organização dos esporos que os formam (Figura 22). 

 

Figura 22 - Fotomicrografia: Pseudocisto de Kudoa sp. (cabeça da seta) na musculares estriada esquelética, 

ocasionando deformidade entre as fibras musculatres (fm) do  hospedeiro, corado em HE; b) Observação de 

pseudocisto de Kudoa sp. (*) entre fibras musculares (fm) em corte longitudinal, corado em ZN; c) Pseudocisto 

(cabeça da seta) entre fibras musculares (fm) em corte tranversal, corado em ZN. Barras de escala: 20 μm. 

 

 

Em algumas espécies, os pseudocistos encontram-se dentro das fibras musculares, 

ocasionando aumento significativo do comprimento dessas fibras, e quando o tecido muscular 

encontra-se intensamente infectado pelo parasito, acaba adquirindo um aspecto amolecido 

(LOM; DYKOVÁ, 1992).  

Contudo, apesar da presença do microparasito nas fibras musculares dos espécimes 

analisados, a musculatura não demonstrou sinais de mioliquefação, semelhante a Andrada et 
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al. (2005), que não observaram nenhuma reação de mioliquefação nos exemplares de 

Trichiurus lepturus que avaliaram; por Dyková, Avila e Fiala (2002) para musculatura do 

esôfago de Sphoeroides annulatus e Shirakash et al. (2014) para o tecido muscular de 

Calotomus japonicus. 

 

5.4 Microsporídio na musculatura de T. galeatus e T. porosus 

 

Na musculatura esquelética estriada dos espécimes foram observados pequenos cistos 

arredondados com parede espessa (Figura 23b), e quando comprimidos entre lâmina e lamínula 

liberaram inúmeros esporos (Figura 23c) identificados como pertencentes ao Filo 

Microsporídia com formato piriforme, apresentando esporoplasma e vacúolo posterior no 

interior (Figura 23d), não sendo possível observar o filamento polar e o número de voltas. 

 

Figura 23 – Fotomacrografia: a) Cisto esbranquiçado de microsporídio (cabeça da seta). Barra de escala: 200 

μm; Fotomicrografia: b) Cisto arredondado de microsporídio (*) apresentando parede espessa. Barra de escala: 

10 μm. c) Cisto rompido após compressão entre lâmina e lamínula (C). Barra de escala: 50 μm; d) Inúmeros 

esporos piriformes de microsporídio livres após rompimento do cisto mostrando vacúolo posterior translúcido 

(cabeça da seta), com detalhe em DIC. Barra de escala: 05 μm. 
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Segundo Silva (2011), em muitos casos na aglomeração dos esporos, pode haver 

diferenciação em xenoma, que consiste em uma estrutura composta por uma célula 

hipertrófica cercada por uma parede espessa, constituída por várias camadas de colágeno, 

sendo que o núcleo hipertrófico, quando de grande dimensão apresenta-se, geralmente, com 

profundas ramificações (MATOS et al., 2003). 

No presente estudo, observou-se em todos os hospedeiros a ocorrência de xenoma, 

porém apenas em T. porosus foi possível verificar a presença de xenoma macroscópico 

(Figura 24a). Semelhante ao descrito por Abdel-Ghaffar et al. (2011), que presenciaram cistos 

macroscópicos de microsporídios infectando músculo, tecido conjuntivo dos ovários e epitélio 

intestinal de Saurida undosquamis, musculatura e estômago de Pagrus pagrus e, cavidade 

peritoneal de Epinephelus chlorostigma. 

 A prevalência encontrada para esse microparasito foi de 35% (28/80) em T. galeatus 

de Peixe-boi, 31,3% (25/80) para os de Cachoeira do Arari e 28,8% (23/80) em T. porosus. 

Prevalências semelhantes foram encontradas para microsporídio na Amazônia, como 30% 

para Loma psittaca (CASAL et al., 2009), 34% para Loma myrophis (AZEVEDO; MATOS, 

2002), 37,5% para Amazonspora hassar (AZEVEDO; MATOS, 2003a) e 36% para Kabatana 

rondoni (CASAL et al., 2010). 

 Porém, prevalências superiores já foram relatados em outros estudos de microsporídio 

na região amazônica, como 40,0% para Potaspora morhaphis (CASAL et al., 2008), 45% 

para Microsporidium brevirostris (MATOS; AZEVEDO, 2004), 60,0% de Pleistophora 

beebei (CASAL et al., 2016) e 66,6% para Potaspora aequidens (VIDEIRA et al., 2015), 

sendo estes microparasitos de hospedeiros oriundos do município de Peixe-boi. 

 Entre os hospedeiros analisados, as medidas dos esporos se mostraram bem próximas, 

principalmente entre os microsporídios encontrados nas espécies capturadas em Cachoeira do 

Arari. Quando comparados com outras espécies de microsporídios encontrados parasitando 

peixes da Amazônia, verificou-se que os valores morfométricos foram inferiores para as 

espécies P. beebei (CASAL et al., 2016), K. rondoni (CASAL et al., 2010), L. psittaca 

(CASAL et al., 2009) e superiores para P. morhaphis (CASAL et al., 2008), M. brevirostris 

(MATOS; AZEVEDO, 2004), A. hassar (MATOS; AZEVEDO, 2003a) (Tabela 6). 
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Tabela 6 - Medidas descritivas comparativas (médias, com intervalos entre parênteses: μm) dos microsporídios encontrados nos espécimes analisados com outras espécies 

descritas de microsporídio parasitando peixes da região amazônica. 

Espécie Hospedeiro Sitio de infecção 
Formato dos 

Esporos 
CE LE Localidade Referências 

Microsporidio  
Trachelyopterus 

galeatus 
Musculatura 

Elipsoide a 

piriforme 

3,2 

(2,88-3,67) 

1,8 

(1,64-2,8) 
Peixe-boi Presente estudo 

Microsporidio  
Trachelyopterus 

galeatus 
Musculatura 

Elipsoide a 

piriforme 

3,7 

(3,5-4,0) 

2,5 

(1,90-2,7) 

Cachoeira 

do Arari 
Presente estudo 

Microsporidio  
Trachycorystes 

porosus 
Musculatura 

Elipsoide a 

piriforme 

3,82 

(3,69-4,02) 

2,19 

(2,07-2,36) 

Cachoeira 

do Arari 
Presente estudo 

Pleistophora 

beebei 

Brachyhypopomus 

beebei 

Músculo da cavidade 

abdominal 

Levemente 

alongados 

4,7 

(4,4–5,0) 

2,8 

(2,3–3,0) 
Peixe-boi Casal et al., 2016 

Potaspora 

aequidens 

Aequidens  

plagiozonatus 

Região sub-opercular e 

nadadeiras 

Elipsoide a 

piriforme 
3,4 1,9 Peixe-boi Videira et al., 2015 

Kabatana rondoni 
Gymnorhamphichthys 

rondoni 

Músculo da cavidade 

abdominal 

Elipsoide a 

piriforme 
4,25 2,37 Irituia Casal et al., 2010 

Loma psittaca Colomesus psittacus Parede intestinal Ovoide 4,2 2,8 Cametá Casal et al., 2009 

Potaspora 

morhaphis 

Potamorhaphis 

guianensis 
Cavidade celomática Piriforme 2,8 1,5 Peixe-boi Casal et al., 2008 

Microsporidium 

brevirostris 

Brachyhypopomus 

brevirostris 

Músculo da cavidade 

abdominal 
Elipsoide 2,95 1,68 Peixe-boi 

Matos; Azevedo, 

2004 

Amazonspora 

hassar 
Hassar orestis Brânquias Elipsoide 2,69 1,78 Cametá 

Azevedo; Matos, 

2003a 

Loma myrophis 
Myrophis 

platyrhynchus 
Mucosa intestinal Elipsoide 

3,45 

(3,22–3,70) 

1,71 

(1,59–1,81) 
Algodoal 

Azevedo; Matos, 

2002 
CE – Comprimento dos Esporos; LE – Largura dos Esporos. 
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 As dimensões se aproximaram ao descrito para P. aequidens (VIDEIRA et al. 2015) e 

L. myrophis (AZEVEDO; MATOS, 2002), entretanto, os microsporídios referidos infectando 

a musculatura de T. galeatus e T. porosus oriundos do mesmo município, obtiveram 

comprimento e largura pouco mais elevados que estas duas espécies, e o contrário foi 

observado para os esporos encontrados em T. galeatus de Peixe-boi, que foram menores, 

tendo maior proximidade as medidas de P. aequidens. 

 Na microscopia de luz, os cortes histológicos dos tecidos com o microparasito foram 

corados em Hematoxilina-Eosina e Ziehl-Neelsen, e através delas foi visualizada melhor a 

relação do xenoma com a musculatura, assim como a organização dos esporos envoltos pela 

espessa camada do mesmo. Além do mais, foi possível perceber que os cistos de 

microsporídio não se localizavam somente na musculatura estriada (Figura 24c), mas também 

próximos a região de tecido conjuntivo presente no musculo (25a e 25b). 

 

Figura 24 – Fotomicrografia: a) Cisto de microsporídio (*) próximo as fibras musculares (fm) e tecido 

conjuntivo (tc), corado em HE. Barra de escala: 50 μm; b) Cisto (cabeça da seta) localizado entre fibras 

musculares (fm) e tecido conjuntivo (tc), corado em ZN. Barra de escala: 100 μm; c) Cisto (cabeça da seta) 

presente entre as fibras musculares de T. porosus. Barra de escala: 50 μm. 
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A ação deste microparasito pode ocasionar doenças aos organismos infectados, as 

denominadas microsporidioses, que por consequência causam a morte dos hospedeiros 

(CASAL, 2009). No presente estudo, a presença do microsporídio na musculatura não 

demostrou nenhuma doença aparente ao hospedeiro, porém verificou-se que ao redor do 

xenoma houve uma compressão/deformação e uma leve degradação do tecido muscular. 

Semelhante ao relatado por Casal et al. (2010) para K. rondoni, que verificaram degradação 

no músculo caracterizada pela desorganização das miofibrilas. 

Segundo Casal et al. (2010), a localização do parasitismo é uma das características que 

deve ser levada em consideração, pois aparentemente, as espécies dentro de um gênero 

geralmente mostram especificidade de tecido ou órgão, por exemplo, todas as espécies do 

gênero Microgemma infectam o fígado; de Spraguea as células ganglionares dos tecidos 

nervosos, de Kabatana as fibras musculares esqueléticas, de Pleistophora as musculaturas 

esqueléticas e lisos, e quase todos os de Loma infectam filamentos branquiais. 

Parte dos microsporídios que infectam a musculatura do hospedeiro podem acarretar 

danos nas células musculares circundantes, como é o caso da presença de microparasitos 

pertencentes às espécies do gênero Kabatana e Pleistófora, os quais induzem uma ação 

enzimática semelhante à observada em espécies de Myxozoa do gênero Kudoa (LOM et al., 

1999). 

Por se localizarem na musculatura dos seus hospedeiros, poderia se afirmar que as 

espécies encontradas no presente estudo pertenceriam ao gênero Kabatana ou Pleistophora. 

Porém, os dados morfométricos se assemelham a espécies do gênero Potaspora e Loma. 

Diante disso, para identificação segura das espécies dos microsporídios encontrados, é 

necessário realizar análises por técnicas ultraestruturais como microscopia eletrônica de 

varredura e transmissão, bem como por meio de biologia molecular. 

Ressaltando, que os peixes podem servir como fonte de infecção por microsporídios 

para o homem, com isso, a identificação dos esporos desse microparasito pode reduzir e 

prevenir a sua exposição, principalmente para aqueles indivíduos que possuem maiores riscos 

de adquirir microsporidiose, como é o caso de pessoas que possuem a imunidade 

comprometida e crianças desnutridas (LOBO; TELES; CUNHA, 2003). 
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5.5 Análise dos parâmetros abióticos da água 

  

A composição da comunidade parasitária, bem como a ocorrência de multiparasitismo, 

podem esta relacionados com os vários fatores do ambiente, desde os abióticos como a 

concentração de oxigênio, sazonalidade, pH e temperatura da água, até os bióticos como, a 

espécie hospedeira, seu comportamento, migrações, imunidade ou à interação entre estes 

fatores, seja em maior ou menor grau (TAVARES-DIAS et al., 2001; AZEVEDO, 2004; 

TAKEMOTO et al., 2004). 

Durante a realização das coletas, as variáveis abióticas da água verificadas 

demostraram que em Cachoeira do Arari o rio onde os exemplares foram capturados 

apresentou, em média, temperatura em torno de 28,3ºC, pH de 5,0 e salinidade de 0,0 ‰, e 

por sua vez, no município de Peixe-Boi, o rio apresentou temperatura em torno de 27ºC, pH 

de 6,10 e salinidade de 0,9 ‰, podendo perceber que não houve variação significativa dos 

parâmetros entre as áreas de captura.  

No presente estudo percebeu-se uma variação da fauna parasitária presente nos 

hospedeiros conforme a sazonalidade decorrente do período chuvoso e seco, característico da 

região. Em ambos os municípios, verificou-se que a presença de microsporídio na 

musculatura foi mais evidente nos exemplares capturados no período do chuvoso (Janeiro à 

Junho), por sua vez, os mixosporídios como Ellipsomyxa e Myxobolus foram mais 

evidenciados nos T. galeatus capturados no período seco (Julho à Dezembro). Exceção para o 

gênero Kudoa, que foi encontrado nos espécimes em ambos os períodos.  

Segundo Carvalho et al. (2010), modificações nas condições do meio ambiente e do 

hábitat dos hospedeiros podem ser determinantes nas variações da composição da fauna 

parasitária, as quais podem estar sujeitos à influência de possíveis ciclos sazonais. 
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6 CONCLUSÃO  

 

Nos espécimes de T. galeatus de ambos os municípios, foi encontrada a mesma fauna 

microparasitária, composta por três representantes do Subfilo Myxozoa (Myxobolus, Ellipsomyxa 

e Kudoa) e um do Filo Microsporídia. Em T. porosus foi evidenciada a presença de 

microsporídios e Kudoa sp. 

Myxobolus spp. foram encontrados parasitando as brânquias dos hospedeiros, 

apresentando prevalência significativa, localizando-se preferencialmente na região cartilaginosa 

do filamento branquial, ocasionando deformidades morfológicas. 

Ellipsomyxa spp. foram evidenciados parasitando a vesícula biliar dos hospedeiros, 

demonstrando baixa prevalência e juntamente com os Myxobolus spp. apresentou maior 

incidência nos exemplares capturados nos meses de Julho a Dezembro. 

 Kudoa spp. foram observados entre as fibras da musculatura esquelética estriada dos 

exemplares analisados, todos demonstraram elevada prevalência e ocorreram em todo período de 

estudo, ocasionando deformidade das fibras ao redor do cisto.  

Para os esporos de Kudoa encontrados em T. galeatus de Cachoeira do Arari, foi realizado 

análise em biologia molecular, e constatou-se que se tratava da espécie K. orbicularis, sendo a 

primeira descrição dessa espécie em um hospedeiro da ordem Siluriformes. 

Na musculatura dos espécimes de T. galeatus e T. porosus também se evidenciou a 

presença de xenomas arredondados formados por esporos de microsporídios, provocando a 

compressão e leve degradação do tecido muscular dos hospedeiros. Para esse microparasito foi 

constata uma baixa prevalência nos hospedeiros, sendo encontrados com maior frequência durante 

o período de Janeiro a Junho. 
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ANEXO 01 – Folha de aprovação da Comissão de Ética no Uso de Animais (CEUA/UFRA). 

 

im 

UNIVERSIDAOC FtDERAl RURAL OA AMA76WA 

COMISSAO DE fllCA NO USO DE AN1MA15 

ATISTAOO 

Protocolo 013/2014 (CEUAJ- 23084.007833/2014 29 (UFRA) 

Thulo do PiojelO: A^3o mltroparasilaria em hospedelrot aqudtko^ de Inlpressp 

econOmlco na Amjj6nto. 

Docenie/Pesqulsador Respoos^vfl; Prof. Or. Edllson Redrlgues matos 

lAslitol?50: JosTitulo da SaOde e ProdutSD Animal - ISPA / UFRA 

0 Comity de no Jso rfe Animais da UFRA, apreclou o protocolo aclma e 

verlficau que Iciair atendidas lodas as Mugenclas da Lei Federal 11734/08 {Lei 

Arouca], sondo respeliados os Prtntiplos ftlcos da Expcrlmeoia^o Animal do COfJCf A. 

PortanfO, manifesta-se pela sua aprova^ao. 

Pa«ec«r: APROVAOO 

LiDerado para o inlcip da pesquka sendo obrlgatOria a ertrega nes'a CLUA do relatOrlo 

semcstfal e de condiisSo ao finaF da pesqulsa. Comunifar por esfrito, toda e qualquer 

modifica?3o no projeto/plan© de enslnp. 

PARfaR 

Bel^m, 2B de maio de 2014. 

COordenadOra CEUA/UFRA 
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ANEXO 02 - Ficha para coleta de material laboratorial 

 

 
 

DATA: 

 

ESPÉCIE: 

 

LOCAL DE COLETA: 

 

SEXO: 

 

Nº de REGISTRO: 

 

 

 

PESO TOTAL: 

 

PESO EVISCERADO: 

 

COMPRIMENTO TOTAL: 

 

COMPRIMENTO PADRÃO: 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

ANÁLISE DA PRESENÇA DE PARASITAS: 

 

 

 

 

 

 

OBSERVAÇÕES: 

 

 

 

 

 

 

 

TUtouvmrnt A&ewtto UrJv€#3ldade Faderal Rural da AnazAnla 
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ANEXO 03 - Ficha de processamento - Microscopia de Luz 

 

 
 

PREPARAÇÃO DE MATERIAL PARA MICROSCOPIA DE LUZ 

 
 

MATERIAL.................................................................................   Nº......./.......  DATA:...../...../........                              

                                                    (  ) NORMAL 

                                                     (  )ESPECIAL 

 
OBS: ANTES DE INICIAR A CPLHEITA DO MATERIAL BIOLOGICO PREPARAR TODO O INSTRUMENTAL E 

MATERIAL NECESSÁRIO E INDISPENSÁVEL AO TRABALHO -------------------------------------------------------------------

-----------------------------------------------------------------------   

OBS: PREPARAÇÃO DE “BONECA DE GAZE” COM MATERIAL PARA SER PROCESSADO 

                                                                                                                     INÍCIO     FIM      OBS             

FIXAÇÃO: TEMPERATURA AMBIENTE                                        

FORMOL AQ 10%/DAVIDSON/AFA/OUTRO  HS        ................  ................  ................  ................  

LAVAGEM EM ÁGUA CORRENTE                   HS        ................  ................  ................  ................ 

DUPLA FIXAÇÃO                                                 HS        ................  ...............  ................  ................. 

 

DESIDRATAÇÃO                  ESPECIAL 

ALC 70......................30’         30’ .......1H  ..........1H         ................  ................  ................   ............... 

ALC 80......................30’         30’........1H  ..........1H         ................  ................  .................  ............... 

ALC 90......................30’ (*)   30’........1H  ..........1H         ................  ................  .................  ...............  

ALC ABS I................30’         60’........1H  ..........1H         ................  ................  .................  ....... ........ 

ALC ABS II..............30’         60’........1H  ..........1H         ................  ................  .................  ...............  

ALC ABS III.............30’         30’........1H  ..........1H         ................  ................  .................  ......... ...... 

 

ALC XILOL                           30’........1H  ..........1H         ................  ................  .................  ...............  

 

DIAFANIZAÇÃO (CLAREAMENTO) 

XILOL I                                 30’........30’  ..........24H        ................  ................  .................  ...............  

XILOL II                               30’........30’  ..........24H        ................  ................  .................  ...............  

 

IMPREGNAÇÃO EM  ESTUFA A 60° C  

BAMHO EM PARAFINA I      30’........30’   .........24H    ................  ................  .................  ..................  

BAMHO EM PARAFINA II    30’........60’   .........24H    ................  ................  .......... .......  .................. 

BAMHO EM PARAFINA III   30’(*)....60’   .........24H   ................  ................  .................  ..................  

 

INCLUSÃO EM PARAINA: TEMPERATURA AMBIENTE 

INCLUSÃO                                                                          .................  ................  .................  ................. 

TOTAL 

 

OBS: ( * ) PODE DEIXAR A NOITE NO ALCOOL, MAS NUNCA NO XILOL, EM TEMPERATURA AMBIENTE, 

SOMENTE EM CASOS ESPECIAIS 

TUtouvmrnt A&ewtto UrJv€#3ldade Faderal Rural da AnazAnla 
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ANEXO 04 - Ficha de processamento - Microscopia Eletrônica de Transmissão e de 

Varredura 

 

 
 

PREPARAÇÃO DE MATERIAL PARA MICROSCOPIA ELETRÔNICA 
 

MATERIAL.................................................................................   Nº......./.......  DATA:...../...../........                              

                                                      (  ) NORMAL 

                                                                        (  ) MICROPARASITAS 

OBS: ANTES DE INICIAR A CPLHEITA DO MATERIAL BIOLOGICO PREPARAR TODO O INSTRUMENTAL E 

MATERIAL NECESSÁRIO E INDISPENSÁVEL AO TRABALHO  

                                                                                                                          INÍCIO       FIM         OBS             

FIXAÇÃO                                        

GLUTARALDEÍDO ( T ) 2/2,5/3,0/5,0  4°C....1/2/3 HS        ................  ................  ................  ................  

LAVAGEM ( T ) ...................................  4°C....1/2 HS ( * )    ................  ................  ................  ................ 

ÓSMIO(T) 1/1,5/2/2.5% ...................   4°C....1/2 HS             ................  ...............  ................  ................. 

 

DESIDRATAÇÃO                  MICOPARASITAS 

ALC 50......................30’          30’ .......1H  ..........1H              ................  ................  ............. ...   ............... 

ALC 70......................30’          30’........1H  ..........1H              ................  ......... .......  .................  ............... 

ALC 75......................30’          30’........1H  ..........1H              ................  ................  ............. ....  ............... 

ALC 80......................30’          30’........1H  ..........1H              ................  ................  .................  ...............  

ALC 90......................30’          60’........1H  ..........1H              ................  ................  .............. ...  ............... 

ALC 95......................30’          60’........1H  ..........1H              ................  ................  ................ .  ............... 

ALC ABS I................30’          60’........1H  ..........1H              ................  ............... .  .................  ............... 

ALC ABS II..............30’          60’........1H  ..........1H              ................  ................  .................  .. ............. 

ALC ABS III.............30’          30’........1H  ..........1H             ................  ................  .................  ............... 

OX PRO I..................15’         15’........1H  ..........1H              ................  ................  .................  ............... 

OX PRO II.................15’         15’........1H  ..........1H             ................  ................  .................  ...............  

OX PRO III...............30’         15’........1H  ..........1H              ................  ................  .................  ................ 

 

IMPREGNAÇÃO  

OX PRO + EPON  (A+B)  (3:1).....30’........30’.........24H    ................  ................  .................  ..................  

OX PRO + EPON  (A+B)  (2:1).....30’........60’.........24H    ................  ................  .................  .................. 

OX PRO + EPON  (A+B)  (1:1).....30’( *)...60’.........24H   ................  ................  .................  .................. 

OX PRO + EPON  (A+B)  (1:2).....30’........60’.........24H    ................  ................  .................  .................. 

OX PRO + EPON  (A+B)  (1:3).....30’........30’.........24H    ................  ................  .................  ..................  

 

EPON TOTAL AMBIENTE    30’/60’..........120’......12/24H   .................  ................  .................  ............. 

EPON TOTAL ESTUFA 60°C 30’/60’..........120’......12/24H   .................  ................  .................  ............. 

 

INCLUSÃO:  

ENCAPSULAR E MANTER EM ESTUFA A 60°C....3DIAS   .................  ................  .................  .............. 

OBS: ( * ) PODE DEIXAR A NOITE A 4°C 

OePESGUISAc^ 

* THwavnm* ^ Univ«rildad« F«d«r«| Rurml da ArwAnla 
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APÊNDICE 01 - Artigo submetido e formatado de acordo com as normas da Revista 

Brasileira de Parasitologia Veterinária. 
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New occurrence of Kudoa orbicularis parasitizing the freshwater catfish Trachelyopterus 

galeatus (Teleostei: Auchenipteridae) in the Amazon region 

 

Nova ocorrência de Kudoa orbicularis parasitando peixe de água doce Trachelyopterus 

galeatus (Teleostei: Auchenipteridae) na região Amazônica 

 

Abstract 

A sample of 80 specimens of the freshwater catfish, Trachelyopterus galeatus (Siluriformes), 

were collected in the municipality of Cachoeira do Arari, on Marajó Island, in Pará, Brazil. 

Pseudocysts were found in the muscle fibres of the epaxial and hypaxial regions of 85% of the 

specimens analysed, reflecting a high infection rate. The pseudocysts contained spores that 

were pseudo-square in shape, with a mean length of 4.65 (4.04–5.54) µm and mean width of 

1.53 (1.56–1.74) µm. The analyses of the morphology of the spore and a partial 934-bp 

sequence of the SSU rDNA gene confirmed that the micro parasite was Kudoa orbicularis. 

This is the first record of this microparasite in a siluriform host from the Brazilian Amazon 

region. 

 

Keywords: Amazon Region; Anujá catfish; Myxozoa; Kudoa orbicularis; Microparasite 

 

Resumo 

Foram analisados 80 exemplares de Trachelyopterus galeatus capturados no Município de 

Cachoeira do Arari, ilha de Marajó-PA, Brasil. A presença de pseudocistos nas fibras 

musculares das regiões epiaxial e hipoaxial em 85% dos exemplares analisados, mostra alto 

grau de infecção. Os pseudocistos continham esporos de formato pseudoquadrado, medindo 

4.65 (4.04-5.54) µm de comprimento e 5.25 (4.78-5.98) µm de largura, com quatro cápsulas 

polares de tamanho iguais medindo 2.22 (2.05-2.32) µm de comprimento e 1.53 (1.56-1.74) 

µm de largura. Através das análises morfológicasdos esporos e molecular de uma sequência 

parcial de 934bps do gene SSU rDNA, confirma que o microparasito é Kudoa orbicularis, 

sendo este o primeiro registro desse microparasito em hospedeiro da ordem Siluriformes da 

Amazônia brasileira. 

 

Palavras-chave: Região Amazônica; Anujá; Myxozoa; Kudoa orbicularis; Microparasito 
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Introduction 

The fisheries of the Amazon region of Brazil are distinct from the other regions of the 

country, in terms of the diversity of species harvested, the volume of the catches, and the 

dependence of the local populations on this economic activity (BARTHEM & FABRÉ, 

2004). One of the target species in the Amazon basin is the Anujá catfish, Trachelyopterus 

galeatus (Linnaeus, 1766), which is found in swamps and under rafts of floating vegetation. 

This economically valuable siluriform species, also known as the cangati or cachorrinho de 

padre, is an omnivorous fish found throughout South America, where it is an important source 

of food and income for many riverside communities (BORGES et al., 1999; COSTA-NETO, 

2000; SANTOS et al., 2004; FERRARIS-JR, 2007; SANTIM et al., 2015; SOUSA et al., 

2016). 

Trachelyopterus galeatus may be a host of an enormous diversity of pathogens. 

Parasites are relatively common in freshwater fish, and many cause tissue lesions, which may 

not only be fatal to the fish, but may reduce the quality and value of the fishery product, as 

well as being a potential risk to human health (FERRE, 2001; EIRAS et al., 2004; WOO, 

2006). The microscopic cnidarians of the subphylum Myxozoa are an important group of 

parasites of aquatic organisms, which infect marine and freshwater vertebrates and 

invertebrates, and include a majority of the micro-organisms that cause disease in fish (KENT 

et al., 2001; LOM & DYKOVÁ, 2006).  

The myxozoans of the genus Kudoa are typically star-shaped, square, pseudo-square 

or rounded in the apical view, with four or more valves and polar capsules, which are found 

primarily in the muscle tissue of the host, and can cause post-mortem myoliquefaction. These 

parasites may also infect other types of tissue, such as the brain, integument, kidney, fins, 

peritoneum, and mesentery (MORAN et al. 1999, SWEARER & ROBERTSON, 1999; 

WHIPPS et al., 2004; LOM & DYKOVÁ, 2006; CASAL, 2009; KRISTMUNDSSON & 

FREEMAN, 2014). 

The morphological and morphometric analyses traditionally used to identify most 

myxozoan species may not be sufficient to confim all taxa reliably, which highlights the need 

for complementary techniques, in particular, molecular biology, which has been widely used 

to determine species of fish parasites (CLARK, 2006; MENEZES et al., 2010). The present 

study confirms the infection of the Anujá catfish, T. galeatus, from the Marajó Archipelago in 

northern Brazil by Kudoa orbicularis. This parasite was found infecting the musculature of 

the fish, and was identified by a combination of morphological and molecular analyses. 
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Materials and Methods 

A total of 80 Trachelyopterus galeatus specimens were collected in the region of 

Cachoeira do Arari, in the Marajó Archipelago, Pará, northern Brazil (01°00’ S, 48°57’ W) 

between January 2016 and December 2017. These specimens had a mean total length of 

13.00±2.01 cm (10.5–16.5 cm) and mean weight of 50.24±15.64 g (27.97–80.3 g). After 

being captured, the specimens were transported alive in aerated water from the natural habitat 

to the Carlos Azevedo Research Laboratory (LPCA) at the Federal Rural University of 

Amazonia (UFRA) in Belém (Pará).  

In the laboratory, the specimens were maintained in aquaria with water at a 

temperature of 28–30
o
C, and prior to necropsy, they were anaesthetised using tricaine 

methanesulfonate (MS-222) diluted in water at a concentration of 50mg/L. Specimen 

collection was authorised by the Brazilian Institute for the Environment and Renewable 

Natural Resources, IBAMA (SISBIO, licence number 27119-1) and the UFRA Committee for 

the Ethical Use of Animals in Research (CEUA: 013/2014). 

Following euthanasia, the specimens were first examined under a stereomicroscope to 

verify the presence of cysts, which were then observed by light microscopy. Once the 

parasitism was confirmed, small (0.5 cm) samples of muscle tissue were obtained from 

infected epaxial and hypaxial tissue for light microscopy and processing for molecular 

analyses. 

For light microscopy, the parasitised samples were fixed in Davidson solution (95% 

ethanol, formaldehyde, acetic acid, and distilled water) for 24 hours, embedded in paraffin, 

and stained with Hematoxylin-Eosin (HE) and Ziehl-Neelsen (LUNA, 1968). The stained 

slides and fresh spores were photographed using a ZEISS Primo Star microscope with an 

attached ZEISS AxiocamERc 5s camera, and AxioVision 5.1 software. Some tissue samples 

containing cysts were analysed by Differential Interference Contrast (DIC) using a ZEISS 

AxioScope.A1 microscope with ZEISS Axiocam 512 color camera. The fresh spores were 

measured in micrometres (µm), and the measurements are presented as means with minimum 

and maximum values between parentheses (LOM & DYKOVÁ, 1992). The prevalence of 

infection was determined as in Bush et al. (1997). 

For the molecular analysis, the myxozoan spores were collected and fixed in 80% 

ethanol. The DNA of the spores was extracted using the PureLink® Genomic DNA mini kit 

(Invitrogen, USA), following the protocol for the extraction of “Mammalian Tissue and 

Mouse/Rat Tail Lysate” provided by the manufacturer. The DNA samples were quantified in 
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a Biodrop Duo spectrophotometer (Biodrop). Polymerase Chain Reactions (PCRs) were run 

to obtain the Small Subunit Ribosomal DNA (SSU rDNA), initially with the universal 

Eukaryotic forward primer 18E (HILLIS & DIXON, 1991) and the reverse primer 18R 

(WHIPPS et al., 2003b). The PCR was run in a final volume of 25 µl, containing 1 x 

ReddyMix PCR Master mix (Thermo Scientific, USA), 75 mM Tris-HCl (pH 8.8), 20 mM of 

KCl, 0.1 (V/V) of Nonidet P40, 1.5 mM of MgCl2, 0.2 mM of each nucleotide triphosphate 

(Thermo Scientific, USA), 10 pmol of each primer, 1.25 U of Taq DNA polymerase (Thermo 

Scientific, USA), and the DNA template (10-50 ng/µl). The reaction protocol for the primers 

18E and 18R consisted of 95°C for 5 minutes, followed by 35 cycles of 95°C for 60 seconds, 

48°C (annealing temperature) for 60 seconds, and 72°C for 120 seconds, with a final 

extension of 72°C for 10 min. Subsequently, 3µl of the PCR mix was electrophoresed in 1% 

agarose gel with 1X Tris-Borate-EDTA (TBE), stained with SYBR® Safe (Invitrogen, USA) 

and visualised under blue light. The PCR products were purified with GFX™ PCR DNA and 

a Gel Band Purification kit (GE Healthcare, UK), according to the manufacturer’s 

instructions. The sequencing reactions were conducted with the Big Dye Terminator v3.1 

Cycle Sequencing kit (Applied Biosystems, USA), following the manufacturer’s instructions, 

in an ABI 3100 Genetic Analyser (Applied Biosystems, USA).  

The sequences obtained by this procedure were aligned in the BioEdit software 

(HALL, 1999) and ambiguous bases were clarified using the respective chromatograms. The 

sequences of the SSU rDNA gene of the myxozoan species deposited in the GenBank were 

aligned in Clustal X 1.8 (THOMPSON et al., 1997), at the default setting, to determine their 

phylogenetic relationships with the new species described here. High similarity scores in the 

Basic Local Alignment Search Tool (BLAST) were used as the criterion to select the 

GenBank sequences for inclusion in the analysis. The jModelTest 0.1.1 software (GUINDON 

& GASCUEL, 2003; POSADA, 2008) was used to identify the optimal nucleotide 

substitution model for the dataset. Bayesian Inference was implemented in MrBayes, version 

3.1.2 (RONQUIST & HUELSENBECK, 2003) using Markov Chain Monte Carlo searches of 

two simultaneous runs of four chains of 5,000,000 generations, with every 500th tree being 

sampled. The first thousand trees were discarded as burn-in, and the posterior probability of 

each node were calculated from the remaining trees, examined initially in TreeView X 

(PAGE, 1996). Genetic distances were computed in PAUP* 4.0b1 (SWOFFORD, 2003) 

using the default p parameter for the SSU rDNA gene. 
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Results 

Morphological description 

Light microscopy revealed the presence of pseudocysts in the skeletal muscle fibres of 

the epaxial and hypaxial regions of the host specimens analysed (Figure 1a). The pseudocysts, 

formed by agglomerations of Kudoa spores, were pseudo-square in shape with rounded edges 

in the apical view, and four piriform polar capsules of equal size (Figures 1b and 1c), 

although it was not possible to confirm the number of coils in the polar filament. The spores 

were 4.65 (4.04–5.54) µm in length and 5.25 (4.78–5.98) µm in width, with polar capsules 

2.22 (2.05–2.32) µm long and 1.53 (1.56–1.74) µm wide (Table 1). Overall, 68 (85%) of the 

80 T. galeatus specimens examined were infected by Kudoa sp. 

 

Histology 

The histological analysis indicated that the pseudocysts develop in the intracellular 

region of the muscle fibres, substituting the sarcoplasm of the fibre segments completely with 

Kudoa spores, causing the deformation of these structures, as well as some adjacent muscle 

fibres (Figures 2b and 2c). The spores were enveloped in a fine layer of sarcolemma (Figure 

2c). The pseudocysts were located in the cytoplasm of the host fibres  (Figure 2a), although 

no inflammatory response to the infection was observed in the host, nor were any clinical 

symptoms, including myoliquefaction, confirmed.  

 

Taxonomic Summary 

Phylum Cnidaria Hatschek, 1888 

   Class Myxosporea Bütschli, 1881 

                  Order Multivalvulida Shulman, 1959 

          Family Kudoidae Meglitsch, 1960 

             Genus Kudoa Meglitsch, 1947 

 

Species: Kudoa orbicularis Azevedo et al., 2016 

Type host: Trachelyopterus galeatus Linnaeus, 1766 

Infection site: Striated skeletal musculature. 

Type locality: Brazil, state of Pará, municipality of Cachoeira do Arari, Marajó Island (01°00’ 

S, 48°57’ W). 

Prevalence: 85% (68/80) of the hosts examined were infected. 
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Phylogenetic analysis 

A partial, 934 base-pair sequence of the SSU rDNA gene was obtained from the K. 

orbicularis spores found in the musculature of T. galeatus. This sequence was deposited in 

GenBank under access number MK204656. Two clades, denominated A and B, were 

identified in the phylogenetic analysis (Figure 2). Clade A was divided into two subclades 

formed exclusively by marine Kudoa species, with the exception of K. orbicularis 

(AZEVEDO et al., 2016), which clustered together with the other Kudoa species analysed, 

with high nodal (posterior probability) support. The Kudoa species of clade A are found 

almost exclusively in the muscle tissue of their hosts, which are predominantly fishes of the 

order Perciformes, with tissue tropism in the musculature. However, some Kudoa species 

parasitise other types of tissue, such as the organs of the digestive system (oesophagus and 

intestine), which is parasitised by K. dianae (AF414692) and K. cookii (JX090294), and the 

Central Nervous System (neurones and brain), which is infected by K. neurophila 

(AY172511), K. chaetodoni (DQ519387), K. prunusi (AB573715), K. lemniscati (JQ026222), 

and K. lethrini (DQ519388). The Kudoa species that infect the digestive system were 

allocated to subclade A1 in the present analysis, together with the Kudoa species that infect 

the muscle tissue of host species belonging to a variety of fish orders. The Kudoa species that 

parasitise the nervous system present tropism characteristic of this type of tissue, and cluster 

in subclade A2, together with K. igami (AB844444) and K. thalassomi (AB844443), which 

infect the musculature. All the species in this subclade parasitise fish of the Perciformes, and 

thus appear to be specialised in hosts of this order. 

Clade B is formed by species of the genus Unicapsula Davis, 1924, a member of the 

order Multivalvulida Shulman, 1959. Most of these species infect the skeletal musculature of 

their hosts, except for Unicapsula fatimae (KT894108), which is a parasite of the oesophagus. 

Once again, however, all the host species of this clade are fish of the order Perciformes 

(Figure 3).  

The sequences were realigned for the pairwise comparison of a subset of the Kudoa 

species that parasitise the musculature of their hosts. The minimum p distance recorded in the 

present study (Table 2) was 3.68% between the K. orbicularis analysed here and K. 

orbicularis (KM192365). All other distances were over 5.0%, reaching a maximum of 6.68%, 

in the case of K. whippsi. 
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Discussion 

Kudoa orbicularis was described from the musculature of specimens of the cichlid, 

Chaetobranchopsis orbicularis (Perciformes), collected from the Arari River, on Marajó 

Island (AZEVEDO et al., 2016), the same locality from which the T. galeatus specimens 

analysed in the present study were collected. The morphological features of the K. orbicularis 

spores and polar capsules found in T. galeatus were closely similar to those described by 

Azevedo et al. (2015) and Sindeaux-Neto et al. (2017) in the K. orbicularis specimens 

obtained from the host fish, C. orbicularis. Despite being the same species, minor 

morphological differences are typically found in the size of myxozoan spores in different 

hosts (KOVALEVA et al., 1979; YANAGIDA et al., 2004). The K. orbicularis spores are 

much smaller than those of Kudoa islandica, Kudoa inornata and Kudoa ogawai, although 

the polar capsules are larger than those of K. islandica (Table 1). 

The spores of Kudoa quadricornis, infecting Carangoides fulvoguttatus (WHIPPS et 

al., 2003b), and Kudoa rninithyrsites in Pempheris ypsilychnus (WHIPPS et al., 2003a), were 

observed developing intracellularly in the microfibrils of the host, as observed in the present 

study. The histology of K. orbicularis in the present study was similar to that of K. inornata 

observed in the skeletal musculature of Cynoscion nebulosus by Dyková et al. (2009), who 

also described a fine layer of sarcolemma enveloping the mature spores within the fibres. A 

similar configuration was described by Dyková et al. (2002) in the case of Kudoa dianae 

infectiong the oesophageal musculature of Sphoeroides annulatus, and in Kudoa igami in the 

muscle tissue of Calotomus japonicus (SHIRAKASH et al., 2014). In both cases, no evidence 

of inflammation or any other response to the presence of the parasite was observed in the 

host. However, Azevedo et al. (2016) and Sindeaux-Neto et al. (2017) did observe 

inflammation in the muscle tissue infected by K. orbicularis, as well as lethargic behaviour in 

the host fish, including irregular tail movements, and immobility, although these patterns 

were not observed in T. galeatus in the present study. 

The similarities in the morphological characteristics of the K. orbicularis specimens 

observed in the present study in comparison with the original description of this species 

(AZEVEDO et al., 2016), together with the muscle tissue tropism, the freshwater habit of the 

host, and the geographic location of the two cases, all confirm the species identification. In 

addition to the identification of Kudoa species based on morphological and morphometric 

parameters, a number of recent description have also included molecular comparisons, which 
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not only provide a more reliable diagnosis, but also the analysis of phylogenetic patterns 

(EIRAS et al., 2014). 

 The phylogenetic tree derived from the molecular analyses applied in the present study 

(Figure 3) also confirmed the proximity of the K. orbicularis specimens found in T. galeatus 

with the K. orbicularis sequence described by Azevedo et al. (2016), with maximum (100%) 

branch support. In addition to this significant genetic similarity, this is the only Kudoa species 

of clade A known to parasitise a freshwater host, in contrast with all the other Kudoa species 

included in this clade, which infect marine hosts. Hervio et al. (1997) observed that Kudoa 

species tend to group by geographic location, rather than the morphological similarity of the 

spores, as confirmed in the present study. 

 In the other subclades, some Kudoa species were grouped by host specificity, tissue 

tropism and/or geographic region. The second cluster of subclade A1, for example, groups 11 

Kudoa species that parasitise the muscle tissue of perciforms, but from distinct localities, 

while the third cluster is formed by two species (K. quadricornis and K. paraquadricornis) 

that parasitise the muscle of perciforms, in this case, from the same locality, Heron Island in 

Australia. The first of these clusters had 76% branch support, and the second cluster, 100% 

support.  

 The findings of the present study thus support the hypothesis that the tissue tropism 

found in some Kudoa species has a genetic component, although there are also significant 

deviations (BURGER et al., 2007). In the fourth cluster, for example, which includes the 

Kudoa species not grouped by any of these factors, the parasites infect different types of 

tissue, and are found in a broad diversity of fish orders and geographic localities, with branch 

support of only 65%. However, these species do have the marine habitat of their hosts in 

common. Subclade A2, which has a branch support of 74%, includes Kudoa species that 

infect different types of tissue, but is supported by the specificity of its hosts, with all the 

parasites being found in perciform fish. 

 The present study confirmed that K. orbicularis may infect fish hosts belonging to 

different orders, which indicates that this microparasite is not host-specific, and while many 

Kudoa species are host-specific, a number of species are known to infect different types of 

host. These species include Kudoa hypoepicardialis, which has been found infecting seven 

different host species belonging to seven different genera and families (BLAYLOCK, et al., 

2004), while Kudoa thyrsites is known to infect fish of different families, and is thought to 

have a cosmopolitan distribution (WHIPPS & KENT, 2006; JONES et al., 2016). 
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 The relationships among Kudoa species, based on their morphology, tissue tropism, 

habitat (freshwater vs. saltwater), and geographic region, and the results of the phylogenetic 

analysis support conclusively the conclusion that T. galeatus was infected by K. orbicularis, a 

species described previously in C. orbicularis (AZEVEDO et al., 2016). This is the first 

record of the occurrence of a Kudoa parasite in a catfish (Siluriformes) host in the Brazilian 

Amazon region. 
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Figure 1 – Photomicrograph of K. orbicularis in T. galeatus: a) Pseudocyst (arrowhead) 

(DIC) in the striated skeletal muscle fibre. Scale bar: 100 µm; b) Fresh spores (arrowhead). 

Scale bar: 05 µm; c) Detail of the spore (apical view) under DIC, showing the four polar 

capsules (PC). Scale bar: 05 µm; 

 

 

Figure 2 – Photomicrograph of K. orbicularis infecting T. galeatus: a) Pseudocysts (*) located 

in the cytoplasm (arrowheads) of the muscle fibres, stained with HE. Scale bar: 20 µm; b) 

Histological section of the pseudocysts stained with HE (*). Scale bar: 20 µm; c) Pseudocyst 

(*) deforming the neighbouring fibres (nf) and pseudocyst enveloped by a fine layer of 

sarcolemma (arrows), stained with ZN. Scale bar: 20 µm.  
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Figure 3 - Phylogenetic tree generated by Bayesian Inference (BI) of the partial sequences of 

the SSU rDNA gene of K. orbicularis retrieved from T. galeatus in the present study and from 

other, closely-related myxozoans. The GenBank access numbers are shown next to the species 

names. The numbers at each node are the posterior probabilities calculated by the BI. The 

species analysed in the present study is highlighted in bold type. Abbreviations: Mcl = 

musculature; DS = Digestive System; CNS = Central Nervous System; S = Siluriformes; P = 

Perciformes; T = Tetraodontiformes; G = Gadiformes; Sa = Salmoniformes; Sc = 

Scorpaeniformes. 
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Table 1 - Comparative descriptive measurements (means in μm, with ranges in parentheses) of K. orbicularis and other species that parasitise the 

musculature of the fish hosts. 

Species Host 
Site of 

infection 

Spore 

morphology 
Spore length Spore width PC length PC width 

Localit

y 
Reference 

Kudoa 

orbicularis 

Trachelyopterus 

galeatus 
Muscle Pseudoquadrate 

4.65  

(4.04-5.54) 

5.25 

(4.78-5.98) 

2.22 

(2.05-2.32) 

1.53 

(1.56-1.74) 
Brazil Present study 

Kudoa 

orbicularis 

Chaetobranchopsi

s orbicularis 
Muscle Pseudoquadrate 4.4 - 4.8 5.0 - 5.6 1.4 - 2.0 1.2 - 1.6 Brazil 

Sindeaux-Neto 

et al., 2017 

Kudoa 

orbicularis 

Chaetobranchopsi

s orbicularis 
Muscle 

Rounded 

quadrate 

4.3 

(3.6–5.0) 

5.1 

(4.2–5.8) 

2.1 

(1.7–2.6) 

1.3 

(0.9–1.7) 
Brazil 

Azevedo et al., 

2016 

Kudoa 

pleurogrammi 

Pleurogrammus 

monopterygius 
Muscle Subquadrate 

6.3 

(5.6 – 8.8) 

8.6 

(8.2 - 9.1) 

2.8 

(2.7- 2.8) 

1.6 

(1.4 – 2.0) 
USA 

Kasai et al., 

2016 

Kudoa 

inornata 

Cynoscion 

nebulosus 

Skeletal 

muscles 

Rounded 

quadrate 

5.4 

(5.3–5.5) 

5.9 

(5.8–6.0) 
2.7 - USA 

Dyková et al., 

2009 

Kudoa 

islandica 

Cyclopterus 

lumpus 

Skeletal 

muscles 

Rounded 

quadrate 

4.8 

(4.1–5.1) 

7.4 

(6.5–8.6) 

1.7 

(1.4–1.9) 

1.5 

(1.2–1.8) 

Icelan

d 

Kristmundsson 

& Freeman, 

2014. 

Kudoa ogawai 
Hyperoglyphe 

japonica 
muscle tissue Pseudoquadrate 

8.93 

(8.3–9.6) 

13.29 

(12.0–14.2) 

2.45 

(1.9–3.2) 

2.48 

(1.7–3.0) 
Japan 

Yokoyama et 

al., 2012 

Kudoa 

aequidens 

Aequidens 

plagiozonatus 

Sub-opercular 

Musculature 

Quadrate or 

pseudoquadrate 

3.2 

(2.9–3.5) 

6.8 

(6.2–7.1) 

2.2 

(2.0–2.6) 

1.2 

(1.1–1.5) 
Brazil 

Casal et al., 

2008 

PC – Polar capsule 
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Table 2 - The pairwise p distances between the Kudoa species that parasitise the muscle tissue of 

their hosts. 

Espécies 1 2 3 4 5 6 7 8 

(1) K. orbicularis (MK204656) -        

(2) K. orbicularis (KM192365) 0.0368 -       

(3) K. megacapsula (AB188529) 0.0540 0.0425 -      

(4) K. thyrsites (AY542482) 0.0529 0.0414 0.0110 -     

(5) K. akihitoi (LC190924) 0.0610 0.0494 0.0244 0.0244 -    

(6) K. whippsi (JX090293) 0.0668 0.0575 0.0289 0.0311 0.0266 -   

(7) K. lateolabraci (AB844442) 0.0575 0.0469 0.0188 0.0210 0.0244 0.0221 -  

(8) K. empressmichikoae (LC190927) 0.0610 0.0425 0.0199 0.0177 0.0221 0.0311 0.0188 - 

 

 

 


