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1. Introdução 
 

A mortalidade de peixes que ocorre nas explorações aquícolas, devida à ação de agentes patogénicos, 

constitui ainda um dos maiores entraves ao desenvolvimento económico do sector. Tendo em conta a 

sua origem, as doenças podem subdividir-se em não infeciosas e infeciosas, sendo estas últimas as de 

maior importância e a principal causa de perdas económicas elevadas. As doenças infeciosas agrupam-

se em três categorias, de acordo com a sua etiologia viral, bacteriana e parasítica. Estas doenças são 

muitas vezes indicadoras de condições fisiológicas e patológicas, resultantes de alimentação 

inadequada, infeções subclínicas, ou condições ambientais adversas. Quando simultaneamente existem 

condições favoráveis para a multiplicação do patógeno e condições adversas para os peixes, observa-se 

o desenvolvimento da doença. Entre as condições adversas que podem diminuir a resposta imune dos 

peixes cultivados, provocando uma maior predisposição aos patógenos, enumeram-se: densidade 

elevada, baixos níveis de oxigénio, stress alimentar, stress provocado pelo transporte, acumulação de 

compostos azotados, alterações de pH, entre outros. Estas situações, tendo em conta as consequências, 

merecem uma atenção redobrada por parte dos aquicultores.  

Para além do impacto direto provocado pela mortalidade dos peixes, as doenças têm outros custos 

associados, nomeadamente: os custos dos tratamentos, da ração medicada, a diminuição da taxa de 

conversão alimentar que causa atrasos no crescimento, o custo da recolha e destino dos peixes mortos, 

além da proibição de comercialização dos peixes durante o intervalo de segurança imposto pela 

legislação, após administração de medicamentos veterinários. 

Com este manual pretende-se descrever as principais patologias de origem bacteriana, viral e parasítica 

que afetam as espécies de peixe mais produzidas em aquacultura, em Portugal, nomeadamente 

pregado Scophthalmus maximus (Linnaeus, 1758), dourada Sparus aurata Linnaeus, 1758, robalo 

Dicentrarchus labrax (Linnaeus, 1758), linguado senegalês Solea senegalensis Kaup, 1858 e corvina 

Argyrosomus regius (Asso, 1801). Serão descritos os agentes infeciosos causadores de doença, bem 

como os principais sinais clínicos, métodos de diagnóstico e medidas de controlo e prevenção. 

Relativamente às medidas de controlo e prevenção, poderão ser referidas algumas substâncias e 

metodologias frequentemente utilizadas na erradicação do agente patológico, especialmente no que 

diz respeito a ectoparasitas. É de salientar que estas deverão ser sempre executadas mediante 

recomendação, prescrição e controlo veterinário, assim como deverá ser respeitada toda a informação 

constante na legislação em vigor. 
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2. Principais patógenos 
 

Os principais patógenos, que afetam cada uma das espécies de peixes abordadas neste livro, 

encontram-se enunciados na Tabela 1. 

A presença de patógenos bacterianos é uma forte ameaça para o sector da aquacultura, pelo facto de 

serem ubíquos, e pela forma como podem ser transmitidos por muitas espécies de peixes selvagens 

assintomáticos, que vivem nas imediações das instalações aquícolas. O principal sintoma, provocado 

por este grupo heterogéneo de doenças, é uma súbita anorexia observada nas populações afetadas por 

bactérias patogénicas. Este sintoma representa o maior obstáculo para a intervenção terapêutica, pois 

é normalmente realizada através de uma dieta suplementada com substâncias ativas adequadas para 

eliminar o patógeno. Outro problema associado ao tratamento é o tempo necessário para obter a dieta 

medicada, depois de definido o diagnóstico. Por outro lado, também existem consequências ambientais 

e zootécnicas, induzidas pela administração oral de um medicamento veterinário numa população de 

peixes de cultivo. 

Além do potencial risco de desenvolvimento de resistência a antibióticos, por parte das bactérias, e de 

contaminação ambiental, geralmente associados ao continuado e repetido uso dos mesmos numa 

determinada exploração, há ainda que considerar as consequências económicas que resultam do 

intervalo de segurança a respeitar para a venda dos animais, sobretudo no final do ciclo de produção. 

O sucesso do controlo de um surto patológico, provocado por bactérias, depende de um rápido 

diagnóstico e de uma correta estratégia de gestão da doença. 

O conhecimento epidemiológico do local e a existência de um registo de doenças na exploração aquícola 

são essenciais para a deteção de sintomas típicos que precedem um surto bacteriano. Assim sendo, é 

crucial a prevenção destas doenças através de medidas profiláticas. Estas podem ser efetuadas através 

de um controlo rigoroso dos animais que entram na exploração e, indiretamente, através de estratégias 

de vacinação e imunoestimulação para as populações de maior vulnerabilidade. 

Há muitos erros associados ao tratamento de uma doença bacteriana, sendo os principais: início tardio 

da terapia, escolha errada do antibiótico ou da sua dosagem, duração inadequada do tratamento, 

utilização de antibióticos para o tratamento de um surto de doença viral e utilização frequente dos 

mesmos agentes quimioterápicos em dosagens ineficazes. Um plano de saúde tem por base a 

prevenção e a monitorização. Dever-se-á recorrer a ferramentas de diagnóstico modernas para uma 

monitorização do estado de saúde dos juvenis, antes da sua introdução na exploração aquícola e como 

rastreio de saúde periódico do stock.  

As doenças virais podem disseminar-se rapidamente e são difíceis de controlar, para além das 

dificuldades associadas ao seu correto diagnóstico. Assim sendo, a contenção deste tipo de doenças 

deve focar-se na aplicação de protocolos estabelecidos num plano de biossegurança. Entre as medidas 

para reduzir a possibilidade de introdução de patógenos de origem viral numa aquacultura, é essencial 

ter conhecimento do fornecedor dos juvenis e da condição de saúde dos animais, fazendo uma avaliação 

do estado sanitário dos peixes antes da sua introdução nas novas instalações de produção. Com estes 
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procedimentos é possível avaliar a presença de patógenos, mesmo quando presentes em forma latente 

ou assintomática, que podem despoletar surtos depois do stress provocado pelo transporte. 

O ambiente de aquacultura é particularmente propício para o estabelecimento de parasitas, em 

particular as instalações que se caracterizam por terem densidade elevada de produção, um stock de 

peixes com diferentes idades, contacto com espécimes selvagens que habitem nas imediações, elevada 

concentração de matéria orgânica como resultado da alimentação e de fezes.  

As doenças parasitárias têm um impacto negativo nas aquaculturas e a observação de um único macro 

ou microparasita durante o exame patológico interno e externo, não implica que se faça o correto 

diagnóstico da doença. Nos estudos de populações selvagens e de peixes de cultivo, a presença de 

parasitas pertencentes a várias espécies é considerada absolutamente normal. Muitos peixes selvagens, 

particularmente os maiores, estão sujeitos a diferentes níveis de infeção. Contudo vivem, na maior parte 

dos casos, em equilíbrio com esses parasitas, sem adoecerem ou manifestarem sintomas de doença. 

Ainda assim, é completamente diferente quando os peixes de cultivo são sujeitos a condições típicas de 

um ciclo de produção intensiva. O tipo de parasita, a sua prevalência (percentagem de peixes 

hospedeiros infetados) e intensidade (número de parasitas por hospedeiro infetado), a resistência do 

hospedeiro e as condições de cultivo representam alguns elementos que, muito embora estejam 

equilibrados com o peixe, na maior parte dos casos limitam o seu desempenho zootécnico. As 

consequências negativas de infestações parasíticas provocam um dano indireto na economia da 

aquacultura, que muitas vezes é mais importante do que os danos diretos. Muitas doenças provocadas 

por parasitas caracterizam-se por uma aparente baixa patogenicidade e raramente causam um surto de 

mortalidade no stock afetado. Além disso, há ainda que salientar a extrema dificuldade em aplicar 

procedimentos terapêuticos direcionados para eliminar parasitas, ou as suas consequências, na maioria 

dos sistemas de cultivo. O controlo de doenças provocadas por parasitas, em aquacultura, requer uma 

abordagem baseada no conhecimento sobre o ciclo de vida do parasita, o modo de transmissão e 

fatores bióticos e abióticos que possam alterar as interações hospedeiro-parasita. Cada grupo de 

parasitas pode tornar-se um problema, com graves consequências para os cultivos, e todos colocam 

complexos problemas profiláticos e de gestão. Para algumas unidades de produção, alguns dos parasitas 

ainda representam o principal problema de doença e são a principal causa de perdas económicas por 

danos diretos (mortalidade) e, na sua maioria, indiretos (custos do tratamento, etc.). Portanto, é 

essencial a aplicação de medidas de biossegurança para diminuir os riscos de infeção e surto de doenças 

provocadas por parasitas. 

 



 

 

 

 

 

Tabela 1 - Principais patógenos que afetam as diferentes espécies de peixes produzidos em Portugal. 

Hospedeiro Bactérias Vírus Parasitas Referências 

 

Pregado  

Scophthalmus maximus 

 

Gram-negativas:  

Aeromonas salmonicida salmonicida 

Edwardsiella tarda 

Pseudomonas anguilliseptica 

Tenacibaculum maritimum 

Vibrio spp. 

 

Gram-positivas:  

Mycobacterium spp. 

Nocardia spp. 

Streptococcus parauberis 

 

 

Vírus da necrose eritrocítica  

Vírus da septicémia hemorrágica 

Vírus da necrose nervosa 

 

Endoparasitas:  

Enteromyxum scophthalmi 

Philasterides dicentrarchi 

 

Ectoparasitas: 

Amyloodinium ocellatum 

Trichodina spp. 

 

Durán et al., 1991; Dragesco 

et al., 1995; Lamas et al., 

1995; Iglesias et al., 2001; 

Dos Santos et al., 2002; 

Coscelli et al., 2014a; 

Toranzo et al., 2005; Saraiva, 

2011; Park et al., 2012; 
Vennerström, 2015; Pereiro 

et al., 2016; Yolanda et al., 

2018; Bandín e Souto, 2020 

 

Linguado senegalês 

Solea senegalensis 

 

Gram-negativas: 

Aeromonas salmonicida 

Edwardsiella tarda 

Photobacterium damsela subsp. piscicida 

Tenacibaculum maritimum 

Vibrio spp.  

 

Linfoquistos 

Vírus da septicémia hemorrágica 

Vírus da necrose nervosa 

 

Endoparasitas: 

Enteromyxum scophthalmi 

 

Ectoparasitas:  

Amyloodinium ocellatum 

Trichodina spp. 

 

Arijo et al., 2005; Magariños 

et al., 2011; Eiras, 2016; 

Mabrok et al., 2016; Núñez-

Díaz et al., 2017; Buján et al., 

2018a; Bandín e Souto, 2020 

  



 

 

 

Tabela 1 - Principais patógenos que afetam as diferentes espécies de peixes produzidos em Portugal (continuação). 

Hospedeiro Bactérias Vírus Parasitas Referências 

 

Dourada 

Sparus aurata 

 

Gram-negativas: 

Photobacterium damsela subsp. piscicida (Phdp) 

Photobacterium damsela subsp. damsela (Phdd) 

Pseudomonas anguilliseptica 

Tenacibaculum maritimum 

Vibrio spp.  

 

Gram-positivas: 

Mycobacterium spp. 

Streptococcus agalactiae  

 

 

Linfoquistos 

Vírus da necrose nervosa 

 

Endoparasitas: 

Cryptoporidium molnari 

Enteromyxum leei 

 

Ectoparasitas:  

Amyloodinium ocellatum 

Diplectanum aequans 

Microcotyle spp. 

Sparycotyle chrysophrii 

Trichodina spp. 

 

Doménech et al., 1997; 

Evans et al., 2002; Toranzo 

et al., 2005; Ibarz et al., 

2010; Reid et al., 2010; 

Francis-Floyd e Floyd, 2011; 

Jun, 2015; Vennerström, 

2015; Eiras, 2016; Bandín e 

Souto, 2020; Davidovich et 

al.,  2020 

 

Robalo  

Dicentrarchus labrax 

 

Gram-negativas: 

Aeromonas salmonicida  

Edwardsiella tarda 

Photobacterium damsela subsp. piscicida 

Pseudomonas anguilliseptica 

Tenacibaculum maritimum 

Vibrio spp.  

 

Gram-positivas:  

Mycobacterium spp.  

Streptococcus iniae 

 

Vírus da necrose eritrocítica  

Vírus da necrose nervosa  

 

Endoparasitas:  

Cryptoporidium molnari 

Enteromyxum leei 

Kudoa dicentrarchi 

Sphaerospora testicularis 

Philasterides dicentrarchi 

 

Ectoparasitas:  

Amyloodinium ocellatum 

Diplectanum aequans 

Microcotyle spp. 

Trichodina spp. 

 

 

Sitjà-Bobadilla et al., 1992, 

1993; Dragesco et al., 1995; 

Iglesias et al., 2001;  Toranzo 

et al., 2005; Aamri et al.,  

2010; Reid et al., 2010; 

Francis-Floyd e Floyd, 2011; 

Park et al., 2012; Andreoni 

et al., 2013; Jun, 2015; 

Vennerström, 2015 Eiras, 

2016; Bandín e Souto, 2020; 

Davidovich et al., 2020 

 

 

 

  



 

 

 

 

 

Tabela 1 - Principais patógenos que afetam as diferentes espécies de peixes produzidos em Portugal (continuação). 

Hospedeiro Bactérias Vírus Parasitas Referências 

 

Corvina 

Argyrosomus regius 

 

Gram-negativas:  

Photobacterium damsela subsp. piscicida (Phdp) 

Photobacterium damsela subsp. damsela (Phdd) 

Tenacibaculum maritimum 

Vibrio spp. 

 

Gram-positivas:  

Mycobacterium spp. 

Nocardia spp.  

 

  

Ectoparasitas: 

Amyloodinium ocellatum 

Benedenia sciaenae  

Diplectanum sciaenae 

Microcotyle spp. 

Sciaenocotyle pancerii 

 

Elkesh et al., 2013; Avsever e 

Ün 2015; Costa et al., 2017; 

Dinçtürk e Tanrikul, 2018; 

Soares et al., 2018 
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3. Bactérias Gram-negativas 
 

3.1. Aeromonas sp. 
 

3.1.1. Etiologia 
São bactérias Gram-negativas anaeróbicas facultativas, que pertencem ao género  

Aeromonas Stanier, 1943, e causam a furunculose – uma doença patológica septicémica. 

 3.1.2. Epidemiologia  
Os peixes juvenis e adultos são os mais afetados pela forma crónica de furunculose, com elevadas taxas 

de mortalidade. Surtos desta doença foram identificados em linguado senegalês, pregado e robalo 

(Tabela 1).  

A doença pode ocorrer sob uma vasta gama de condições ambientais, mostrando a capacidade de 

adaptação deste grupo de patógenos – Aeromonas sp..  

3.1.3. Lesões patológicas e sintomas 
Os peixes apresentam hemorragias cutâneas na base das barbatanas dorsais e ventrais, necrose das 

barbatanas, úlceras na superfície ventral, necrose dos tecidos moles, exoftalmia e palidez das brânquias. 

Os organismos afetados pela forma aguda desta patologia, apresentam escurecimento da pele. Pode 

ocorrer mortalidade, sem apresentação de sinais clínicos.  

3.1.4. Métodos de diagnóstico 
O diagnóstico da furunculose é geralmente feito por isolamento do patógeno, a partir de lesões 

cutâneas ou rins de peixes doentes, e é realizado pelo cultivo em agar sangue, ou TCBS, a 22-25⁰C, 

durante 48 horas. 

Depois de realizados testes bioquímicos, a confirmação pode ser feita através do teste de aglutinação 

com soro específico e/ou métodos moleculares. 

3.1.5. Métodos de controlo e prevenção 
O controlo da furunculose por agentes quimioterápicos é muito limitado, devido ao reduzido número 

de antibióticos licenciados para uso em aquacultura, além do rápido desenvolvimento de resistências 

dos agentes patógenos a estes antibióticos.  

As vacinas comerciais para proteger os peixes contra a furunculose geralmente consistem em  

Aeromonas salmonicida salmonicida (Lehmann & Neumann, 1896) Griffin, Snieszko & Friddle, 1953 

inativada com formaldeído. Também há vacinas polivalentes, incluindo Vibrio Pacini, 1854, vírus da 

necrose pancreática infeciosa, antígenos de Moritella viscosa (Lunder et al., 2000) Benediktsdóttir et al., 

2000 e A. salmonicida. A vacinação contra a furunculose é usada há mais de 30 anos na Europa e tem 

desempenhado um papel essencial na produção em aquacultura, sendo a principal medida preventiva.  
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3.2. Edwardsiella tarda 
 

3.2.1 Etiologia 
Edwardsiella tarda Ewing and McWhorter, 1965 é uma bactéria Gram-negativa, flagelada, em forma de 

bastonete, móvel, anaeróbia facultativa, catalase-positiva. É o agente etiológico da eduardsielose, que 

provoca septicémia bacteriana.  

3.2.2. Epidemiologia 
A taxa de mortalidade em pregado infetado com esta bactéria é superior em adultos (90-95%), 

relativamente a juvenis (70-80%). Foram relatados surtos desta doença também em linguado senegalês, 

pregado e robalo (Tabela 1). Normalmente, condições ambientais desequilibradas (como temperatura 

elevada da água, má qualidade da água e elevado teor orgânico) são propícias à ocorrência de 

eduardsielose.  

3.2.3. Lesões patológicas e sintomas 
Os peixes afetados demonstram comportamento anormal, como: movimento em espiral, natação à 

superfície da água, perda de pigmentação na pele, brânquias pálidas, exoftalmia, opacidade dos olhos, 

hemorragia petequial nas barbatanas e pele.  

3.2.4. Métodos de diagnóstico 
Para diagnosticar uma infeção por E. tarda, faz-se o isolamento a partir de rim e baço, em placas com 

meio Luria-Bertani (LBN) suplementado com 1,5% de NaCl, incubando as placas a 28°C, durante 48 

horas.  

Outros métodos de diagnóstico incluem métodos serológicos, [como testes de aglutinação, ELISA 

(Ensaio de imunoabsorção enzimática)], e já estão disponíveis protocolos de PCR para a identificação 

rápida e específica das espécies do género Edwardsiella, a partir de tecidos de peixe e culturas puras. 

3.2.5. Métodos de controlo e prevenção 
Para prevenir o aparecimento de surtos associados a E. tarda deve recorrer-se a medidas profiláticas. 

Ainda não existem vacinas comerciais disponíveis para linguado, pregado e robalo. Por isso, a melhor 

forma de controlar a eduardsielose é monitorizar constantemente a presença desta bactéria nas 

aquaculturas.  

Quanto à terapia a adotar na presença de uma infeção por E. tarda, podem ser utilizados antibióticos. 

No entanto, a resistência aos antibióticos é um problema. Há estudos com imunoestimulantes que têm 

demonstrado ser eficazes na redução da mortalidade dos peixes.  
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3.3. Photobacterium damsela subsp. piscicida 
 

3.3.1. Etiologia 
Photobacterium damsela Love, Teebken-Fisher, Hose, Farmer III, Hickman & Fanning, 1981 está dividida 

em duas subespécies: Photobacterium damsela subsp. piscicida McDonell & Colwell, 1986 (Phdp) e 

Photobacterium damselae subsp. damsela corrig. (Love et al., 1982) Smith et al., 1991 emend. Kimura 

et al., 2000 (Phdd).  

Photobacterium damsela subsp. piscicida, uma bactéria anaeróbia facultativa, nitrato e urease-negativa, 

sem mobilidade e halofílica. É o agente causador da pasteurelose, também conhecida como 

fotobacteriose, que é uma septicémia bacteriana. 

3.3.2. Epidemiologia 
As bactérias P. damsela subsp. piscicida (Phdp) e P. damsela subsp. damsela (Phdd) possuem uma 

distribuição geográfica global, uma elevada gama de hospedeiros e causam elevada mortalidade. A 

pasteurelose/fotobacteriose pode afetar os peixes durante todo o ciclo de produção, nomeadamente 

corvina, dourada, linguado e robalo (Tabela 1). 

As formas mais graves ocorrem quando a temperatura da água é superior a 22-23°C. As espécies 

hospedeiras são mais sensíveis a este patógeno durante a fase larvar, podendo ocorrer taxas de 

mortalidade superiores a 50% do stock afetado. A doença ocorre na forma aguda durante as fases 

iniciais do ciclo de vida dos animais, que se caracterizam por densidade elevada e temperatura superior 

a 18°C nos tanques de cultivo, juntamente com desenvolvimento incompleto do sistema imunitário dos 

peixes. 

A presença de várias fontes de infeção (reservatórios naturais, novo stock, etc.) e a curta memória 

imunitária dos stocks, que tiveram contacto anterior com este patógeno, contribuem para que a doença 

se torne endémica, provocando vários surtos durante o ciclo de produção, em zonas com muitas 

explorações aquícolas.  

3.3.3. Lesões patológicas e sintomas 
A pasteurelose causada pela Phdp pode ocorrer de forma crónica, em que os peixes afetados 

apresentam poucos ou nenhuns sinais clínicos. Mas, na forma aguda, os sinais clínicos variam consoante 

a espécie afetada, a temperatura da água e com a administração prévia (ou não) de antibiótico. Na 

maior parte das vezes, os peixes não exibem comportamentos anormais e a resposta à alimentação é 

geralmente boa. Muitas vezes, os peixes mortos têm o estômago e o intestino cheios de alimento. A 

forma aguda desta patologia manifesta-se através de uma septicémia severa, predominante em peixes 

mais jovens. Pode observar-se regiões hemorrágicas nas brânquias e cabeça, erosão das barbatanas, 

escurecimento do corpo, esplenomegalia (aumento do tamanho do baço; Figura 1). A forma crónica é 

caracterizada pela presença de estruturas nodulares brancas, que consistem em nódulos 

granulomatosos, com cerca de 0,3-0,5 mm de diâmetro, nalguns órgãos internos.  
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Figura 1 – Exemplar de dourada Sparus aurata Linnaeus, 1758 exibindo sinais clínicos de pasteurolose, com 

escurecimento do corpo e esplenomegalia [Autoria de: Teresa Baptista, MARE - Centro de Ciências do Mar e do 

Ambiente, Politécnico de Leiria, Portugal].  

 

As alterações histopatológicas em organismos infetados incluem: a presença de aglomerados 

bacterianos no parênquima e lúmen do baço, fígado e rim; necrose e hemorragias em vários órgãos; 

agregação de melanomacrófagos; presença de células inflamatórias; ativação de centros de 

melanomacrófagos; e congestionamento dos vasos sanguíneos no baço.  

Em douradas infetadas experimentalmente com Phdp foram observadas alterações em três órgãos 

internos (Figura 2). No fígado foi possível observar congestão nos vasos sanguíneos, zonas necróticas e 

alguns hepatócitos com núcleos necróticos (Figura 2A). No rim anterior, as células epiteliais dos túbulos 

renais apresentavam núcleos necróticos (Figura 2B). No baço foram observadas hemorragias (Figura 

2C). A ativação dos centros de melanomacrófagos foi observada no rim anterior e no baço de dourada 

infetadas com este patógeno (Figura 2B e 2C). 

3.3.4. Métodos de diagnóstico 
O diagnóstico é feito usando métodos microbiológicos clássicos, baseados no isolamento do patógeno 

a partir do rim, fígado e baço de peixes infetados, em meios como TSA com 1-3% de NaCl, incubados a 

20-25⁰C, durante 48 horas. Testes bioquímicos, como os sistemas API20E [código 2005004 (Phdp) e  

2015004 (Phdp e Phdd)], são geralmente utilizados para uma identificação da subespécie piscicida. A 

confirmação serológica, como aglutinação ou ELISA, também podem ser utilizados para identificar a 

bactéria. No entanto, é essencial distinguir as duas subespécies. A identificação de Phdp continua a ser 

um grande desafio de diagnóstico, porque existem sequências idênticas de 16S rRNA. No entanto, a 

distinção entre estas duas subespécies pode ser efetuada a partir do gene ureC. Numa análise de PCR, 

este gene é amplificado na subespécie Phdp, mas não na subespécie Phdd.  
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3.3.5. Medidas de controlo e prevenção 
Ainda não existem vacinas comerciais disponíveis para corvina e linguado, mas já estão disponíveis para 

dourada e robalo. As vacinas convencionais [bactérias inativadas (por calor ou formaldeído) e antigénios 

solúveis (lipopolissacarídeos e formulações ribossomais)] têm demonstrado ser eficazes na prevenção 

da fotobacteriose em juvenis de dourada e robalo. Também estão disponíveis vacinas divalentes, que 

conferem proteção contra Phdp e Vibrio anguillarum, que podem ser administradas por imersão ou 

injeção intraperitoneal. 

Para o tratamento com antibióticos apenas está disponível um limitado número de substâncias ativas 

autorizadas. Além disso, é comum ocorrerem surtos recorrentes, em locais onde a doença é endémica. 

A melhor prática para prevenir a fotobacteriose é o rastreio sanitário dos animais para povoamento, 

antes de entrarem nas explorações aquícolas. Evitar repovoar durante os meses de verão, período mais 

propício ao desenvolvimento da doença. É crucial minimizar qualquer forma de stress no stock afetado 

e retirar os peixes mortos do tanque diariamente, e até várias vezes por dia. 

 

   

Figura 2 – Histopatologia de órgãos internos de dourada Sparus aurata Linnaeus, 1758 infetada 

experimentalmente com Photobacterium damsela subsp. piscicida McDonell & Colwell, 1986, técnica de coloração 

Hematoxilina-Eosina (H&E). (A) Fígado com áreas de necróticas (asterisco), alguns hepatócitos apresentam 

núcleos necróticos (setas pretas) e congestão sanguínea, ampliação total de 400x. (B) Ativação dos centros de 

melanomacrófagos (círculo vermelho) e células epiteliais nos túbulos renais com núcleos necróticos (setas pretas) 

no rim anterior, ampliação total de 400x [Autoria de: Damiana Pires, MARE - Centro de Ciências do Mar e do 

Ambiente, Politécnico de Leiria, Portugal].  
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3.4. Pseudomonas anguilliseptica 
 

3.4.1. Etiologia 
Pseudomonas anguilliseptica Wakabayashi & Egusa, 1972 é uma bactéria aeróbia, Gram-negativa, 

citocromo-oxidase e catálase positiva, em forma de bastonete, originalmente descrita como o agente 

etiológico da doença da mancha vermelha, uma septicémia hemorrágica também denominada  

Sekiten-bio, que ocorreu na enguia-Japonesa Anguilla japonica Temminck & Schlegel, 1846, cultivada 

no Japão.  

3.4.2. Epidemiologia 
No inverno de 1995-1996, num surto de doença de inverno em douradas cultivadas em Espanha e em 

Portugal, foi isolada P. anguilliseptica em amostras de cérebro. Surtos desta doença já foram reportados 

em dourada, pregado e robalo (Tabela 1). A síndrome da doença de inverno tem duas fases: a primeira 

é chamada de "primeiro inverno" e está associada à mortalidade crónica (cumulativa até 5%), de 

dezembro a fevereiro-março, principalmente a temperaturas inferiores a 12⁰C; a segunda é conhecida 

como "segundo inverno" e está relacionada com a presença de infeções com P. anguilliseptica, em que 

ocorrem surtos agudos de mortalidade nos primeiros meses de primavera (março e abril), quando há 

um aumento da temperatura da água para 15-17⁰C. Esta doença afeta dourada entre 100-400 g.  

3.4.3. Lesões patológicas e sintomas 
Os peixes afetados com a doença da mancha vermelha apresentam natação lenta e errática, de lado, à 

superfície da água, antes de irem para o fundo do tanque. Morrem 1-2 dias após o aparecimento deste 

comportamento. Podem apresentar também distensão abdominal (observando-se líquido ascítico na 

cavidade geral), fígado pálido, rim hemorrágico, intestino congestionado com exsudado amarelo, 

petéquias hemorrágicas na pele e nos órgãos internos.  

As principais alterações histopatológicas são observadas no fígado (desde esteatose – acumulação de 

gordura no interior das células - à degeneração dos hepatócitos), pâncreas (atrofia, degeneração, e 

infiltração de granulócitos), músculo (degeneração granular e necrose), intestino (hiperplasia da mucosa 

intestinal, edema na lâmina própria, aparecimento de áreas inflamadas e/ou mesmo necróticas) e, em 

alguns casos, também no rim (hipoplasia do tecido hematopoiético). As lesões também podem ser 

encontradas no cérebro (presença de meningite e gliose no tectum opticum) na fase do "segundo 

inverno".  

3.4.4. Métodos de diagnóstico 
Para diagnosticar uma infeção por P. anguilliseptica são usados procedimentos microbiológicos 

clássicos. No entanto, o diagnóstico é difícil porque esta bactéria cresce lentamente, apenas em meios 

com sangue, a 15-20°C, após 3-4 dias de incubação.  

Os testes bioquímicos (como os sistemas comerciais API20NE e APIZYM) podem ser utilizados para 

identificar P. anguilliseptica. Além disso, técnicas moleculares (como o PCR) são utilizadas para o 

diagnóstico específico. 
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3.4.5. Métodos de controlo e prevenção 
Normalmente, o tratamento é feito com recurso a antibióticos. Contudo, alguns estudos têm sugerido 

a utilização de imunoestimulantes, como medida profilática para evitar o uso de antibióticos e contrapor 

a falta de apetite dos peixes. Relativamente à vacinação, ainda não existem vacinas comerciais 

disponíveis para as espécies afetadas. 

 

3.5. Tenacibaculum maritimum 
 

3.5.1. Etiologia 
Tenacibaculum maritimum Suzuki, Nakagawa, Harayama & Yamamoto, 2001 é uma bactéria  

Gram-negativa, aeróbia obrigatória, filamentosa, catalase e oxidase-positiva. É o agente etiológico da 

tenacibaculose, anteriormente denominada de flexibacteriose marinha.  

3.5.2. Epidemiologia 
Tenacibaculum maritimum foi descrita pela primeira vez num surto epizoótico em pargo-japonês  

Pagrus major (Temminck & Schlegel, 1843) e sargo-dourado Acanthopagrus schlegelii (Bleeker, 1854), 

em Hiroshima, Japão. Afeta principalmente larvas e juvenis de várias espécies de peixes cultivados, mas 

pode afetar também adultos numa escala menor. Esta patologia afeta todas as espécies cultivadas em 

Portugal, que serviram de base para o trabalho publicado neste livro (Tabela 1).  

Relativamente a fatores ambientais, a prevalência e a severidade da doença aumentam quando a 

temperatura excede 15-16°C. Além disso, a doença também é influenciada por vários fatores, tais como: 

a carga microbiana do meio aquático, o pH e a salinidade. Relativamente ao hospedeiro, a sua 

resistência e a condição geral dos exemplares afetados devem ser avaliadas.  

Muito importante são também todos os outros fatores associados à atividade produtiva, 

nomeadamente as manipulações, muito frequentes nas primeiras fases do cultivo. Particularmente, 

operações que ocorrem durante os primeiros meses do processo de cultivo (tais como: seleção, 

transferência e transporte), podem provocar lesões, que se tornam num ponto de entrada ideal para 

esta bactéria. O transporte dos peixes representa um dos momentos com maior risco, englobando a 

carga e a descarga de juvenis nos tanques. 

3.5.3. Lesões patológicas e sintomas  
Uma infeção com T. maritimum é caracterizada principalmente por lesões externas, que são erosivas e 

ulcerativas, tendo diferentes características dependendo da espécie afetada e do seu tamanho  

(Figura 3). Podem enumerar-se erosão e hemorragias à volta da boca, barbatanas erodidas (Figura 3A) 

e apodrecimento da cauda (Figura 3B). Estas lesões na pele, que são típicas da tenacibaculose, 

frequentemente representam a porta de entrada para outras bactérias e parasitas. Se a infeção se 

tornar sistémica, vários órgãos internos podem ser afetados. 
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Pregados infetados mostraram alterações histopatológicas, tais como: necrose nas matrizes musculares 

superficiais, úlceras, escamas separadas com células inflamatórias e líquido edematoso, perda de 

epiderme, derme e hipoderme.  

Robalos infetados mostraram hiperemia, miocitose intersticial e degeneração miofibrilar da pele e 

músculo branco, descamação epitelial, hemorragia nos arcos branquiais, edemas e infiltrações de 

células inflamatórias.  

 

 

Figura 3 – Exemplar de robalo Dicentrarchus labrax (Linnaeus, 1758) exibindo sinais clínicos de tenacibaculose, 

causada por Tenacibaculum maritimum Suzuki, Nakagawa, Harayama & Yamamoto, 2001. (A) Erosão e hemorragia 

das/nas barbatanas. (B) Apodrecimento da cauda [Autoria de: Marina Machado, A2S Saúde Animal e Aquacultura 

CIIMAR – Centro Interdisciplinar de Investigação Marinha e Ambiental, Universidade do Porto, Portugal]. 

 

3.5.4. Métodos de diagnóstico 
Esta patologia pode ser diagnosticada através de vários métodos, nomeadamente: observação de 

preparações frescas de brânquias ou lesões, ao microscópio ótico composto. Também pode ser feita 

através do isolamento a partir de lesões cutâneas de peixes infetados em meio FMM (meio Flexibacter 

maritimus), MECA (agar Cytophaga marinho enriquecido), MA (agar marinho), após incubação a  

19-25°C, durante 48-72 horas e em AO-M (agar Anacker-Ordal marinho), a 15-34°C, durante 2–5 dias.  

B 

A 
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Para o diagnóstico da tenacibaculose podem ser utilizados testes bioquímicos, como as galerias  

[API-ZYM, API 20E (código 000200410) e API 50CH] e técnicas moleculares (como PCR). 

3.5.5. Métodos de controlo e prevenção 
O uso de banhos com desinfetante é a prática comum para o tratamento destas bactérias T. maritimum 

externas. A esterilização da água, o desenvolvimento de técnicas de produção, cuidados de maneio 

reforçados, juntamente com a aplicação de regras de higiene podem contribuir para uma redução da 

incidência desta doença bacteriana. Isto porque, na maioria das vezes, estes episódios surgem após o 

transporte e descarga de peixes, em explorações caracterizadas por teor elevado de matéria orgânica e 

temperaturas elevadas da água. Nestes casos, a doença surge alguns dias depois da translocação dos 

peixes e as lesões concentram-se sobretudo no pedúnculo caudal, podendo levar à total erosão da 

cauda. Mais uma vez, a remoção dos animais moribundos e dos mortos é essencial para evitar a 

disseminação da infeção para os outros peixes. A forma mais eficaz de prevenção contra este patógeno 

é a manipulação correta dos peixes, de forma a evitar a formação de lesões traumáticas, que são o 

primeiro fator predisponente para a colonização. 

Ainda não existem vacinas comerciais disponíveis para corvina, dourada, linguado e robalo. Para 

pregado, existe a ICTHIOVAC TM, uma vacina injetável com T. maritimum inativado. 

 

3.6. Vibrio spp. 
 

3.6.1. Etiologia 

As bactérias do género Vibrio Pacini, 1854 - os principais agentes etiológicos da vibriose - são bactérias 

Gram-negativas, bastonetes em forma de vírgula, móveis, com flagelo polar. São cosmopolitas nos 

ecossistemas marinhos e estuarinos, bem como em explorações aquícolas. Existem várias espécies na 

família Vibrionaceae, que afetam os peixes marinhos cultivados no sul da Europa, especialmente  

Vibrio anguillarum Bergeman, 1909 [cujo nome científico agora aceite é  

Listonella anguillarum (Bergeman, 1909) MacDonell & Colwell, 1985],  

Vibrio alginolyticus (Miyamoto, Nakamura & Takizawa, 1961) Sakazaki, 1968,  

Vibrio harveyi (Johnson & Shunk, 1936) Baumann & Baumann, 1981  e Vibrio parahaemolyticus (Fujino, 

Okuno, Nakada, Aoyama, Fukai, Mukai & Ueho, 1951) Sakazaki, Iwanami & Fukumi, 1963.  

No que respeita a L. anguillarum, foram identificados um total de 23 serotipos, mas apenas os serotipos 

O1, O2 e O3 (com menor frequência) foram descritos como sendo patogénicos para os peixes.  

3.6.2. Epidemiologia 
A vibriose pode afetar peixes em todas as fases do seu ciclo de vida. Esta patologia afeta todas as 

espécies descritas neste livro (Tabela 1). A doença é caracterizada por estar associada a mortalidade 

elevada, sobretudo na fase juvenil. Mas, pode ser um problema económico grave, quando afeta peixes 

no final do ciclo de produção.  
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Tal como acontece com outras doenças, um surto de vibriose está relacionado com imunossupressão, 

em sequência de uma situação de stress. Um dos fatores que despoleta a doença é a oscilação da 

temperatura no ambiente aquático, que ocorre mais frequentemente em determinadas alturas do ano 

(primavera e outono). Em zonas com uma elevada densidade de explorações aquícolas, pode ocorrer 

reinfeção contínua, ou infeção subclínica (pronta para se tornar em clínica, como consequência de um 

evento muito stressante). 

3.6.3. Lesões patológicas e sintomas 
Os principais sinais clínicos de vibriose consistem em lesões hemorrágicas no corpo, sendo visíveis 

hemorragias na base das barbatanas peitorais e boca (Figura 4). Internamente, observam-se 

hemorragias hepáticas, esplenomegalia com congestão, escurecimento do órgão e enterite 

hemorrágica. 

 

 

Figura 4 – Hemorragias na boca, nas barbatanas pélvicas e peitorais, num robalo Dicentrarchus labrax (Linnaeus, 

1758), infetado com Listonella anguillarum (Bergeman, 1909) MacDonell & Colwell, 1985 (anteriormente 

designada como Vibrio anguillarum Bergeman, 1909) [Autoria de: Teresa Baptista, MARE - Centro de Ciências do 

Mar e do Ambiente, Politécnico de Leiria, Portugal]. 

 

As lesões histológicas típicas causadas pelas espécies de Vibrio incluem necrose hemorrágica, que afeta 

particularmente o fígado e o rim. Normalmente, congestão, hemorragias e ectasia vascular podem ser 

observadas no fígado. No rim, observa-se a degeneração tubular, hemorragias e a infiltração de células 

inflamatórias. Na Figura 5 estão representadas alterações histopatológicas no fígado e no baço de 

robalo infetado experimentalmente com L. anguillarum. No fígado é possível observar uma 

degeneração associada a esteatose e hemorragias (Figura 5A), enquanto no baço observa-se a presença 

de centros de melanomacrófagos e acumulação de hemossiderina (que é um pigmento resultante da 

degradação de hemácias; Figura 5B).  
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3.6.4. Métodos de diagnóstico 
O diagnóstico tradicional da vibriose inclui a observação de sinais clínicos. O isolamento desta bactéria 

é feito a partir de órgãos internos, como o baço, fígado rim, cultivados em TCBS, após 48 horas de 

incubação a 20⁰C.  

Os testes bioquímicos podem ser realizados com API 20E (404712456/ 404712457–V. algynolyticus; 

434612557–V. harveyi; 414610657–V. parahaemolyticus). São utilizados métodos serológicos e 

moleculares para diagnóstico.  

 

 

Figura 5 – Histopatologia de órgãos internos de robalo Dicentrarchus labrax (Linnaeus, 1758) infetado 

experimentalmente com Listonella anguillarum (Bergeman, 1909) MacDonell & Colwell, 1985 (antigamente 

designada como Vibrio anguillarum Bergeman, 1909), técnica de coloração  

Hematoxilina-Eosina (H&E), ampliação total de 200x. (A) Fígado com degeneração associada a esteatose e 

hemorragias (cabeça de seta). (B) Presença de centro de melanomacrófagos (círculos vermelhos) e acumulação 

de hemossiderina no baço [Autoria de: Damiana Pires, MARE - Centro de Ciências do Mar e do Ambiente, 

Politécnico de Leiria, Portugal]. 

 

3.6.5. Métodos de controlo e prevenção 
As vacinas contra a vibriose são, na sua maioria, bacterinas (emulsão de bactérias) inteiras inativadas 

para administração por imersão ou injeção intraperitoneal.  

Existe uma vacina de imersão comercial para pregado, a ICTHIOVAC VR, à base dos serotipos O1, O2α e 

O2β inativados. 

Atualmente, existem várias vacinas para robalo, como: ALPHA DIP 2000, AQUAVAC VIBRIO 

PASTEURELLA e ICTHIOVAC VR/PD - vacinas divalentes que conferem proteção contra L. anguillarum e 

Phdp e que podem ser administradas por imersão ou por injeção intraperitoneal;  

ALPHA DIP VIB - administrada por imersão ou por injeção intraperitoneal;  

ALPHA JECT 2000 - administrada por injeção; AQUAVAC VIBRIO ORAL - administrada oralmente; e  

VIBRI-FISHVAX - vacina divalente que confere proteção contra L. anguillarum e  
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Vibrio ordalii Scheiwe, Trust & Crosa, 1981, e que pode ser administrada por imersão ou por injeção 

intraperitoneal (e que também pode ser administrada em dourada). 

Ainda não existem vacinas comerciais disponíveis para corvina e linguado. 
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4. Bactérias Gram-positivas 
 

4.1. Mycobacterium spp. 
 

4.1.1. Etiologia 
Mycobacterium spp. são bactérias Gram-positivas aeróbicas imóveis, em forma de bacilos pleomórficos 

(embora a forma varie de acordo com o ciclo de vida). Estas são causadoras da micobacteriose, uma 

doença crónica progressiva. É uma doença zoonótica, ou seja, transmissível ao Homem através da água 

contaminada e animais infetados. Apenas três espécies de Mycobacterium spp. foram descritas em 

peixes: Mycobacterium marinum Aronson, 1926, além de outras duas que recentemente mudaram de 

posição taxonómica e respetivo nome científico [Mycolicibacterium fortuitum (da Costa Cruz, 1938) 

Gupta et al., 2018 e Mycobacteroides chelonae (Bergey et al., 1923) Gupta et al., 2018].  

4.1.2. Epidemiologia 
O primeiro caso de micobacteriose foi descrito em 1897, em carpa Cyprinus carpio Linnaeus, 1758. 

Atualmente sabe-se que esta patologia afeta corvina, dourada, pregado e robalo (Tabela 1).  

Condições ambientais e fatores de stress (como: elevadas densidades de produção, redução de pH e 

níveis reduzidos de oxigénio dissolvido na água) contribuem para o desenvolvimento desta infeção, o 

que provoca perdas significativas em aquacultura. 

A transmissão pode ocorrer através de canibalismo de peixes infetados e também através de lesões 

abertas na pele dos peixes.  

4.1.3. Lesões patológicas e sintomas 
A micobacteriose por vezes não manifesta sinais clínicos. Mas quando o faz, podem ser observados nos 

olhos, brânquias, órgãos viscerais, musculatura e barbatanas. Estes sinais clínicos são menos evidentes 

na forma crónica de infeção. 

A lesão típica causada é uma inflamação granulomatosa. Microscopicamente, estes granulomas são 

caracterizados por uma área central necrótica, englobada por macrófagos, células epiteliais e tecido 

conjuntivo fibroso. Estes granulomas são encontrados principalmente no baço, fígado e rim. No entanto, 

podem espalhar-se para todos os órgãos, em casos mais avançados. Os sinais clínicos externos incluem 

lesões dérmicas, alterações de pigmentos, emaciação, exoftalmia, comportamento natatório anormal, 

perda de escamas, problemas reprodutivos e ascites. 

4.1.4. Métodos de diagnóstico 
O diagnóstico de micobacteriose, é feito pelo cultivo a partir de tecidos infetados em meios de cultura 

(como Middlebrook 7H10 ou Lowenstein-Jensen), sendo o crescimento lento. A confirmação é feita por 

métodos bioquímicos, imunohistoquímica e por PCR. Este último permite um diagnóstico rápido desta 

patologia.  
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4.1.5. Métodos de controlo e prevenção 
A estratégia mais utilizada para controlar a micobacteriose consiste na eliminação de todo o stock de 

peixes afetado e na desinfeção das instalações. Contudo, algumas desinfeções podem não ser bem-

sucedidas no controlo desta doença, devido à resistência das micobactérias aos desinfetantes comuns.  

Ainda não existem vacinas comerciais disponíveis para corvina, dourada, pregado e robalo. 

 

4.2. Nocardia spp. 
 

4.2.1. Etiologia 
Nocardia spp. são bactérias patogénicas Gram-positivas, aeróbicas, catalase-positivas, sem mobilidade. 

Estas podem ser encontradas no solo, água, ar, plantas em decomposição e fezes de animais. Está 

intimamente relacionada com Mycobacterium spp. São as causadoras da nocardiose, uma zoonose 

infeciosa granulomatosa crónica, vulgarmente conhecida como doença nodular. 

4.2.2. Epidemiologia 
Quatro espécies patogénicas de Nocardia Trevisan, 1889 foram isoladas de peixes e moluscos infetados, 

nomeadamente Nocardia asteroides (Eppinger, 1891) Blanchard, 1896, Nocardia seriolae Kudo et al., 

1988, Nocardia salmonicida (ex Rucker, 1949) Isik et al., 1999 e  

Nocardia crassostreae Friedman et al., 1998.  

Nocardia spp. afetam pregado e corvina. 

Fatores (como o stress ou lesões físicas) tornam os peixes mais suscetíveis à norcardiose. Esta doença 

tem vindo a aumentar em peixes cultivados. No entanto, os mecanismos de disseminação ainda são 

pouco conhecidos. Estas bactérias podem estar latentes no ambiente e proliferar somente quando os 

peixes apresentam lesões. Corvinas com 1 e 2 anos apresentaram uma baixa taxa de morbilidade e 

mortalidade (1-4%).  

4.2.3. Lesões patológicas e sintomas 
Geralmente, os sintomas da norcardiose em peixes não se manifestam numa fase inicial, pelo que a 

infeção nos tecidos ocorre gradualmente. Contundo, quando ocorre a manifestação de sinais clínicos, 

estes consistem em natação errática, anorexia e letargia. Além disso, lesões na pele (erosão e 

ulceração), pequenos nódulos brancos a amarelos, lesões granulomatosas nas brânquias e em órgãos 

internos (rim, fígado, baço e coração) podem estar presentes em peixes afetados por esta patologia.  

Através da histopatologia de peixes infetados com Nocardia spp., podem observar-se lesões crónicas 

sob a forma de granulomas, consistindo em agregações de macrófagos que se diferenciam em células 

epitelióides. Estas inicialmente demarcam as colónias bacterianas e, à medida que a inflamação 

progride, a área central torna-se necrótica.  
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4.2.4. Métodos de diagnóstico 
O diagnóstico desta doença pode ser realizado por PCR e LAMP, em vez do isolamento e cultura de 

bactérias a partir de tecidos de peixes infetados.  

4.2.5. Métodos de controlo e prevenção 
A nocardiose é tratada recorrendo à utilização de antibióticos. No entanto, o uso antibióticos tem 

desvantagens, como o custo elevado e o desenvolvimento de resistência bacteriana. De momento, não 

existe nenhuma vacina comercial disponível para as espécies afetadas, nomeadamente corvina e 

pregado. Assim, a melhor forma para controlar surtos desta patologia é evitar fatores stressantes, optar 

por boas práticas de produção e fomentar o bem-estar animal. 

 

4.3. Streptococcus spp. 
 

4.3.1. Etiologia 
Streptococcus spp. são bactérias Gram-positivas, catalase-negativas, que têm forma de cocos e causam 

a estreptococose. Estas podem ser α-, β- ou não hemolíticas. As infeções estreptocócicas devem ser 

consideradas como um conjunto de doenças semelhantes, que incluem estreptococos, enterococos, 

lactococos e vagococos.  

Nas espécies de peixe produzidas no sul da Europa, apenas algumas estão associadas a doenças, 

nomeadamente: Streptococcus iniae Pier and Madin, 1976 em robalo,  

Streptococcus parauberis Williams and Collins, 1990 em pregado e  

Streptococcus agalactiae Lehmann and Neumann, 1896 em dourada.  

4.3.2. Epidemiologia 
Esta patologia septicémica foi descrita inicialmente em truta arco-íris  

Oncorhynchus mykiss (Walbaum, 1792) cultivada no Japão, em 1957. Afeta espécies selvagens e de 

cultivo, inclusive dourada, robalo e pregado (Tabela 1). Esta patologia tem consequências económicas 

graves, com mortalidade entre 30-50%. Foi documentado um surto com 10% de mortalidade em 

dourada. Peixes de todas as idades são sensíveis à infeção. Por isso, os peixes têm de ser protegidos em 

todas as fases do ciclo de vida, durante todo o processo de cultivo.  

As infeções são mais severas durante o verão. Além do aumento da temperatura da água, uma série de 

stressores e fatores associados ao hospedeiro podem influenciar a ocorrência desta doença. O principal 

reservatório deste patógeno é o ambiente, em particular, a água e os sedimentos junto às produções 

aquícolas. Há transmissão horizontal que ocorre através da água, especialmente na presença de 

microlesões ou abrasões, que alteram a integridade das membranas mucosas.  

4.3.3. Lesões patológicas e sintomas 
Os sinais clínicos mais frequentes são o comportamento anormal (incluindo natação errática em espiral 

ou giratória), opacidade dos olhos, exoftalmia, hemorragias externas (à volta do olho, na base das 

barbatanas e dos opérculos) e hemorragias internas. Algumas espécies de estreptococos colonizam o 
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cérebro e o sistema nervoso, explicando a frequente natação errática. Os peixes com doença clínica 

mostram lesões na pele, cobertas com muco esbranquiçado, e até mesmo úlceras cutâneas profundas. 

A necropsia mostra o estômago vazio, o intestino distendido e cheio com fluído, esplenomegalia e a 

bexiga gasosa distendida. As brânquias apresentam-se anémicas, com várias áreas necróticas.  

As alterações histológicas dos peixes infetados com Streptococcus spp. podem incluir a infiltração de 

macrófagos nos ventrículos e artéria bulbosa, a infiltração de macrófagos necróticos e precipitação de 

fibrinos nos tecidos. No cérebro, pode haver congestão, desprendimento das paredes e dilatação dos 

vasos sanguíneos. No olho, pode observar-se a separação e a rutura das fibras lenticulares, a 

proliferação de fibroblastos no córtex lenticular e a formação de vacúolos, juntamente com a 

disseminação de bactérias no músculo oculomotor, tecido adiposo orbital e córnea.  

4.3.4. Métodos de diagnóstico 
O diagnóstico de Streptococcus spp. é geralmente feito por isolamento a partir do inóculo dos órgãos 

internos (baço, rim e cérebro), usando meios como agar sangue, TSA (com a adição de 1% de levedura 

e 0,5% de glucose) ou BHIA. A incubação é geralmente de 48 horas, a 25-30°C. 

Streptococcus spp. podem ser identificadas utilizando métodos moleculares como PCR, PCR multiplex, 

LAMP e MLST (tipagem por sequenciamento multilocus). 

4.3.5. Métodos de controlo e prevenção 
Ainda não existem vacinas comerciais disponíveis para dourada e robalo. Atualmente, apenas está 

disponível uma vacina comercial, injetável para a aquacultura (ICTHIOVAC STR), e que induz imunidade 

protetora contra Streptococcus parauberis em pregado. As boas práticas de gestão, limpeza e higiene 

nas unidades aquícolas, juntamente com fornecimento de alimento de elevada qualidade, são 

condições cruciais para uma profilaxia eficaz. Os tratamentos com antibiótico são frequentemente 

ineficazes devido à falta de apetite, que caracteriza os peixes afetados, e ao desenvolvimento de 

resistência bacteriana.  
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5. Vírus 
 

5.1. Vírus do linfoquisto  
 

5.1.1. Etiologia 
O agente etiológico pertence à família Iridoviridae e ao género Lymphocystivirus. Os vírus desta família 

são grandes icosaedros, com diâmetro entre 200-230 nm, podem ter envelope e possuem DNA de 

cadeia dupla. Uma das características distintivas desta família é a presença de um gene MCP (proteína 

capsídica principal), que é o principal componente estrutural das partículas virais. 

A doença causada por este vírus é uma iridovirose, designada por linfoquisto ou LDV. 

5.1.2. Epidemiologia  
Os juvenis são mais os suscetíveis a terem esta doença. Este vírus afeta a dourada e o linguado (Tabela 

1). É uma doença autolimitada, em que os indivíduos afetados não têm recorrência dos sinais clínicos 

depois de terem recuperado da doença.  

Pode disseminar-se horizontalmente entre peixes infetados e suscetíveis. Quanto à transmissão vertical, 

muito embora não tenha sido ainda comprovada cientificamente, pensa-se que os reprodutores 

portadores possam libertar partículas virais infeciosas, contaminado a água e os gâmetas durante a sua 

libertação. O desenvolvimento de sinais clínicos, a severidade das lesões, a rapidez da sua formação e o 

tempo necessário para a remissão dos sintomas são fortemente influenciados tanto por fatores 

ambientais e zootécnicos (temperatura da água, manipulação dos peixes, stress associado ao 

transporte, etc.), como por fatores associados ao tamanho dos peixes. Por exemplo, o período de maior 

suscetibilidade da dourada corresponde a peixes de dimensão entre as 2-10g. A morbilidade é muito 

variável e é influenciada por todos os fatores referidos. A mortalidade é considerada marginal na 

ausência de outras complicações ou de outros patógenos. Se concomitantemente estiverem a ser 

afetados por outro patógeno, por exemplo Phdp, a mortalidade é muito superior. 

5.1.3. Lesões patológicas e sintomas 
Os peixes afetados apresentam sintomatologia externa - como o aparecimento de nódulos semelhantes 

a “couve-flor”, constituídos por células dérmicas extremamente hipertrofiadas, separadamente ou em 

grupos, que geralmente se desenvolvem na superfície da pele e das barbatanas (Figura 6).  

Por vezes, as lesões ocorrem também na boca, podendo causar alterações no comportamento 

alimentar.  

A natureza benigna desta doença deve-se ao facto de ser possível a remissão completa dos sintomas, 

após a fase clínica. Já durante a fase sintomática, pela presença de quistos, os peixes apresentam 

dificuldades na natação.  

Considerando a extrema sensibilidade mostrada na pele dos exemplares afetados, especialmente na 

fase aguda, todas as formas de manipulação necessárias para um correto maneio de um stock de 
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douradas juvenis tornam-se praticamente inoportunas. A necessidade de atrasar operações (como 

triagens, transferência e transporte) inevitavelmente levam a uma grande disparidade dos peixes no 

stock, com canibalismo associado, ou a dificuldades em avaliar a correta taxa de alimentação. O 

transporte de stock afetado, se efetuado durante a fase latente (mas assintomática) da doença, irá 

manifestar-se na forma de lesões, poucos dias depois dos animais serem transportados, acarretando 

consigo graves consequências.  

 

 

 

Figura 6 – Evidências de iridovirose, também designada por linfoquisto ou LDV. (A) Quistos semelhantes a  

“couve-flor”, em toda a superfície da pele e barbatanas de Sparus aurata Linnaeus, 1758 infetada com vírus do 

linfoquisto [Autoria de: Teresa Baptista, MARE – Centro de Ciências do Mar e do Ambiente, Politécnico de Leiria, 

Portugal]. (B) Corte histológico que mostra células epiteliais hipertrofiadas. Coloração Hematoxilina-Eosina (H&E), 

ampliação total de 400x [Autoria de: Teresa Baptista, MARE - Centro de Ciências do Mar e do Ambiente, Politécnico 

de Leiria, Portugal; publicada em Costa et al., 1998].  

A 

B 
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5.1.4. Métodos de diagnóstico 
O diagnóstico clínico de linfoquistos baseia-se na observação macroscópica do crescimento de 

estruturas na pele, em forma de couve-flor, histologia da pele e isolamento do vírus em linhas celulares. 

Contudo, os métodos de diagnóstico são todos muito limitados, devido à sua baixa sensibilidade. 

Geralmente, apenas confirmam a presença do patógeno durante a ocorrência de um surto. 

Com os avanços em biotecnologia, já foram desenvolvidos protocolos moleculares (sobretudo PCR) para 

detetar a presença do patógeno em espécimes assintomáticos, inclusive através da recolha de amostras 

não invasivas (barbatana). 

5.1.5. Métodos de controlo e prevenção 
Ainda não existem vacinas comerciais disponíveis para dourada, nem linguado. Nem outras medidas 

terapêuticas. Então, a solução mais eficaz para a gestão desta patologia baseia-se em medidas de 

biossegurança, protocolos de avaliação da saúde dos animais em cultivo e gestão de fatores stressantes. 

A rápida confirmação da presença deste patógeno, obtida através de técnicas moleculares, pode 

fornecer um suporte técnico-científico para a seleção do stock, identificando os animais portadores do 

vírus. 

 

5.2. Vírus da necrose eritrocítica (VNE) 
 

5.2.1. Etiologia 
O vírus da necrose eritrocítica é um vírus não cultivável. Foi proposto ser incluído num sexto género 

pertencente à família Iridoviridae, junto com outros vírus eritrocíticos de hospedeiros ectotérmicos – 

Iridovirus. Este vírus é o agente etiológico responsável por induzir uma patologia em peixes marinhos e 

anádromos, conhecida por necrose eritrocítica viral (VNE, designada também como necrose eritrocítica 

piscina), que induz anomalias nos eritrócitos.  

5.2.2. Epidemiologia 
Esta doença afeta pregado e robalo (Tabela 1), causando importantes perdas económicas. Peixes 

infetados com este vírus, podem apresentar vários níveis da doença, relacionados com a intensidade da 

infeção e também com a suscetibilidade do hospedeiro.  

Além disso, a temperatura também pode ser um fator determinante na gravidade da doença por 

iridovírus. A temperaturas inferiores a 20⁰C, os vírus da família Iridoviridae podem permanecer inativos 

nos hospedeiros teleósteos. Normalmente, quando há um aumento da temperatura, ocorre um 

aumento da mortalidade nos peixes infetados.   

Infeções secundárias e stressores ambientais (como baixa salinidade e baixo nível de oxigénio dissolvido) 

contribuem para um aumento da mortalidade, se ocorrerem em simultâneo com esta infeção. 

5.2.3. Lesões patológicas e sintomas 
Os sinais típicos de VNE consistem em anemia, brânquias pálidas, sangue mais liquefeito e hiperplasia 

hematopoiética, juntamente com hemossiderose (acúmulo excessivo de depósitos de ferro) dos centros 
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de melanomacrófagos, e palidez dos órgãos viscerais. Em casos mais graves, o hematócrito pode ser 

muito baixo (2-10%). É possível observar anomalias graves nos eritrócitos, em esfregaços de sangue. 

5.2.4. Métodos de diagnóstico 
O diagnóstico de VNE pode ser feito com base nos sinais clínicos de anemia e por observação de 

esfregaços de sangue corados com Giemsa ou Wright, através de microscopia ótica, para procurar a 

presença de corpos de inclusão citoplasmática em eritrócitos. Estas células sanguíneas podem mostrar 

lesões nucleares e o organismo de inclusão, ou apenas este último. Os corpos de inclusão não são 

observados em leucócitos.  

Para além disso, podem ser utilizadas ferramentas moleculares para diagnosticar VNE, como PCR 

convencional e PCR em tempo real. 

5.2.5. Métodos de controlo e prevenção 
Não existem terapias para esta patologia, nem vacinas comerciais disponíveis para pregado e robalo. 

Por isso, para controlar e prevenir o aparecimento desta patologia, recomendam-se boas práticas de 

produção, protocolos de biossegurança, desinfeção e higiene das instalações, monitorização da 

presença deste patógeno e redução dos fatores stressantes. 

 

5.3. Vírus da necrose nervosa (VNN) 
 

5.3.1. Etiologia 

A necrose nervosa viral (NNV) - também conhecida como encefalopatia e retinopatia viral (ERV) - é 

causada pelo vírus da necrose nervosa (VNN), género Betanodavirus, que pertence à família 

Nodaviridae. É um vírus de RNA de cadeia simples (ssRNA), sem envelope, com 25-30 nm de diâmetro, 

constituído por dois segmentos: o RNA1 (que codifica RNA polimerase dependente de RNA) e RNA2 

(que codifica a proteína do capsídeo). Foi classificado em cinco genótipos, mas o vírus da necrose 

nervosa de red-spotted grouper (RGVNN) - ou seja, Epinephelus akaara (Temminck & Schlegel, 1842) - 

é o que tem maior distribuição no sul da Europa. Uma das principais características deste patógeno é a 

sua elevada resistência no ambiente, sendo muito difícil neutralizá-lo.  

5.3.2. Epidemiologia 
Esta doença foi descrita pela primeira vez, nas Caraíbas e Austrália, no final da década de 1980. Desde 

então, tem provocado enormes perdas económicas, em muitas espécies produzidas em aquacultura, 

como robalo, dourada e linguado senegalês (Tabela 1). Já foram registados surtos de elevada 

mortalidade (cerca de 100%) em todas estas espécies, especialmente nas fases de larva e juvenil. 

Durante muito tempo, a dourada foi considerada um portador assintomático do vírus. Contudo, já foram 

relatados surtos com mortalidade elevada na fase larvar.  

Os surtos provocados pelo vírus ocorrem em condições de temperatura elevada e após outros eventos 

particularmente stressantes (como manipulação, transporte e descarga, transferência, etc.).  
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A entrada do vírus pode ocorrer através das células epiteliais que revestem o corpo e/ou barbatanas, 

brânquias, cavidades nasal e oral. A transmissão vírus da necrose nervosa (VNN) pode ser horizontal ou 

vertical. Na transmissão horizontal, estão envolvidas as brânquias e/ou a pele. Na transmissão vertical, 

as gónadas e o intestino são os órgãos envolvidos. 

Apesar do vírus da necrose nervosa (VNN) afetar o sistema nervoso dos peixes, a sua presença também 

é observada noutros tecidos (nomeadamente de órgãos como: brânquias, barbatanas, coração, 

intestino anterior e posterior, estômago, baço, fígado, rim e gónadas). 

5.3.3. Lesões patológicas e sintomas 
Os sinais clínicos dependem da espécie de peixe, da fase do ciclo de vida dos indivíduos afetados, do 

decurso da doença e da temperatura da água. Pode ocorrer mortalidade elevada sem sinais clínicos, 

sobretudo nas fases larvares. Larvas e juvenis podem apresentar sintomas clássicos nomeadamente: 

comportamento anormal (natação em espiral, rodopio e looping rápido), exoftalmia, opacidade ocular 

(Figuras 7A e 7B), perda de apetite, hiper-insuflação da bexiga gasosa, pigmentação anormal (escura). 

O principal alvo deste vírus é o sistema nervoso central. A infeção pode levar à ocorrência de lesões no 

cérebro, retina e medula espinal, com áreas necróticas, degeneração e vacuolização visível. 

A nível histológico observam-se vacuolizações citoplásmicas nas células neurais e da retina. As 

alterações histopatológicas no cérebro de robalo infetado experimentalmente com VNN (Figura 8) 

foram observadas em duas zonas: mesencéfalo, onde se observa a degeneração do tecido nervoso e 

hemorragias (Figura 8A) e no metencéfalo, onde é possível ver vacuolização de neurónios e 

degeneração (Figura 8B). 

 

        

Figura 7 – Exemplar de robalo Dicentrarchus labrax (Linnaeus, 1758) juvenil infetado experimentalmente com vírus 

da necrose nervosa (VNN), apresentando sinais externos de exoftalmia e opacidade ocular: (A) vista lateral e  

(B) vista dorsal [Autoria de: Mariana Vaz, MARE - Centro de Ciências do Mar e do Ambiente, Politécnico de Leiria, 

Portugal]. 

A B 
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5.3.4. Métodos de diagnóstico 
A observação de comportamento natatório anormal dos peixes (nomeadamente: natação em espiral, 

rodopio rápido) é um primeiro sinal para o diagnóstico de necrose nervosa viral (NNV). A confirmação 

do diagnóstico pode ser feita através de análises histopatológicas e moleculares, baseadas em RT-PCR 

e RT-qPCR, imunofluorescência (IF) realizada em impressões ou secções congeladas de cérebro, IHQ do 

cérebro e retina, assim como através do método ELISA. 

5.3.5. Métodos de controlo e prevenção 
No caso de um surto com vírus da necrose nervosa (VNN), as ações a tomar deverão ter como objetivo 

limitar o nível de stress nos animais, de forma a reduzir a mortalidade e a intensidade do surto. Todas 

as manipulações devem ser limitadas (ou melhor ainda, evitadas). É extremamente importante retirar 

os peixes com sintomas da doença e os mortos dos tanques afetados, várias vezes durante o dia. É 

possível detetar a presença do vírus (mesmo em indivíduos assintomáticos), recorrendo a métodos de 

biologia molecular.  

Ainda não existem vacinas comerciais disponíveis para dourada, linguado e pregado. ALPHA JECT 

MICRO®1NODA e ICTHIOVAC® VNN induzem defesa protetora contra a necrose nervosa viral (genótipo 

RGVNN) em robalo juvenil.  

 

 

Figura 8 – Histopatologia do cérebro de robalo Dicentrarchus labrax (Linnaeus, 1758) infetado experimentalmente 

com vírus da necrose nervosa (VNN), técnica de coloração Hematoxilina-Eosina (H&E). (A) Mesencéfalo (tectum 

ótico) com neurónios necróticos e vacuolização (setas), vasos hiperémicos (cabeça de seta) e pequenas 

hemorragias (asterisco), ampliação total de 100x. (B) Metencéfalo (cerebellum) com degeneração e vacuolização 

de neurónios (setas), ampliação total de 400x [Autoria de: Damiana Pires, MARE - Centro de Ciências do Mar e do 

Ambiente, Politécnico de Leiria, Portugal]. 
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5.4. Vírus da septicémia hemorrágica (VSH) 
 

5.4.1. Etiologia 
O vírus da septicémia hemorrágica (VSH) é um agente patogénico que afeta peixes. Pertence ao género 

Novirhadovirus, da família Rhabdoviridae. Os vírus pertencentes a esta família apresentam uma forma 

de bala e o seu genoma contém RNA de cadeira simples de sentido negativo.  

5.4.2. Epidemiologia 
No sul da Europa, o pregado é a única espécie que é afetada por VSH (Tabela 1). Esta patologia é 

prevalente em peixes juvenis. No entanto, pode causar infeção e mortalidade em todas as fases do ciclo 

de vida dos peixes suscetíveis, embora se desconheça se infeta os ovos. Os surtos desta doença ocorrem 

geralmente a temperaturas da água mais baixas, compreendidas entre 8-15°C.  

5.4.3. Lesões patológicas e sintomas 

Os peixes afetados podem apresentar sinais clínicos não específicos nas primeiras fases da infeção, 

incluindo coloração escura, hemorragias externas, exoftalmia, palidez das brânquias, letargia, ascite e 

distensão do abdómen. A forma nervosa da doença caracteriza-se por um comportamento natatório 

anormal, causado pelo efeito do vírus no cérebro. O padrão das alterações histopatológicas varia com 

o genótipo do agente patogénico e as espécies hospedeiras. Pregado infetado com o genótipo Ib 

apresenta lesões cardíacas graves. O fígado e os tecidos hematopoiéticos também são afetados.  

5.4.4. Métodos de diagnóstico 
O diagnóstico inicial é feito com base nos sinais clínicos, em alterações histopatológicas e pelo cultivo 

em linhas celulares. A confirmação do VSH é feita por RT-qPCR, ou por técnicas serológicas, que incluem 

PNT (teste de neutralização em placa), imunoblot, teste de anticorpos fluorescentes, ELISA e 

sequenciação do vírus. 

5.4.5. Métodos de controlo e prevenção 
Não existe tratamento, nem vacinas comercias disponíveis, para VSH. 

As boas práticas de cultivo, implementação de protocolos de biossegurança, desinfeções regulares, 

entre outras medidas, podem ser utilizadas para prevenção e controlo.  

Estudos científicos têm obtido resultados promissores na utilização de probióticos e imunoestimulantes, 

que têm como objetivo o fortalecimento do sistema imunitário dos peixes contra o vírus da septicémia 

hemorrágica (VSH). Esta será uma estratégia alternativa na prevenção de infeções, principalmente 

enquanto não há vacinas comerciais disponíveis, nem medidas profiláticas específicas para a VSH. 
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6. Endoparasitas 
 

6.1. Cryptosporidium molnari 
 

6.1.1. Etiologia 
Cryptosporidium molnari Alvarez-Pellitero & Sitja-Bobadilla, 2002 é um protozoário intracelular que 

infeta as células epiteliais dos sistemas gastrointestinal e respiratório, causando a crisptosporidiose.  

6.1.2. Epidemiologia 
C. molnari afeta dourada e robalo (Tabela 1). Este parasita apresenta um ciclo de vida com 5 fases que 

podem ocorrer num único hospedeiro. O ciclo inicia-se com a ingestão de oocistos (fase não infeciosa) 

de C. molnari pelo hospedeiro, através da água ou alimentos contaminados. Os oocistos infetarão as 

células epiteliais do trato gastrointestinal dos peixes, transformando-se em trofozóides que se 

multiplicam assexuadamente. Posteriormente, transformam-se em gamontes, que se reproduzem 

sexuadamente. Assim, originam-se os oocistos, que serão libertados para a água, através das fezes dos 

peixes infetados. Ou seja, este parasita pode ser transmitido oralmente, ou através de contacto com 

organismos infetados.  

 

6.1.3. Lesões patológicas e sintomas  
Apenas indivíduos com infeções graves exibem sinais clínicos, como: fezes esbranquiçadas, distensão 

abdominal e ascite (acumulação de fluído na cavidade abdominal), emaciação e atrofia do músculo 

esquelético. A acumulação de oocistos nos tecidos induz necrose, vacuolização e perda de estrutura das 

células epiteliais. 

 

6.1.4. Métodos de diagnóstico 

A criptosporidiose pode ser diagnosticada através de esfregaços da mucosa estomacal com coloração 

Giemsa, para procurar oócitos, estádios epicelulares merogonais e gamogonais. Os danos a nível celular 

podem ser avaliados através de procedimentos histológicos de secções estomacais coradas com azul 

toluidina, nas quais se poderá observar vacuolização, perda de estrutura e necrose das células. O 

parasita também pode ser detetado por PCR e coloração fluorescente-anticorpo direta (que constitui 

um método mais prático).  

6.1.5. Métodos de controlo e prevenção 
Não se conhecem medidas de prevenção e controlo específicas para evitar e/ou conter um surto de 

criptosporidiose. Contudo, minimizar os fatores stressantes que comprometam a imunocompetência 

dos peixes, manter a boa qualidade da água, rastrear a saúde dos stocks de peixes poderão ser algumas 

medidas essenciais para prevenir o aparecimento deste parasita nas explorações aquícolas.  
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6.2. Enteromyxum leei 
 

6.2.1. Etiologia 
Enteromyxum leei (Diamant, Lom & Dyková, 1994) é um parasita mixozoário, responsável pela 

enteromixiose, uma doença que provoca emaciação.  

6.2.2. Epidemiologia 
Enteromyxum leei afeta várias espécies de peixes teleósteos, numa vasta gama de áreas geográficas, 

nomeadamente dourada, robalo e linguado senegalês (Tabela 1). A sensibilidade do hospedeiro 

depende da espécie e da idade dos espécimes afetados. Em dourada, a infeção com E. leei produz 

doença crónica em juvenis e adultos. Em robalo e linguado senegalês, os sinais clínicos exibidos são 

quase imperceptíveis, mas podem transmitir a doença para outras espécies mais sensíveis, que estejam 

presentes nas instalações. Os principais fatores de risco são: densidade elevada da população 

hospedeira; baixas taxas de renovação da água e/ou reutilização de água contaminada; ciclos de 

produção longos; falha na remoção de peixes mortos. A sua eliminação inapropriada e baixas taxas de 

alimentação que podem levar a um aumento de canibalismo.  

Enteromyxum leei geralmente localiza-se no trato gastrointestinal dos hospedeiros, particularmente no 

trato intestinal. Os exemplares geralmente são afetados com peso >100g, mostrando progressiva perda 

de peso e mortalidade estável. 

Apesar de o ciclo de vida dos mixozoários geralmente envolver dois hospedeiros - um peixe e um 

invertebrado aquático, a transmissão de espécies do género Enteromyxum pode ocorrer de peixe para 

peixe. Na fase proliferativa mixozoária, a transmissão pode ocorrer diretamente entre peixes, através 

da coabitação, água ou ingestão de material contaminado. O estádio infecioso não são os mixósporos, 

mas sim os estágios de desenvolvimento do parasita que são libertados de peixes infetados através das 

fezes. Esta libertação pode ser elevada no caso de os parasitas causarem inflamação e destruição do 

epitélio intestinal. Apesar da sobrevivência destas formas infeciosas ser inferior a 24 horas na água do 

mar, é tempo suficiente para ocorrer transmissão, especialmente quando a densidade é elevada, as 

trocas de água são pouco frequentes e se os peixes mortos por esta doença não forem removidos com 

frequência. Os mixósporos são mais resistentes, conseguindo sobreviver longos períodos em água 

salgada. Assume-se que estes necessitem de um invertebrado adequado (ainda não identificado) para 

completar o desenvolvimento e reprodução. 

A temperatura da água é um fator crítico de risco para a transmissão e desenvolvimento da 

enteromixiose. Os surtos em explorações aquícolas têm ocorrido a temperaturas >20°C, sendo 20-25°C 

as temperaturas ótimas para o seu desenvolvimento. O crescimento de E. leei é inibido a temperaturas 

<15°C ou >30°C. Durante uma monitorização do estado de saúde dos animais, efetuada durante o 

inverno (a temperaturas mais baixas), pode dar-se o caso de os resultados serem negativos para 

detecção da presença deste patógeno. Porém, estes parasitas podem desenvolver-se e vir a ser a causa 

de problemas, quando a temperatura da água do mar voltar a aumentar.  
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6.2.3. Lesões patológicas e sintomas 
Os parasitas invadem lentamente o epitélio intestinal, criando uma patologia crónica que envolve 

inflamação intestinal, perda de apetite, baixas taxas de conversão alimentar, o que resulta em anorexia, 

atraso do crescimento e mortalidade. Observa-se ascite e congestão intestinal. A vesícula biliar mostra 

uma típica cor acastanhada.  

Em dourada, a enteromixiose é caracterizada por anorexia e perda de peso até à emaciação e/ou 

caquexia. Também se observa a acumulação de fluído ascítico, com bactérias oportunistas, que levam 

à distensão abdominal. A mortalidade depende do modelo de cultivo, podendo ser muito baixa e 

contínua ou muito elevada. Na maior parte dos casos, a infeção provoca um significativo atraso do 

crescimento e a mortalidade de peixes adultos (>100g). Um sinal de alarme é a diminuição da taxa de 

conversão alimentar (FCR). 

6.2.4. Métodos de diagnóstico 
O diagnóstico baseia-se em observações clínicas e patológicas, através da observação de raspagens 

intestinais e do epitélio do reto (a fresco ou coradas) ao microscópio óptico composto. Os esporos são 

facilmente reconhecíveis. Como os outros estádios de desenvolvimento do parasita são mais difíceis de 

identificar, dificultando o diagnóstico, é recomendável recorrer à deteção através de PCR.  

6.2.5. Métodos de controlo e prevenção 
Ainda não estão registados tratamentos eficazes contra E. leei, apesar de existirem alguns ensaios a 

nível experimental com anti-coccídeos. As medidas profiláticas devem ser focadas no controlo sanitário 

dos peixes antes de serem introduzidos nas explorações e, particularmente, nas espécies de peixes 

sensíveis que já estejam presentes nas mesmas, de forma a obter um diagnóstico precoce. É possível 

reduzir o risco de introdução de estágios infeciosos do parasita em sistemas com filtração da água de 

entrada (<5µm). A regular limpeza regular de canais de água e tubagens pode ser também uma 

vantagem para controlar e minimizar a colonização por potenciais hospedeiros invertebrados. Sabe-se 

que os peixes que sobrevivem à enteromixiose são resistentes a uma reinfeção. As douradas afetadas 

pela enteromixiose podem ser coinfetadas com outros parasitas patogénicos (como  

Sparicotyle chrysophrii (Van Beneden & Hesse, 1863) Mamaev, 1984 e/ou Enterospora nucleophila 

Palenzuela, Redondo, Cali, Takvorian, Alonso-Naveiro, Alvarez-Pellitero & Sitjà-Bobadilla, 2014), e 

nalguns casos, também com bactérias oportunistas, sendo necessário fazer um diagnóstico correto e 

eventual terapia com antibiótico. 

 

6.3. Enteromyxum scophthalmi 
 

6.3.1. Etiologia 
Enteromyxum scophthalmi Palenzuela, Redondo & Alvarez-Pellitero, 2002 é também um parasita 

mixozoário responsável pela enteromixiose. 
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6.3.2. Epidemiologia 
Enteromyxum scophthalmi afeta espécies de peixes de grande importância para a aquacultura no sul da 

Europa, como o linguado senegalês e o pregado (Tabela 1). O ciclo de vida, envolve dois hospedeiros: 

um peixe e um anelídeo. Contudo, tem a capacidade de poder ser transmitido diretamente de peixe 

para peixe. 

A resposta despoletada pelo parasita provoca a perda de tecido epitelial do intestino e fezes mucosas 

com estágios do parasita em desenvolvimento, que podem sobreviver na água durante curtos períodos 

e infetar outros peixes. A transmissão pode ocorrer diretamente entre peixes na fase proliferativa 

mixozoária, através da coabitação e contacto com efluentes contendo o parasita. A infeção tem um 

longo período pré-patente (período que decorre entre a entrada do agente infecioso e o aparecimento 

das primeiras formas do agente etiológico – oocistos ou ovos). Durante este período, os animais 

infetados podem libertar um grande número de parasitas e multiplicar exponencialmente a infeção, até 

todo o stock estar afetado. 

A temperatura da água é um fator crítico que influencia o estabelecimento da enteromixiose em 

pregado, nomeadamente a multiplicação do parasita e o consequente desenvolvimento de sinais 

clínicos, assim como a taxa de transmissão. Os surtos geralmente ocorrem a temperaturas entre  

14-20°C (desenvolvimento ótimo 18-20°C). O seu desenvolvimento é mais lento a temperaturas mais 

baixas, cessando a <11-12°C. Todos os tamanhos e classes de idade são sensíveis à infeção. Contudo, 

em produção aquícola, a doença tende a ser detetável através de mortalidade e sinais clínicos em peixes 

de maiores dimensões (100-300g), que acumularam mais tempo de exposição à potencial infeção. Os 

peixes mais jovens (<100g) geralmente são menos afetados, pelo facto de serem mantidos em 

instalações com tratamento e/ou filtração da água. A infeção pode ter um impacto devastador, 

resultando em perdas elevadas (até 100% de mortalidade), afetando toda a exploração aquícola. 

O linguado senegalês Solea senegalensis não exibe sinais clínicos graves ou mortalidade, apesar de ser 

sensível à infeção. 

A reutilização da água ou recirculação da mesma é um outro fator de risco para o desenvolvimento da 

doença, pois facilita a multiplicação exponencial do parasita, assim como a sua rápida disseminação para 

todo o stock. Também há outros fatores que contribuem para o aumento do risco de infeção e 

disseminação dos parasitas, nomeadamente: densidade populacional elevada dos peixes hospedeiros, 

baixa taxa de renovação da água, acumulação de fezes nos tanques, remoção e descarte inadequados 

dos peixes mortos, falta de higiene, ausência de protocolos de desinfeção, falta de diagnóstico dirigido 

e planos de contingência inexistentes ou inadequados.    

6.3.3. Lesões patológicas e sintomas 
Enteromyxum spp. invade o epitélio intestinal do pregado. A resposta inflamatória despoletada provoca 

enterite severa subaguda, levando à rutura e perda da barreira intestinal. Por sua vez, leva a 

desidratação grave, caquexia (perda de peso, tecido adiposo e tecido muscular) e morte. Os sinais 

exteriores da doença são a caquexia e morte, sendo usualmente precedido por sinais não específicos 

(como a perda de peso e letargia). 
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Nos peixes afetados, observa-se que a parede intestinal é muito fina, frequentemente com congestão 

e hemorragias, palidez dos órgãos internos e ascite. 

6.3.4. Métodos de diagnóstico 
O parasita E. scophthalmi é difícil de detetar por observação de esfregaços frescos do intestino, a não 

ser que estejam presentes esporos. Neste caso, a presença do parasita deve ser confirmada com 

elevada sensibilidade e especificidade, através de PCR quantitativo (qPCR) de uma pequena amostra de 

tecido (preferencialmente do intestino anterior ou da região dos cecos pilóricos). Em explorações com 

histórico da doença ou risco elevado da mesma, é recomendável fazer-se a monitorização da infeção 

por qPCR a todos os lotes de peixes, antes da sua introdução nas instalações e durante o ciclo de 

produção.  

6.3.5. Métodos de controlo e prevenção 
Uma estratégia de monitorização proativa dirigida é essencial para detetar rapidamente a infeção e 

aplicar medidas de controlo, antes do parasita se espalhar por toda a exploração. Por enquanto, a 

prevenção é a melhor ação contra esta infeção. Em geral, os estádios infeciosos são relativamente 

sensíveis, não sobrevivendo a medidas de higiene padronizadas. O tratamento da água com filtração 

mecânica (20-40µm), seguida de passagem por ozono ou luz UV, reduz o risco de introdução do parasita 

na exploração. Contudo, são medidas que nem sempre podem ser aplicadas. Contenção espacial dos 

tanques, com separação por lotes e idades, assim como o crescimento tendo por base múltiplas 

unidades de produção, são medidas que podem evitar contaminações cruzadas e permitir o isolamento 

de situações problemáticas. A remoção de peixes infetados e mortos, assim como a observação dos 

mesmos, reforço da desinfeção de todo o material comum usado para a manutenção e manipulaçãodos 

animiais são as medidas mais assertivas, para evitar a introdução e propagação de E. scophthalmi. Ainda 

não existem tratamentos eficazes para este parasita, apesar de o uso conjugado de alguns antibióticos 

com compostos anti-coccídeos ter demonstrado ser parcialmente eficaz em ensaios experimentais. 

Estes tratamentos conseguiram um atraso no estabelecimento da doença, uma diminuição da 

intensidade de infeção e da severidade das lesões, mas nenhum evitou a progressão da infeção. 

 

6.4. Kudoa dicentrarchi 
 

6.4.1. Etiologia 
Kudoa dicentrarchi (Sitjà-Bobadilla & Alvarez-Pellitero, 1992) (anteriormente  

Sphaerospora dicentrarchi) é um parasita mixozóico histozóico (que vive nos tecidos do hospedeiro, 

inter ou intracelularmente). 

6.4.2. Epidemiologia 
Kudoa dicentrarchi é frequentemente relatado como sendo prevalente em robalo (Tabela 1). O 

conhecimento do seu ciclo de vida ainda é muito escasso. Mas suspeita-se que alterne entre dois 

hospedeiros, um peixe e um anelídeo. 



Endoparasitas 

50 | Página 

6.4.3. Lesões patológicas e sintomas 
Geralmente inofensivo, K. dicentrarchi pode ser observado na vesícula biliar, intestino, rim, pâncreas, 

testículos e tecido conjuntivo de peixes. No entanto, os tecidos apresentam-se danificados em infeções 

crónicas de maior escala, o que pode resultar na redução de crescimento e na mortalidade de 

hospedeiros juvenis. Além disso, existem evidências de que esta infeção parasitária tem maior 

prevalência em peixes com mais idade, demonstrando um efeito cumulativo. Este parasita também 

desempenha um papel na imunodepressão dos peixes, que facilita outros agentes oportunistas a causar 

surtos infeciosos.  

6.4.4. Métodos de diagnóstico 
O diagnóstico é realizado microscopicamente, através de observações histológicas de tecidos corados 

com PAS, onde aglomerados de esporos podem ser detetados no epitélio, paredes da muscularis (fina 

camada de músculo liso do trato intestinal) ou tecidos conjuntivos. Também pode ser feito através de 

PCR.  

6.4.5. Métodos de controlo e prevenção 
Não existem medidas profiláticas ou terapêuticas conhecidas para K. dicentrarchi. Como tal, as boas 

práticas na produção de peixes, rastreios regulares e o isolamento de stocks infetados constituem 

algumas medidas para evitar a sua proliferação em cultivos saudáveis, isentos da infeção. 

 

6.5. Sphaerospora testicularis 
 

6.5.1. Etiologia 
Sphaerospora testicularis Sitjà-Bobadilla & Alvarez-Pellitero, 1990 é um parasita mixosporídeo 

coelozóico (qua habita a cavidade do corpo do hospedeiro), mas que evidencia tropismo (tendência a 

deslocar-se) para os túbulos seminíferos.  

6.5.2. Epidemiologia 
À semelhança de K. dicentrarchi, o parasita S. testicularis também é muito predominante no sul da 

Europa e afeta robalo (Tabela 1). Como noutros mixozoários, o seu ciclo de vida ainda é pouco 

conhecido. Geralmente, estes organismos usam um invertebrado como hospedeiro intermediário. No 

entanto, uma estratégia monóxena (ciclo de vida com um único hospedeiro) é uma possibilidade, devido 

à transmissão direta entre peixes. Esta ocorrerá através da libertação do parasita para o ambiente 

durante a reprodução, aquando da libertação dos gâmetas, agravando ainda mais a infeção em cada 

estação que passa. 

6.5.3. Lesões patológicas e sintomas 
Sphaerospora testicularis é considerado altamente patogénico, devido aos danos que pode infligir nos 

testículos de robalo, causando castração parasitária do hospedeiro. As gónadas infetadas podem 

apresentar atrofia, endurecimento, cor esbranquiçada ou laranja-amarela, hemorragias e necrose. O 

fluído seminal apresenta uma cor mais amarela, é menos denso, sem espermatozoides, com células 
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germinativas testiculares e células de Sertoli substituídas pelos estádios de desenvolvimento do parasita 

S. testicularis.  

6.5.4. Métodos de diagnóstico 
Existem alguns métodos não letais para identificar a infeção, tais como stripping ou canulação de 

machos maduros. Tem-se por objetivo obter fluído seminal ou tecido testicular, para esfregaços frescos, 

onde esporos e estádios de desenvolvimento do parasita podem ser detetados. Podem ser utilizados 

procedimentos histológicos de tecidos corados com H&E (Hematoxilina e Eosina), Cleveland-Wolfe, 

Giemsa, F&LG (Feulgen-light green) ou coloração de Mallory, para avaliar os danos e identificar os 

mixosporídeos nos túbulos seminíferos. 

6.5.5. Métodos de controlo e prevenção 
Não existem tratamentos adequados ou medidas profiláticas para este parasita. Portanto, boas práticas 

na produção em aquacultura, monitorização regular através da remoção de machos maduros infetados, 

são exemplos de medidas que podem ajudar a prevenir e controlar surtos de S. testicularis. 

 

6.6. Philasterides dicentrarchi 
 

6.6.1. Etiologia 
Philasterides dicentrarchi Dragesco, Dragesco, Coste, Gasc, Romestand, Raymond and Bouix, 1995 é um 

parasita unicelular ciliado, sendo o agente etiológico que causa a scuticociliatose.  

6.6.2. Epidemiologia 
Philasterides dicentrarchi afeta pregado e robalo (Tabela 1), causando mortalidade elevada, que resulta 

em perdas económicas avultadas para as explorações aquícolas.  

Estes parasitas infetam os peixes através de lesões na pele e brânquias. Posteriormente, multiplicam-se 

no sangue e nos órgãos internos, provocando uma infeção sistémica, que resulta em morte do 

hospedeiro. P. dicentrarchi pode estar presente de duas formas morfologicamente distintas: uma forma 

ativa de maiores dimensões, que se alimenta de bactérias ou partículas orgânicas; e outra mais 

pequena, que apenas absorve os nutrientes processados pelo seu hospedeiro. 

Geralmente, P. dicentrarchi ocorre nos meses de primavera, verão e outono, quando a temperatura da 

água é >18°C. Os peixes mais pequenos (jovens), especialmente aqueles com o sistema imune inato 

imaturo, são mais sensíveis que os peixes mais velhos (maiores). Os fatores de risco importantes 

incluem: a falta de higiene dos tanques (o que leva a valores elevados de matéria orgânica e a um 

aumento da carga bacteriana na água), o tamanho dos peixes (em que os mais pequenos são mais 

suscetíveis), a densidade elevada da população de hospedeiros (que pode levar a um aumento de stress 

e da ocorrência de lesões na pele dos peixes) e temperaturas elevadas. Estas condições são favoráveis 

à proliferação de P. dicentrarchi, que entra nos tanques de cultivo continuamente através da renovação 

de água.  



Endoparasitas 

52 | Página 

6.6.3. Lesões patológicas e sintomas 
Peixes infetados com P. dicentrarchi exibem sinais clínicos, como: úlceras cutâneas, pele escurecida ou 

com descoloração, alterações do comportamento natatório, exoftalmia e/ou distensão abdominal. 

Relativamente aos sinais internos, o parasita pode invadir a maior parte dos órgãos, incluindo o cérebro 

e o coração, resultando numa infeção sistémica. Os órgãos e tecidos mostram hemorragias e necrose 

nas áreas onde o parasita proliferou. 

6.6.4. Métodos de diagnóstico 
Para o diagnóstico da scuticociliatose ser mais fácil, há que ter particular atenção aos animais durante 

os meses de verão, ou quando a temperatura é >18°C. P. dicentrarchi pode ser obtido de peixes 

infetados por observações de preparações frescas (esfregaços de tecidos/órgãos frescos ou fluído 

ascítico) ao microscópio óptico com contraste de fase. Este parasita é um organismo ciliado, móvel e de 

dimensões maiores do que as células dos tecidos observados. Como tal, são facilmente visíveis e 

identificáveis. Por outro lado, também podem ser recolhidas amostras de água e de sedimento, para 

determinar a carga parasitária presente por PCR quantitativo (qPCR). 

6.6.5. Métodos de controlo e prevenção 
Uma vez que P. dicentrachi se alimenta de bactérias ou de matéria orgânica (proveniente do alimento 

fornecido aos peixes de cultivo, ou ainda do decaimento/decomposição de organismos mortos) é 

essencial manter uma boa condição higiénica, evitar densidade populacional elevada dos hospedeiros 

ou excesso de alimento não consumido nos tanques. Em peixes mais pequenos e sensíveis (como larvas 

e juvenis), o tratamento da água é essencial para evitar a presença de ciliados. Se for possível, é 

recomendável a vacinação dos peixes com uma autovacina (ou seja, uma que contenha, como antigénio, 

os serotipos dos ciliados presentes no estabelecimento), como medida preventiva.  

Quando P. dicentrarchi surge numa exploração aquícola, o tratamento possível consiste em executar 

banhos de formaldeído, enquanto o parasita permanecer no ambiente externo. Uma vez que  

P. dicentrarchi provoca uma infeção sistémica, reduzir o número de parasitas na água é uma das 

medidas para diminuir a disseminação do parasita. Para tal, recomenda-se retirar imediatamente os 

peixes mortos e moribundos dos tanques. Indiretamente, a remoção do excesso de alimento não 

consumido pelos peixes contribuirá também para a diminuição da proliferação do estádio parasitário 

que necessita de alimentação exógena. 

Não há tratamentos químicos contra esta doença. 
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7. Ectoparasitas 
 

7.1. Amyloodinium ocellatum 
 

7.1.1. Etiologia 
Amyloodinium ocellatum (E. Brown) E. Brown & Hovasse, 1946 é um protozoário dinoflagelado, 

pertencente à família Oodiniaceae. Apresenta uma cor castanho-escura na sua fase parasitária, tem 

forma oval e é imóvel. A. ocellatum é o agente etiológico da amilodiniose.  

7.1.2. Epidemiologia 
Amyloodinium ocellatum é considerado um dos ectoparasitas mais problemáticos em peixes de água 

salgada. Afeta pregado, dourada, robalo e corvina (Tabela 1). Pode provocar perdas dramáticas, durante 

os meses em que as águas apreentem temperaturas mais quentes. A. ocellatum pode matar o 

hospedeiro em menos de 12 horas, com mortalidade e morbilidade aguda de quase 100%, dependendo 

das condições de produção na aquacultura, do número de parasitas, da espécie de peixe e do período 

do ano. O ciclo de vida deste parasita é direto, caracterizado por três fases. A fase parasitária é 

representada pelo trofonte, em que o parasita tem forma de pêra e é séssil, alimentando-se 

diretamente das células do hospedeiro (geralmente da pele e das brânquias, mas em infeções mais 

severas, podem ocorrer também nos olhos e/ou na cavidade orofaríngea) através de rizóides. A fase 

reprodutiva – o tomonte (– ocorre entre 2-6 dias depois, em que assume uma forma esférica, enquista 

e solta-se do hospedeiro. Após 2-4 dias, os tomontes produzem assexuadamente até 256 dinósporos (a 

terceira fase – infectante), com uma morfologia típica de dinoflagelados: uma forma oval, compressa 

no sentido antero-posterior, com 2 flagelos. Os dinósporos procuram novos hospedeiros, nadando 

activamente na coluna de água. Após encontrarem um hospedeiro, os dinósporos transformam-se em 

trofontes após 5 a 20 minutos. Este ciclo pode ser concluído muito rapidamente (em aproximadamente 

uma semana), se as condições forem favoráveis para o desenvolvimento do parasita, nomeadamente 

no que respeita à temperatura (23-27°C) e salinidade (30-35). No entanto, A. ocellatum pode ocorrer 

numa ampla gama de valores de temperaturas e salinidades, expressando a sua virulência. Já foram 

reportados surtos graves a temperatura muito elevada (>35°C) e em águas com salinidades de 46 e 7. 

Os surtos têm sido observados mais frequentemente nos meses mais quentes do ano, quando a 

temperatura da água atinge valores elevados (>28°C), o oxigénio dissolvido é reduzido e as trocas de 

água são pouco frequentes. 

Todas as idades no ciclo de produção de peixes são sensíveis à infeção. Contudo, é raro ocorrer em 

larvas, que são mais sensíveis. Isto porque existem medidas rigorosas de biossegurança implementadas 

nas maternidades. É pouco provável a ocorrência de surtos em produção intensiva em mar aberto 

devido à distância a que as redes se encontram do fundo marinho, assim como ao facto de as correntes 

evitarem a colonização de esporos infeciosos nos peixes. Contrariamente, em sistemas estabelecidos 

em terra e em explorações em tanques de terra a doença é muito frequente. Tal pode dever-se não só 

ao movimento de peixes vivos infetados entre explorações, mas também à falta de implementação de 
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medidas de biossegurança (como controlo parasitológico e quarentena aos peixes rececionados na 

exploração).  

Amyloodinium ocellatum pode ser transmitido através de contato direto, uma vez que a disseminação 

ocorre: de peixe para peixe (especialmente quando estes são transferidos de um local infetado para um 

não infetado) e/ou através de água contaminada, bem como de todos os equipamentos, redes e 

utensílios que tenham contacto com a água. A baixa concentração de oxigénio dissolvido na água pode 

indiretamente aumentar o impacto negativo da ação do A. ocellatum, uma vez que a função respiratória 

já se encontra comprometida, devido à destruição do epitélio branquial provocada pelos trofontes. 

Outras formas de transmissão inclui o transporte de dinósporos nas gotas de aerossóis, contaminando 

tanques na vizinhança. As aves ictiófagas podem também atuar como vetores mecânicos para a 

disseminação deste dinoflagelado. Quando os peixes hospedeiros morrem, estes constituem um 

reservatório do parasita. Por isso, é muito importante que os peixes mortos sejam imediatamente 

removidos dos tanques de cultivo.  

7.1.3. Lesões patológicas e sintomas 
Amyloodinium ocellatum afeta principalmente as brânquias (primeiro local de infeção; Figura 9) e a pele, 

causando danos moderados a graves. Os sintomas mais graves ocorrem nos juvenis, onde é possível 

observar um tapete aveludado nos tecidos, resultante da presença do parasita. Mas também se observa 

hiperprodução de muco, natação lenta e à superfície, assim como um aumento da frequência dos 

movimentos ventilatórios. Além disto, observa-se perda de apetite, grave hiperplasia com fusão de 

lamelas secundárias nas brânquias e, consequentemente, inflamação, hemorragia e necrose da 

estrutura lamelar das brânquias. Pode causar descamação epitelial, alterações de cor (em que o 

hospedeiro pode ficar branco ou castanho). Também pode ser responsável por movimentos 

espasmódicos, ou levar os peixes a esfregarem-se nas paredes do tanque ou no substrato, numa 

tentativa de se aliviarem e remover o parasita. Não se observam lesões internas específicas relacionadas 

com a amilodiniose. 

7.1.4. Métodos de diagnóstico 
O diagnóstico da infeção tem como base a observação de sinais clínicos causados por A. ocellatum. É 

confirmado por observação de esfregaços frescos de brânquias ao microscópio ótico composto, análise 

histológica e por métodos moleculares [como PCR e imunohistoquímica (IHQ)]. 

7.1.5. Métodos de controlo e prevenção 
Tendo em conta a elevada patogenicidade deste parasita, é necessário atuar rapidamente após a 

observação dos primeiros sinais da doença (nomeadamente alterações do comportamento dos peixes 

e, em particular, a ocorrência de dificuldades respiratórias). Devido ao potencial de infeção dos 

dinoflagelados, a presença de 5-10 trofontes por arco branquial deve ser considerado o limiar para o 

início do tratamento, de forma a evitar surtos graves. 

A prevenção é essencial para evitar que a doença provoque surtos catastróficos, como a morte de 100% 

dos peixes, num tanque. Podem adotar-se as seguintes medidas de biossegurança de forma a limitar a 

introdução de A. ocellatum e a sua disseminação na exploração aquícola: tratamento da água de entrada 

com radiação UV, eventualmente combinada com filtração mecânica; controlos parasitários 
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apropriados especialmente para os novos lotes; quarentena de lotes a serem introduzidos; banhos 

regulares de água doce durante alguns minutos; separação física de lotes de peixes em diferentes fases 

do ciclo de vida; limpeza periódica das superfícies dos tanques (particular atenção ao fundo) por 

procedimentos manuais ou mecânicos, para eliminação dos tomontes enquistados; ter equipamentos 

separados para cada tanque ou seção, ou então lavar com água doce abundante antes de usar noutros 

tanques; aplicar protocolos de desinfeção do equipamento e adequada gestão da exploração aquícola; 

fazer vazio sanitário, deixando os tanques ou o fundo dos mesmos a secar ao sol, antes de introduzir 

novos peixes no sistema; colocar redes anti-aves; se for possível regular a temperatura da água e a 

salinidade durante os períodos de maior risco. Os peixes que sobrevivem à amilodiniose desenvolvem 

alguma imunidade, indicando que há potencial para o desenvolvimento de uma vacina.  

Os tratamentos contra este patógeno consistem na utilização de tratamento químico, maioritariamente 

dirigidos contra os dinósporos, tal como sulfato de cobre. No caso de ser possível regular a salinidade 

da água, a sua diminuição pode retardar a infeção. Uma diminuição da temperatura pode também parar 

a progressão da doença.  

Todos os tratamentos devem ser aplicados na fase de dinósporo, uma vez que esta fase é a mais 

suscetível e sensível. As fases trofonte e tomonte são bastante resistentes a produtos químicos ou 

medicamentos. 

Também podem surgir infeções microbianas secundárias nos tecidos epiteliais danificados, sendo 

necessário ter isto em consideração, quando forem tomadas medidas de mitigação e protocolos de 

tratamento contra a amiloniose. 

 

 

Figura 9 – Observação a fresco de Amylodinium ocellatum (E. Brown) E. Brown & Hovasse, 1946 em brânquias de 

dourada Sparus aurata Linnaeus, 1758 [Autoria de: Florbela Soares, IPMA - Instituto Português do Mar e da 

Atmosfera, Portugal]. 
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7.2. Trichodina spp.  
 

7.2.1. Etiologia 
Trichodina Ehrenberg, 1830 é um género de protozoário ciliado, pertencente à família Trichodinidae. 

Uma característica distintiva destes organismos unicelulares é a presença de uma estrutura externa, 

que se assemelha a uma roda dentada de uma engrenagem. Trata-se de um círculo completo de cílios 

peristomiais, os quais podem sobrepor-se nas extremidades, dependendo da espécie. Esta estrutura 

citosquelética fornece suporte à célula e permite a adesão do parasita a várias superfícies, 

nomeadamente tecidos de peixes hospedeiros. Trichodina spp. são os agentes etiológicos da 

tricodinose. 

7.2.2. Epidemiologia 
Trichodina spp. afetam dourada e robalo (Tabela 1), especialmente larvas e alevins. Estes agentes 

patógenos são responsáveis por grandes perdas económicas em aquacultura. Eles são considerados 

ectoparasitas facultativos e têm um ciclo de vida monoxénico (com um único hospedeiro). A sua 

reprodução ocorre principalmente por fissão binária no hospedeiro.  

O aumento da proliferação destes parasitas em aquacultura está relacionado com o aumento da 

densidade de produção, o elevado teor de matéria orgânica e o aumento da temperatura da água. Pode 

ser transmitido horizontalmente, através do contacto direto com o hospedeiro, ou através de água 

contaminada. Por outro lado, o uso de utensílios que possam ter estado em contacto com água ou 

animais contaminados também constitui uma importante fonte de transmissão.  

7.2.3. Lesões patológicas e sintomas 
Trichodina spp. afetam essencialmente a pele e as brânquias dos peixes hospedeiros (Figura 10), 

podendo ser encontrados também na cavidade oral. Podem ser observadas áreas esbranquiçadas nas 

brânquias, úlceras, edema subepitelial, deslocação da lamela secundária nos filamentos branquiais, 

ligeira hiperplasia com fusão parcial ou total da lamela secundária, infiltração inflamatória mononuclear, 

hipoxia e necrose. Os danos cutâneos podem ser observados ao nível dos epitélios, tais como a 

descamação do epitélio, alargamento das células mucosas, degeneração vacuolar, hipertrofia, 

escurecimento da pele e exibição de comportamentos anómalos (como flashing à superfície do tanque). 

Em larvas, é possível observar letargia e natação errática à superfície da água. A presença de  

Trichodina spp. pode afetar o crescimento e, em casos extremos, conduzir à morte. As lesões causadas 

podem ser colonizadas por bactérias ou fungos, responsáveis por infeções oportunistas, as quais 

contribuem para a progressão da doença e, por sua vez, causar surtos de mortalidade.  

7.2.4. Métodos de diagnóstico 
O diagnóstico destes parasitas pode ser realizado através da observação de amostras frescas de pele, 

barbatanas e brânquias ao microscópio ótico composto. No entanto, os parasitas tendem a mover-se 

rapidamente em círculos, quando são utilizadas amostras frescas, o que pode dificultar a sua deteção e 



Ectoparasitas 

Página | 59 

identificação. Assim, a impregnação com nitrato de prata e a coloração de Giemsa/Hematoxilina podem 

ser utilizadas para o diagnóstico específico destes parasitas. 

7.2.5. Métodos de controlo e prevenção 
Em aquacultura, banhos com formaldeído podem reduzir a intensidade e a prevalência de infeção 

parasitária por Trichodina spp.. Por sua vez, também pode reduzir a infeção bacteriana oportunista de 

Flavobacterium columnare (Bernardet and Grimont 1989) Bernardet et al. 1996, conduzindo a uma 

redução da mortalidade dos peixes. 

 

  

  

Figura 10 – Presença de Trichodina spp. em robalo Dicentrarchus labrax (Linnaeus, 1758), observados a fresco, ao 

microscópio ótico composto e evidenciados por círculos vermelhos. (A) Trichodina spp. livre em meio aquoso, 

ampliação total de 400. Trichodina spp. fixos na superfície do epitélio das lamelas branquiais de robalo,  

(B) ampliação total de 100 e (C e D) 400 [Autoria de: Susana MF Ferreira, MARE - Centro de Ciências do Mar e 

do Ambiente, Politécnico de Leiria, Portugal]. 

 

7.3. Benedenia sciaenae 
 

7.3.1. Etiologia 
Benedenia sciaenae (Van Beneden, 1852) Odhner, 1905 é um platelminte monogéneo (Filo 

Platyhelminthes, Classe Monogenea), pertence à família Capsalidae. Em termos morfológicos tem um 

órgão de fixação (opistohaptor), com dois órgãos de adesão de grandes dimensões. Este parasita exibe 

um grande tamanho corporal, que pode ser detetado a olho nu.  

A C 

B D 
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7.3.2. Epidemiologia 
Benedenia sciaenae parasita corvina (Tabela 1). Quando este parasita atinge a maturidade sexual, tende 

a espalhar-se pela superfície do corpo do hospedeiro, alimentando-se de células epiteliais. Um peixe 

infetado pode ter B. sciaenae em diferentes estádios de maturação. 

7.3.3. Lesões patológicas e sintomas 
Corvinas infetadas com B. sciaenae, podem apresentar lesões hemorrágicas na pele, perda de escamas 

e comportamento anormal, como esfregarem-se nas paredes dos tanques. Esta família de parasitas 

causa alguns sinais clínicos específicos, nomeadamente inchaço e nebulosidade dos olhos, manchas 

cinzentas e feridas abertas na pele do hospedeiro. 

7.3.4. Métodos de diagnóstico 
Para diagnosticar uma infeção por B. sciaenae, a forma mais eficaz é através da biópsia de amostras de 

muco da pele, brânquias e barbatanas, ou através da histopatologia das brânquias. Os parasitas desta 

família são grandes, achatados e transparentes, razão pela qual o álcool ou formaldeído são geralmente 

usados para torná-los brancos, sendo mais fáceis de observar durante o diagnóstico. 

7.3.5. Métodos de controlo e prevenção 
O tratamento com formaldeído pode ser aplicado à água do tanque, mas é necessário controlar 

rigorosamente o comportamento dos peixes, uma vez que não toleram bem esta substância química. O 

permanganato de potássio também pode ser aplicado através de um banho prolongado e é 

normalmente usado quando bactérias ou fungos oportunistas invadem os tecidos danificados. 

 

7.4. Diplectanum aequans e Diplectanum sciaenae 
 

7.4.1. Etiologia 
Diplectanum aequans (Wagener, 1857) e Diplectanum sciaenae Van Beneden & Hesse, 1863 são animais 

platelmintes monogéneos (Filo Platyhelminthes, Classe Monogenea), pertencentes à família 

Diplectanidae, que causam a diplectanose.  

Diplectanum sciaenae difere de outras espécies desta família, pela forma do canal esclerotizado do 

reservatório prostático, assim como pelo tamanho e forma do pénis. 

7.4.2. Epidemiologia 
Diplectanum aequans afeta dourada e robalo (Tabela 1). São parasitas ovíparos, depositando os seus 

ovos nas brânquias dos peixes, dos quais eclode uma larva (oncomiracídio), que irá crescer e diferenciar-

se num indivíduo adulto reprodutor. A mudança de hospedeiro pode ocorrer em qualquer uma das 

fases do ciclo de vida do parasita.  

Entre os fatores ambientais que afetam o desenvolvimento de D. aequans, a temperatura tem uma 

influência significativa. A eclosão dos ovos dá-se em poucos dias a temperaturas de 20-25°C, mas a 15°C 

ocorre após 7-12 dias, a 10°C demora 11-19 dias e a 5°C não há eclosão. Os registos de surtos causados 
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por este parasita ocorreram sobretudo quando a temperatura da água começou a aumentar, depois do 

inverno.  

A diplectanose causada por D. aequans tem um impacto significativo em robalos adultos, mas sobretudo 

em juvenis, tendo já sido registados surtos com mortalidade de 50-99%. A presença destes parasitas 

também tem uma influência negativa no crescimento de robalos juvenis. A idade dos peixes também 

pode ter influência na sensibilidade à diplectanose, provavelmente devido a um mecanismo de 

resistência adquirida. 

Entre as espécies de peixe produzidas em aquacultura, em Portugal, D. sciaenae foi apenas observado 

em corvina (Tabela 1). 

 

 

 

Figura 11 – Presença de Diplectanum spp. em robalo Dicentrarchus labrax (Linnaeus, 1758), observados a fresco, 

ao microscópio ótico composto. (A) Diplectanum spp. na superfície do epitélio das lamelas branquiais de robalo, 

ampliação total de 50. (B) Região anterior do corpo de Diplectanum spp., ampliação total de 100. (C) Pormenor 

das estruturas cefálicas de Diplectanum spp., ampliação total de 400 [Autoria de: Susana MF Ferreira, MARE - 

Centro de Ciências do Mar e do Ambiente, Politécnico de Leiria, Portugal]. 

 

7.4.3. Lesões patológicas e sintomas 
Na presença de uma infeção por D. aequans e/ou D. sciaenae, os peixes apresentam danos nas 

brânquias (como hiperplasia epitelial e fusão lamelar; Figura 11), rubor localizado na zona de pele onde 

ocorreu hipersecreção do muco em resposta à presença/atividade do parasita, hemorragias e 

inflamação com infiltração leucítica. Estes danos provocados pelo parasita favorecem o aparecimento 

das infeções bacterianas e/ou fúngicas secundárias. 

A 

C 

B 
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7.4.4. Métodos de diagnóstico 
A forma de diagnóstico mais eficaz é através das observações de preparações de amostras frescas das 

brânquias e barbatanas, ou através da análise histológica das brânquias. 

7.4.5. Métodos de controlo e prevenção 
Um dos possíveis tratamentos é com permanganato de potássio, que terá de ser aplicado em banho 

prolongado. O formaldeído também pode ser utilizado, mas é necessário um controlo rigoroso do 

comportamento dos animais, devido à sua sensibilidade à presença desta substância na água. 

7.5 Microcotyle sp. 
 

7.5.1. Etiologia 
Microcotyle sp. são animais ectoparasitas, também platelmintes monogéneos (Filo Platyhelminthes, 

Classe Monogenea), da família Microcotylidae, que usam estruturas semelhantes a ganchos para se 

fixarem aos hospedeiros. Este género de parasitas causa microcotilose. 

7.5.2. Epidemiologia 
Microcotyle sp. afetam corvina, dourada e robalo (Tabela 1), em que já foram registados surtos de 

mortalidade elevada. 

7.5.3. Lesões patológicas e sintomas 
A microcotilose afeta as brânquias dos peixes. Causa sinais clínicos como anemia, hiperplasia do epitélio 

branquial, com fusão de lamelas adjacentes, além de asfixia por produção excessiva de muco.  

7.5.4. Métodos de diagnóstico 
Para o diagnóstico de Microcotyle sp. é normalmente realizada a observação de amostras frescas de 

brânquias ou a histopatologia das mesmas. Para a distinção exata das espécies Microcotyle sp. são 

necessárias técnicas moleculares (como PCR). 

7.5.5. Métodos de controlo e prevenção 
Banho com formaldeído pode ser usado para controlar uma infeção causada por Mycrocotyle sp.. 

Todavia, é recomendada a vigilância do comportamento dos peixes. Normalmente, quando os tecidos 

lesados estão infetados por outros patógenos oportunistas (fungos e bactérias), pode ser aplicado um 

banho de permanganato de potássio.  

 

7.6. Sciaenocotyle pancerii 
 

7.6.1. Etiologia 
Sciaenacotyle pancerii (Sonsino, 1891) Mamaev, 1989 geralmente apresenta aglomerados de ovos em 

forma de fuso, envoltos num único filamento e com espinhos no átrio genital.  
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7.6.2. Epidemiologia 
Sciaenacotyle pancerii afeta corvina (Tabela 1). Em aquacultura offshore, a livre circulação de água nas 

jaulas de cultivo permite a entrada deste parasita. A probabilidade de transmissão a outros indivíduos 

é elevada, devido ao facto de S. pancerii ter um ciclo de vida direto, com um único hospedeiro, e as suas 

larvas apresentarem capacidade de natação, para ativamente encontrarem um hospedeiro. 

7.6.3. Lesões patológicas e sintomas 
Os sinais clínicos observados em peixes infetados podem ser: perda de peso, anemia, letargia, lesões 

graves nos tecidos branquiais e anemia branquial, que consequentemente pode conduzir à morte. 

Através da observação de brânquias, a olho nu, é possível distinguir aglomerados de cor cinzento-

escura, que são ovos fusiformes de S. pancerii, ligados por um único filamento. As brânquias apresentam 

também uma cor pálida e hipersecreção de muco. 

Considera-se que estes parasitas não são muito nocivos para os seus hospedeiros, em condições 

naturais. Mas em peixes produzidos em aquacultura, S. pancerii pode causar doença parasitária grave, 

devido às elevadas densidades populacionais dos seus hospedeiros.  

7.6.4. Métodos de diagnóstico 
Existem duas formas para diagnosticar S. pancerii: através da biópsia ao muco da pele, brânquias e 

barbatanas dos peixes, ou através de uma análise histopatológica às brânquias. 

7.6.5. Métodos de controlo e prevenção 
Formaldeído e permanganato de potássio podem ser utilizados e aplicados via administração de banhos. 

É necessária especial atenção durante o tratamento com formaldeído (controlo do comportamento dos 

animais), pois os peixes não toleram bem este químico. Aplica-se o permanganato de potássio através 

de um banho prolongado, com o objetivo de eliminar bactérias e fungos oportunistas, que possam vir a 

colonizar os tecidos lesionados e causar infeções secundárias.  

 

7.7. Sparicotyle chrysophrii 
 

7.7.1. Etiologia 
Sparicotyle chrysophrii (Van Beneden & Hesse, 1863) Mamaev, 1984 é um platelminte monogéneo, 

responsável por causar a sparicotilose. 

7.7.2. Epidemiologia 
Sparicotyle chrysophrii afeta especificamente dourada (Tabela 1). É hermafrodita e tem um ciclo de vida 

direto. Após a produção de ovos pelo adulto, estes são transmitidos passivamente através das 

correntes. Quando eclodem, libertam um oncomiracídio, forma larvar que nada livremente e que se irá 

fixar às brânquias de um hospedeiro. 
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A temperatura desempenha um papel importante para a propagação de S. chrysophrii. Nos locais 

afetados, há maior prevalência deste parasita nos meses mais quentes, apesar do parasita ser reportado 

durante quase todo o ano.  

Todos os estádios do ciclo de vida da dourada são sensíveis a S. chrysophrii, mas os juvenis têm maior 

sensibilidade à infeção do que os adultos, podendo desenvolver sinais clínicos a uma densidade de 

parasitas menor. 

Em aquacultura, S. chrysophrii encontram um ambiente ótimo para se disseminarem, devido à grande 

quantidade de hospedeiros viáveis concentrados num mesmo local. Nos tanques de cultivo, poderão 

existir locais que servem de substrato para a adesão de ovos do parasita. A presença destes, ou de 

oncomiracídeos na água de entrada da aquacultura, são fatores de risco relevantes nos sistemas 

intensivos de pré-engorda. A taxa de transmissão de peixe para peixe será mais elevada, quanto maior 

a densidade de peixes nos tanques de cultivo. Outros fatores de risco são: fraca mudança e limpeza de 

redes, bem como a falha na recolha de peixes mortos. Em função das condições ambientais, todo o 

stock de peixes pode ser afetado por este parasita, num curto período (algumas semanas).  

7.7.3. Lesões patológicas e sintomas 
O efeito patogénico de S. chrysophrii está associado à sua natureza hematofágica e às severas lesões 

que provoca nas brânquias, mesmo quando a intensidade de infeção é baixa.  

A sparicotilose afeta o epitélio branquial, em que os danos provocados podem ser: fusão das lamelas 

secundárias, hiperplasia do epitélio das brânquias, separação das células epiteliais, redução do tamanho 

das lamelas e necrose do tecido branquial. Em consequência, poderá ocorrer também: letargia (devido 

a hipoxia) e anemia severa (ação hematofágica). Outros efeitos devidos a infeções com S. chrysophrii 

são: a falta de apetite até deixarem de se alimentar (anorexia), atraso no crescimento, aumento da taxa 

de conversão alimentar (FCR). A mortalidade ocorre quando a intensidade da infeção é elevada. Além 

disso, são comuns infeções secundárias provocadas por outros parasitas e bactérias nos peixes.  

7.7.4. Métodos de diagnóstico 
Durante os surtos clínicos (quando geralmente o nível de infestação é elevado), o diagnóstico é simples. 

Baseia-se na observação do parasita ao microscópio ótico composto, numa preparação fresca de tecido 

branquial (preferencialmente, do primeiro arco branquial, que é o mais afetado).  

7.7.5. Métodos de controlo e prevenção 
Nalguns tipos de sistemas de produção, o tratamento pode ser complicado, devido à impossibilidade de 

controlo adequado de diferentes parâmetros, como: as doses da substância a administrar, o tempo de 

administração, o volume dos tanques, entre outros. O único tratamento disponível para travar ou 

controlar um surto é tradicionalmente um banho com formaldeído ou peróxido de hidrogénio, 

monitorizando o comportamento dos peixes. Deve ser feita uma monitorização periódica para avaliação 

da carga parasitária, de forma a determinar atempadamente quando fazer tratamentos. A utilização de 

equipamentos específicos para cada fase do ciclo de produção, assim como a separação física estrutural, 

limpeza e higienização periódicas, ajudam a reduzir o risco de transmissão do parasita na exploração 

aquícola. Também o tratamento mecânico da água de entrada na exploração, assim como o periódico 
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vazio sanitário dos tanques (com secagem e desinfeção do fundo) são medidas preventivas para evitar 

e reduzir a transmissão de S. chrysophrii.   
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