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RESUMO 

Os moluscos bivalves, incluindo as ostras, podem ser afetados por uma grande diversidade de 

patógenos, os quais podem vir a causar enfermidades. Entre estes agentes etiológicos, estão os 

vírus, bactérias, protozoários e metazoários. Na região nordeste do Brasil, a ostra Crassostrea 

rhizophorae é um recurso estuarino bastante explotado pelas comunidades ribeirinhas e, 

portanto, estudos que avaliem o estado de saúde desse molusco são importantes. Este trabalho 

teve como objetivo investigar a ocorrência de parasitas em três importantes estuários do 

nordeste brasileiro: Jaguaribe (Ceará), Camurupim (Piauí) e Carnaubeiras (Maranhão). As 

coletas de C. rhizophorae em cada estuário foram realizadas nos meses de agosto e setembro 

de 2011 (período seco; N=450); março, abril (período chuvoso; N=450), outubro e novembro 

(período seco; N=450) de 2012 e maio e junho (período chuvoso; N= 450) de 2013, 

totalizando 1.800 animais. As técnicas utilizadas para a detecção dos patógenos foram: cultivo 

em meio fluido de tioglicolato de Ray (RFTM), reação em cadeia da polimerase (PCR), 

sequenciamento e histologia. As primeiras análises foram realizadas com as ostras coletadas 

em 2011. Os ensaios de RFTM revelaram Perkinsus sp. com as seguintes prevalências: 

Jaguaribe = 17,3%, Camurupim = 5,3% e Carnaubeiras = 10,6%. A intensidade de infecção 

variou de muito leve a severa nos três estuários. As análises de PCR confirmaram Perkinsus 

sp. em 6 ostras e a histologia confirmou 21 casos. As análises histológicas das ostras de todo 

o período de coletas (2011, 2012 e 2013) evidenciaram hipertrofia dos gametas masculinos, 

bactérias do tipo Rickettsia, protozoários dos gêneros Sphenophrya, Ancistrocoma, 

Steinhausia e Nematopsis e metazoários dos gêneros Urastoma, Tylocephalum e Bucephalus, 

além de um metazoário não identificado. A hipertrofia de gametas ocorreu em Carnaubeiras 

(3,3%). Bactérias Rickettsia estiveram presentes nos três estuários (período chuvoso e seco), 

com prevalências variando de 30 a 80%. As prevalências de Sphenophrya sp., Ancistrocoma 

sp. e Steinhausia sp. foram geralmente baixas. Duas ostras apresentaram hipertrofia celular 

(xenoma), causada por Sphenophrya sp. As prevalências de Nematopsis sp. foram elevadas 

(até 100%) e dos metazoários baixas (3,3% a 10%). As intensidades de infecção foram baixas 

para todos os patógenos encontrados. Nas ostras coletadas em 2012 e 2013, a maior 

prevalência de Perkinsus spp. observada em RFTM foi de 34%, no estuário do Rio 

Carnaubeiras, durante o período chuvoso de 2013. Os ensaios por PCR confirmaram 29,89% 

(87/291) dos resultados positivos em RFTM. O sequenciamento dos fragmentos amplificados 

da região ITS de Perkinsus confirmou a presença de três espécies do patógeno infectando C. 

rhizophorae na região: P. beihaiensis, P. marinus e P. chesapeaki. Análises filogenéticas 



colocam a espécie P. chesapeaki identificada neste estudo em um grupamento bem definido 

com outros isolados dos EUA e do Mediterrâneo. Este é o primeiro registro de P. chesapeaki 

infectando C. rhizophorae na América do Sul. Considerando os resultados obtidos, é 

aconselhável um monitoramento constante sobre o estado de saúde de populações de ostras 

desta e de outras regiões do Nordeste brasileiro. 

 

Palavras-chave: Perkinsus chesapeaki, P. beihaiensis, P. marinus, sanidade, bivalves. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



ABSTRACT 

 

Bivalve mollusks, including oysters, can be affected by a wide variety of pathogens which 

may be causative agents of diseases. Among these etiological agents are viruses, bacteria, 

protozoa and metazoa. In Northeastern Brazil, the oyster Crassostrea rhizophorae is an 

estuarine resource often exploited by coastal communities and therefore studies that evaluate 

the health status of this mollusk are important. This study aimed to investigate the occurrence 

of parasites in three significant estuaries of Northeastern Brazil: Jaguaribe (Ceará), 

Camurupim (Piauí) and Carnaubeiras (Maranhão). The collections of C. rhizophorae in each 

estuary were held in August and September of 2011 (dry season; N= 450); March, April 

(rainy season; N= 450), October and November (dry season; N= 450) of 2012 and May and 

June (rainy season; N= 450) of 2013, totaling 1800 animals. The techniques used for 

pathogens detection were culture in Ray’s fluid thioglycollate medium (RFTM), polymerase 

chain reaction, (PCR), sequencing and histology. The first analyses were held with oysters 

collected in 2011. The RFTM assays revealed Perkinsus with the follow prevalences: 

Jaguaribe= 17.3%, Camurupim= 5.3%, Carnaubeiras= 10.6%. The intensity of infection 

ranged from very light to severe in the three estuaries. PCR analyzes confirmed Perkinsus sp. 

in 6 oysters and histology confirmed 21 cases. Histological analyses of oysters in all 

collection periods (2011, 2012 and 2013) evidenced hypertrophy of male gametes, Rickettsia-

type bacteria and protozoa of genera Sphenophrya, Ancistrocoma, Steinhausia and 

Nematopsis and metazoa of genera Urastoma, Tylocephalum and Bucephalus, and yet an 

unidentified metazoa. Hypertrophy of gametes occurred in Carnaubeiras (3.3%). Bacteria 

Rickettsia were present in the three estuaries (rainy and dry season) with prevalences ranging 

from 30 to 80%. The prevalences of Sphenophrya sp., Ancistrocoma sp., and Steinhausia sp. 

were generally low. Two oysters presented cellular hypertrophy (xenoma) caused by 

Sphenophrya sp. Nematopsis sp. prevalences were high (up to 100%) and low in metazoa (3.3 

to 10%). The intensities of infection were low to all found pathogens. In oysters collected in 

2012 and 2013, the highest prevalence observed in RFTM was 34% in the estuary of 

Carnaubeiras River during the rainy season of 2013. PCR assays confirmed 29.89% (87/291) 

of positive results in RFTM. The sequencing of the amplified fragments from the ITS region 

of Perkinsus confirmed the presence of three species infecting C. rhizophorae in the region: 

P. beihaiensis, P. marinus and P. chesapeaki. Phylogenetic analyzes place the species P. 

chesapeaki identified in this study in a well-defined grouping with other isolates from the 

USA and the Mediterranean. This is the first record of P. chesapeaki infecting C. rhizophorae 



in South America. Considering these findings, it is recommended a constant monitoring of the 

health status of populations of oysters from this and other regions of Northeastern Brazil. 

 

Keywords: Perkinsus chesapeaki, P. beihaiensis, P. marinus, sanity, bivalves. 
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1. INTRODUÇÃO 

 

A aquicultura tem experimentado, nos últimos anos, um desenvolvimento 

extraordinário e se apresentado como uma atividade promissora no cenário mundial, pois é 

uma importante fonte de proteína voltada para alimentação humana. Em nível mundial, a 

aquicultura produziu 90,4 milhões de toneladas em 2012, sendo que destes, 66,6 milhões 

referem-se à produção de peixes planos, crustáceos, moluscos e outros animais aquáticos e 

23,8 milhões corresponderam a algas. Entre os anos de 1980 e 2012, o volume de produção 

dessa atividade cresceu a uma taxa média de 8,6% ao ano (FAO, 2014). 

O Brasil, segundo um levantamento do Ministério da Pesca e Aquicultura 

realizado em 2013, produziu, aproximadamente, 2 milhões de toneladas de pescado, sendo 

40% cultivados (MPA, 2014). Entre as atividades aquícolas, a malacocultura (cultivo de 

moluscos) representa um papel importante, sendo o Estado de Santa Catarina destaque nesse 

setor. A produção total de moluscos (mexilhões – Perna perna, ostras - Crassostrea gigas e 

vieiras – Nodipecten nodosus) comercializados em 2013 naquele Estado foi de 19.082,4 

toneladas (t), sendo 16.147t, 2.932,5t e 28,7t, para mexilhões, ostras e vieiras, 

respectivamente (SANTOS; COSTA, 2014). 

No que diz respeito ao extrativismo nacional entre os moluscos, o mexilhão P. 

perna apareceu como a espécie mais capturada em 2011, com 3.772,5t, o que representou 

aproximadamente 27% do total desta categoria. A segunda espécie mais capturada foi o 

sururu (Mytella guyanensis), com 2.133,3t, seguida do polvo com 2.089,6t. A captura de lulas 

foi de 1.623,6t e de ostras foi de 1.233,7t nesse mesmo ano (MPA, 2011). 

Os bivalves marinhos pertencem a uma classe de invertebrados amplamente 

distribuídos e comercializados em todo o mundo. No Brasil, estes organismos têm importante 

papel alimentar e comercial, principalmente entre populações ribeirinhas localizadas às 

margens de rios e estuários. Devido à expansão da produção aquícola, sobre-exploração de 

bancos naturais e ao transporte indiscriminado entre regiões produtoras, enfermidades 

introduzidas nestes ambientes podem causar relevantes danos econômicos nos cultivos, assim 

como impactos deletérios nas populações silvestres (MAGALHÃES; FERREIRA, 2006). 

Desta forma, a avaliação e o monitoramento de patógenos que afetam as atividades aquícolas 

se apresentam como importantes ferramentas para o manejo e para a sanidade dos estoques 

naturais e cultivados. A transferência de moluscos entre regiões pode propagar patógenos de 



23 

 

 

 

grande importância para a sanidade destes organismos, como foi o caso de Bonamia ostrea 

em Ostrea edulis da América do Norte para a França (BOWER; McGLADDERY; PRICE, 

1994) e posteriormente, para a maior parte da costa atlântica da Europa (SINDERMANN, 

1991). Além disso, a internacionalização do comércio e o transporte de pescado vivo (dentre 

estes os moluscos) faz da aquicultura um vetor potencial de disseminação de patologias, que, 

por sua vez, podem alterar a biologia populacional de espécies silvestres. Desta forma, a 

avaliação e o monitoramento de patógenos que afetam as atividades aquícolas se apresentam 

como importantes ferramentas para o manejo e para a sanidade dos estoques naturais e 

cultivados. 

Segundo Boehs et al. (2012) os bivalves de maior interesse econômico da costa 

brasileira são representados pelas espécies: Crassostrea rhizophorae (Guilding, 1828) e C. 

gigas (Thunberg, 1793) – Ostreidae; Perna perna (Linnaeus, 1758), Mytella guyanensis 

(Lamarck, 1819) e M. falcata (Orbigny, 1846) – Mytilidae; Lucina pectinata (Gmelin, 1791) 

– Lucinidae; Tagelus plebeius (Lightfoot, 1786) – Psammobiidae; Anomalocardia brasiliana 

(Gmelin, 1791) – Veneridae e Nodipecten nodosus (Linnaeus, 1758) – Pectinidae. Na região 

Nordeste do país, quase todas essas espécies ocorrem em abundância, sendo consumidas e 

comercializadas pelas comunidades ao longo dos estuários. 

Pelo exposto e pela relevância das pesquisas sobre patologias em organismos 

aquáticos realizadas no mundo e no Brasil, no presente trabalho foram estudadas populações 

nativas da ostra do mangue C. rhizophorae ao longo de dois anos em três estuários da costa 

nordeste brasileira – setor setentrional, com a finalidade de se avaliar o estado de saúde dessas 

populações e identificar patógenos que podem ter potenciais impactos em futuras iniciativas 

de malacocultura na região. 
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2. REVISÃO BIBLIOGRÁFICA (CAPÍTULO I) 

 

2.1. Doenças causadas por vírus 

 

Mortalidades em moluscos bivalves têm sido associadas a vírus pertencentes a 

diferentes famílias (RENAULT; NOVOA, 2004). Comps et al. (1976), Comps e Bonami 

(1977); Comps e Duthoit (1979) relataram mortalidades em massa da ostra portuguesa 

Crassostrea angulata em cultivos na França no final da década de 1960 e início da década de 

1970 associadas a infecções por iridovírus. Outras viroses descritas para bivalves são 

pertencentes às famílias Herpesveridae, Papovaviridae, Togaviridae, Retroviridae, 

Birnaviridae, Reoviridae e Picornaviridae (RENAULT; NOVOA, 2004). As famílias 

Papillomaviridae e Polyomarviridae foram descritas como agentes causadores da Hipertrofia 

Gametocítica Viral (VGH) (BOWER et al., 1994). 

 

2.1.1. Iridovírus 

 

De acordo com Renault e Novoa (2004) doenças causadas por iridovírus em 

bivalves têm sido relatadas em diferentes países do mundo. Esses autores relataram 

mortalidade massiva na ostra portuguesa C. angulata na costa da França entre 1966 e 1968 e 

novamente em 1970, causada pelo vírus da necrose das brânquias (GNV) e o vírus da 

infecção hemocítica (HIV). Entre os sintomas da GNV estão o aparecimento de manchas 

amarelas nas brânquias e nos palpos labiais, com total destruição dos filamentos branquiais. 

Quanto ao HIV, apesar de este aparentemente não causar sinais externos da doença, pode-se 

ter uma coloração acinzentada da massa visceral em alguns casos e degeneração do tecido 

conjuntivo. 

Outros autores (ELSTON, 1979; ELSTON; WILKINSON, 1985) relataram 

mortalidade causada pelo vírus da doença velar em ostras (OVVD), o qual foi registrado em 

larvas de ostras Crassostrea virginica da costa oriental da América do Norte. Indivíduos 

infectados com OVVD são menos ativos que animais normais, devido ao aparecimento de 

bolhas no velum e perda de cílios nas células, tornando-os incapazes de se moverem 

normalmente. 
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2.1.2. Herpesvírus 

 

Diversos autores têm relatado infecções em bivalves causadas por herpesvírus em 

diversas partes do mundo. Mortalidades em larvas de Crassostrea gigas na França e na Nova 

Zelândia foram associadas a este tipo de vírus (NICOLAS; COMPS; COCHENNEC, 1992; 

HINE; WESNEY; HAY, 1992). Infecções também foram relatadas em sementes dessa mesma 

espécie na Califórnia (ICES, 2004), em Ostrea angasi na Austrália (HINE; THORNE, 1997), 

em larvas de Tiostrea chilensis da Nova Zelândia (HINE; WESNEY; BESANT, 1998), em 

larvas da ostra plana européia O. edulis na França (COMPS; COCHENNEC, 1993) e em 

larvas de C. gigas e Ruditapes phillipinarum na França (RENAULT; LIPART; ARZUL, 

2001b). A sintomatologia inclui redução na alimentação e na natação das larvas, lesões no 

manto, mortalidades de sementes e lesões no tecido conjuntivo de larvas infectadas. 

 

2.1.3. Hipertrofia Gametocítica Viral (VGH) 

 

O primeiro relato de Hipertrofia Gametocítica Viral (VGH) foi feito em C. 

virginica nos EUA (FARLEY, 1976), sendo a mesma descrita por Bower et al. (1994). Essa 

enfermidade já foi documentada em C. gigas na Coréia (CHOI et al., 2004), na França 

(GARCIA et al., 2006) e Alemanha (WATERMANN et al., 2008) e em C. hongkongensis na 

China (MOSS et al., 2007). No Brasil, a VHG foi detectada em C. gigas de cultivo 

(PONTINHA, 2009; SABRY et al., 2011) e em C. rhizophorae de ambiente natural (SABRY 

et al., 2011) na região de Florianópolis, Santa Catarina. 

 

2.2. Doenças causadas por bactérias 

 

As doenças bacterianas que acometem bivalves são mais frequentemente descritas 

em estágios larvais e estão associadas a altas taxas de mortalidade em larviculturas 

(PAILLARD; LE ROUX; BORREGO, 2004). A identificação de bactérias patogênicas é 

dificultada nestes organismos devido ao fato destes serem filtradores e, assim, acumular em 

seus tecidos uma rica microbiota comensal composta de várias espécies de microorganismos 

(PAILLARD; LE ROUX; BORREGO, 2004). 
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Em indivíduos adultos de Ruditapes philippinarum, foram relatados casos da 

doença do anel marrom (BRD) (PAILLARD; MAES, 1990), nocardiose em Crassostrea 

gigas (FRIEDMAN et al., 1991a; FRIEDMAN, HEDRICK, 1991b; LACOSTE et al., 2001) e 

a doença da ostra juvenil (JOD) na ostra americana C. virginica (BRICELJ et al., 1992). Além 

das doenças já citadas, há relatos de erosões no ligamento das valvas em C. gigas causadas 

por bactérias citófagas (DUNGAN; ELSTON 1989) e da síndrome do abscesso crônico 

(CAS) em C. gigas (ELSTON; FRELIER; CHENEY, 1999). Outros autores atribuem 

mortalidades de bivalves à presença de bactérias inespecíficas (TUBIASH; OTTO; HUGH, 

1973; PASS; DYBDAHL; MANNION, 1987). Estas doenças bacterianas se manifestam 

como lesões no manto, nas brânquias e no ligamento, bem como em depósitos de conchiolina 

no interior das valvas. 

No Brasil, bactérias do tipo Rickettsia foram observadas em Anomalocardia 

brasiliana no Ceará (FERREIRA et al., 2008), em Mytella guyanensis na Bahia (BOEHS et 

al., 2010) e em Crassostrea gigas em Santa Catarina (PONTINHA, 2009), entretanto, 

nenhum destes autores relatou danos graves ao hospedeiro. 

Uma bactéria do tipo Rickettsia de declaração obrigatória à OIE, Xenohaliotis 

californiensis, causa infecção no epitélio gastrointestinal em Haliotis spp. (FRIEDMAN et 

al., 2000). 

 

2.3. Doenças causadas por fungos 

 

Fungos são organismos que podem biodegradar a matriz calcárea das conchas 

de bivalves e causar infecções em larvas e indivíduos adultos (KINNE, 1983). O fungo 

Ostracoblabe implexa provoca a doença conhecida como enfermidade do pé, da concha 

ou da charneira. Figueiras e Villalba (1988) relataram grandes mortalidades provocadas 

por este organismo em Ostrea edulis na Inglaterra, França e Holanda. Inicialmente a 

doença se manifesta como manchas brancas na camada sub-nacarada, dando um aspecto 

áspero à mesma (KINNE, 1983). À medida que os fungos se desenvolvem, a doença 

atinge o manto, cujas células epiteliais secretam material protéico originando depósitos de 

conchiolina na região interna das valvas (BOEHS et al., 2012), podendo prejudicar o 

fechamento das mesmas. 
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Há registro da ocorrência desse tipo de micose no Brasil em ostras 

Crassostrea gigas no Estado de Santa Catarina (SILVEIRA JR; MAGALHÃES; 2000) e 

em C. rhizophorae (SABRY; MAGALHÃES, 2005). Entretanto, nestes casos, não houve 

identificação do agente etiológico. 

 

2.4. Doenças causadas por protozoários 

 

Devido à sua patogenicidade e relação com altas mortalidades e prejuízos 

econômicos, os protozoários são um dos mais importantes grupos causadores de enfermidades 

em moluscos marinhos (LAUCKNER, 1983). Uma descrição dos principais gêneros que 

provocam doenças em bivalves marinhos é dada a seguir. 

 

2.4.1. Steinhausia sp. (Microspora) 

 

Steinhausia sp. é um parasita intracelular que infecta o citoplasma de oócitos de 

moluscos, desencandeando uma resposta de defesa do hospedeiro através da infiltração de 

hemócitos (BOWER; MCGLADDERY; PRICE, 1994). Têm-se registros de Steinhausia 

mytilovum no bivalve Cerastoderma edule na Espanha (CARBALLAL et al., 2001) e em 

Mytella guyanensis no estuário do Rio Amazonas (MATOS; MATOS; AZEVEDO, 2005). 

Em Florianópolis, SC, Pontinha et al. (2010) relataram protozoários do tipo Steinhausia 

parasitando oócitos de Brachidontes solisianus e Sabry et al. (2011) detectaram a ocorrência 

desse patógeno no citoplasma de oócitos em Crassostra gigas e C. rhizophorae. Apesar de 

infectarem os tecidos gonadais, parece não haver danos à gametogênese dos indivíduos 

infectados, talvez devido à baixa prevalência e poucos parasitas/célula germinativa 

(LAUCKNER, 1983). 

 

2.4.2. Trichodina, Ancistrocoma e Sphenophrya (Ciliophora) 

 

Os ciliados dos gêneros Trichodina, Ancistrocoma e Sphenophrya ocorrem em 

uma grande variedade de moluscos bivalves. A ocorrência de Trichodina pode causar lesões 

nos tecidos branquiais de moluscos e trazer prejuízos ao seu funcionamento. (LAUCKNER, 

1983; FIGUERAS; VILLALBA, 1988). Trichodina sp. foi detectado em ostras Crassostrea 
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gigas de cultivo em Santa Catarina (SABRY; MAGALHÃES, 2005; PONTINHA, 2009; DA 

SILVA et al., 2010) e em Crassostrea rhizophorae de estoque natural da Baía de Camamu, 

Bahia (BOEHS; LENZ; VILLALBA., 2008). Em venerídeos, Trichodina sp. foi observado 

em Anomalocardia brasiliana de estoques naturais (BOEHS; MAGALHÃES, 2004; DA 

SILVA et al., 2010). Em todos os casos, a intensidade de infecção foi relatada como sendo 

baixa e sem causar danos aparentes aos hospedeiros. 

No Brasil, ciliados do gênero Ancistrocoma foram detectados em Crassostrea 

rhizophorae da Bahia (NASCIMENTO et al., 1986; BRANDÃO, BOEHS, DA SILVA, 2013; 

COVA et al., 2015), em C. gigas de cultivo (PONTINHA, 2009; SABRY et al., 2011), em C. 

rhizophorae de bancos naturais em Florianópolis, SC (SABRY et al., 2011) e em C. 

rhizophorae do Rio Pacoti, CE (SABRY et al., 2013) sem causar danos. 

Protozoários do gênero Sphenophrya podem ocorrer em várias espécies de 

bivalves marinhos, não estando relacionados à mortalidade (LAUCKNER, 1983; BOWER; 

MCGLADDERY; PRICE, 1994), porém quando em alta intensidade pode causar hipertrofia 

da célula e de seu núcleo (xenoma). A formação de xenomas foi observada na ostra 

Crassostrea virginica na Flórida e em New Hampshire, EUA (WINSTEAD, 2004; McGURK, 

2013). No Brasil, Sphenophrya foi registrado em C. gigas e C. rhizophorae de Florianópolis 

(SABRY et al., 2011) e em C. rhizophorae do estuário do Rio Pacoti (SABRY et al., 2013), 

sem contudo causar danos aparentes aos hospedeiros. Entretanto, este ciliado causou a 

formação de xenomas no epitélio das brânquias de C. rhizophorae na Bahia, devido à sua 

ação de hipertrofiar as células infectadas (BOEHS; LENZ; VILLALBA, 2009a; BRANDÃO, 

BOEHS, DA SILVA, 2013; LUZ, BOEHS, 2015). 

  

2.4.3. Nematopsis (Apicomplexa) 

 

Nematopsis spp. são parasitas intrahemocíticos cujos sítios preferenciais de 

infecção são as brânquias e o manto, mas podem também ser encontrados na glândula 

digestiva, palpos labiais e pé de bivalves (BOEHS et al., 2012). Há registros de Nematopsis 

infectando Crassostrea rhizophorae na Bahia (BOEHS et al., 2008), no Ceará (SABRY; 

GESTEIRA; BOEHS, 2007) e em Santa Catarina (da SILVA et al., 2010). 

Ocorrências de Nematopsis também foram registradas em Perna perna no Rio de 

Janeiro (LIMA, ABREU; MESQUITA, 2001) e em Tagelus plebeius na Bahia (SANTOS; 
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BOEHS; CEUTA, 2007). Vale salientar a observação feita por Boehs et al. (2009b), que a 

frequência de ocorrência desses parasitas nos moluscos tem ligação com a presença de 

crustáceos compartilhando o mesmo ambiente. 

 

2.5. Doenças causadas por metazoários 

 

2.5.1. Trematódeos Digenéticos (Digenea) 

 

Trematódeos digenéticos são parasitas frequentes de bivalves marinhos, podendo, 

entre outros danos, causar castração parasitária (BOEHS et al., 2012). Entre estes, os 

bucefalídeos utilizam moluscos como hospedeiros intermediários e peixes carnívoros como 

hospedeiros definitivos (CHENG, 1978). Diversos autores relataram a ocorrência de 

bucefalídeos no Brasil parasitando Crassostrea rhizophorae (NASCIMENTO et al., 1986; 

ROMÃO et al., 2010; BRANDÃO; BOEHS; DA SILVA, 2013; ROMÃO et al., 2014; LUZ; 

BOEHS, 2015), Perna perna (UMIJI; LUNETTA; LEONEL, 1976; DA SILA; 

MAGALHÃES; BARRACCO, 2012), Mytella guyanensis (BOEHS et al., 2009b; CEUTA; 

BOEHS, 2012), Lucina pectinata (OLIVEIRA, 2008) e Anomalocardia brasiliana 

(ARAÚJO; ROCHA–BARREIRA, 2004; DA SILVA; MAGALHÃES; BARRACCO, 2012). 

A bucefalose (também conhecida como doença laranja em mitilídeos) pode, por 

vezes, ser diagnosticada macroscopicamente pela coloração alaranjada do manto, daí seu 

nome. Ocorre em gônadas, glândula digestiva e brânquias e em alguns casos pode causar 

reação do hospedeiro por infiltração hemocitária focal, como descrito em P. perna (DA 

SILVA, MAGALHÃES; BARRACCO, 2002) e em Mytella guyanensis e Anomalocardia 

brasiliana (BOEHS et al., 2009b). 

 

2.5.2. Tylocephalum sp. (Cestoda) 

 

Tylocephalum sp. parasita bivalves marinhos em todo o mundo (LAUCKNER, 

1983). Na costa brasileira, Tylocephalum foi registrado em ostras de cultivo Crassostrea 

gigas e C. rhizophorae (SABRY; MAGALHÃES, 2005), em Anomalocardia brasiliana 

(BOEHS; MAGALHÃES, 2004), em Mytella guyanensis (CEUTA, 2010) e em Perna perna 

(da SILVA et al., 2010). A infestação desses cestóides, geralmente na glândula digestiva 
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(BOEHS et al., 2012), provoca infiltração hemocitária e encapsulamento do parasita 

(SINDERMANN, 1970). 

 

2.5.3. Polydora sp. (Polychaeta) 

 

Poliquetas do gênero Polydora, são anelídeos que escavam túneis ou galerias na 

concha de bivalves e estes, quando alcançam o manto, provocam a reação do animal pela 

deposição de conchiolina, a qual é preenchida com lodo pelo poliqueta causando um aspecto 

antiestético ao molusco e comprometendo sua comercialização (FIGUERAS; VILLALBA, 

1988; BOEHS et al., 2012).  

Altas prevalências de P. websteri foram registradas em Crassostrea gigas e em C. 

rhizophorae (SABRY; MAGALHÃES, 2005), bem como em A. brasiliana (BOEHS; 

MAGALHÃES, 2004) e em Perna perna (COSTA, 2007). 

 

2.5.4. Urastoma sp. (Turbellaria) 

 

Metazoários do gênero Urastoma habitam o manto, brânquias e trato digestório de 

bivalves marinhos. Uma espécie não identificada de Urastoma foi detectada nas brânquias de 

Crassostrea rhizophorae (BOEHS; LENZ; VILLALBA, 2008) sem causar danos ao 

hospedeiro, enquanto U. cyprinae foi registrado causando alterações nas brânquias em 

Mytillus edulis (dos SANTOS; COIMBRA, 1995) e em Mytillus galloprovincialis (MURINA; 

SOLONCHENKO, 1991; ROBLEDO et al., 1994). Este gênero foi relatado por Lauckner 

(1983) em ostras, mitilídeos e outros bivalves, mas provavelmente como comensais. 

 

2.6. Patógenos de declaração obrigatória à Organização Mundial para a Saúde Animal - 

OIE 

 

A necessidade de combater as doenças em animais levou à criação, em 1924, do 

Escritório Internacional de Epizootias (Office International des Epizooties). Em 2003, esta 

entidade se tornou a Organização Mundial para a Saúde Animal (World Organization for 

Animal Health), mas manteve sua sigla histórica (OIE). 
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A OIE, em seu código de saúde para animais aquáticos, lista as doenças de 

declaração obrigatória para moluscos, causadas pelos seguintes agentes etiológicos: vírus tipo 

herpes que infecta abalones, herpesvirus ostreideo microvariante 1, que infecta a ostra do 

pacífico Crassostrea gigas e a ostra portuguesa Crassostrea angulata, Bonamia ostrea e B. 

exitiosa (Filo Haplosporidia); Marteilia refringens (Filo Paramyxea); Perkinsus marinus e P. 

olseni (Filo Perkinsozoa) e infecções causadas pela bactéria Xenohaliotis californiensis (OIE, 

2012). 

 

2.6.1. Bonamia exitiosa e B. ostrea 

 

Segundo Cranfield et al. (2005), Bonamia exitiosa é um protozoário haplosporídio 

que infecta hemócitos de algumas espécies de ostras e induz desordens fisiológicas e 

eventualmente morte nos animais infectados. Infecções por B. exitiosa foram registradas em 

Tiostrea lutaria na Nova Zelândia (DINAMANI, HINE; JONES, 1987), em Ostrea edulis na 

Galícia (Espanha) (ABOLLO et al., 2008) e na Itália (NARCISI et al., 2010) e ainda em 

Ostrea stentina na Tunísia (HILL et al., 2010). 

Bonamia ostrea é um protozoário parasita que tem sido registrado infectando 

hemócitos da ostra plana O. edulis na França (GRIZEL, 1985). Carnegie; Cochennec-Laureau 

(2004) registraram infecções causadas por B. ostrea na Europa e América do Norte. Desde 

sua observação por Katkansky et al. (1969), este protozoário é um agente etiológico que 

parasita O. edulis no Maine e Califórnia (EUA) (BARBER; DAVIS, 1994; FRIEDMAN et 

al., 1989). Embora ostras infectadas por B. ostrea possam apresentar aparência normal, sinais 

patológicos incluem descoloração, lesões e úlceras nos tecidos conjuntivos das brânquias, 

glândula digestiva e manto (COMPS; TIGÉ; GRIZEL, 1980). Técnicas moleculares para 

isolamento e identificação de Bonamia exitiosa e B. ostrea incluem a reação em cadeia da 

polimerase (PCR), hibridização in situ (ISH) e sequenciamento (OIE, 2015). 

 

2.6.2. Marteilia refringens 

 

Marteilia refringens é um protozoário que infecta o sistema digestivo de alguns 

bivalves, causando danos fisiológicos e eventualmente morte (ALDERMAN, 1979). A 

ocorrência de M. refringens foi relatada em Solen marginatus (LÓPEZ-FLORES et al., 
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2008a) e em Chamelea gallina (LÓPEZ-FLORES et al., 2008b). Outros autores têm 

observado a presença de Marteilia spp. em outras espécies de bivalves: Ostrea angasi 

(BOUQUIER et al., 1986), Ostrea edulis (GRIZEL et al., 1974) e Mytillus galloprovincialis 

(VILLALBA et al., 1993a). Cahour (1979) observou células de M. refringens na ostra do 

Pacífico Crassostrea gigas e Renault, Cochennec e Chollet (1995), relataram marteiliose na 

ostra americana C. virginica cultivada na França. 

Indivíduos com marteiliose apresentam valvas abertas (gaping), massa visceral 

aquosa, retração do manto e crescimento reduzido, embora estes sintomas não sejam 

específicos para infecção por M. refringens, como visto anteriormente. Villalba et al. (1993a) 

observaram sinais patológicos similares, além da inibição de desenvolvimento das gônadas 

em M. galloprovincialis. Histologia, microscopia eletrônica de transmissão (TEM), PCR, ISH 

e sequenciamento são alguns dos métodos de detecção e identificação deste patógeno (OIE, 

2015). 

 

2.6.3. Perkinsus marinus e P. olseni 

 

Infecções por protozoários são de grande interesse para a sanidade de populações 

de moluscos bivalves marinhos, cultivados ou não, pois causam perdas econômicas na 

produção comercial. O protozoário Perkinsus sp. causa a doença conhecida por Perkinsiose 

nestes bivalves (ANDREWS, 1988) e algumas espécies têm sido associadas a severas 

mortalidades nestes moluscos (VILLALBA et al., 2004). A Perkinsiose foi identificada pela 

primeira vez em populações de ostras Crassostrea virginica na Louisiana, Estados Unidos, 

em 1940. Inicialmente, foi denominada de Dermocystidium marinum, por isso essa doença é 

também conhecida como Dermo (MACKIN; OWEN; COLLIER, 1950). 

Entre estas espécies, P. olseni e P. marinus estão incluídas na lista de patógenos 

de declaração obrigatória a OIE (OIE, 2012), tendo sua ocorrência implicações na 

movimentação e distribuição de moluscos bivalves em todo o mundo. De acordo com Perkins 

(1976) e Levine (1978), Pekinsus spp. foram classificadas como pertencentes ao grupo 

Apicomplexa. Entretanto, análises filogenéticas moleculares realizadas por Reece et al. 

(1997) e Siddall et al. (2001), colocaram estes parasitas como pertencentes à Dinoflagellata. 

Posteriormente, esses protozoários foram incluídos no Filo Perkinsozoa (VILLALBA et al., 

2004). 
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Procedimentos para detecção e identificação destes parasitas são baseados na 

caracterização molecular, além de histologia e cultivo em meio fluido de tioglicolato de Ray 

(RFTM). Técnicas moleculares como PCR e sequenciamento têm sido desenvolvidas ao 

longo dos últimos anos e se apresentam como métodos alternativos para diagnóstico 

(PENNA; KHAN; FRENCH, 2001). Estudos moleculares recentes têm reconhecido 7 

espécies do gênero Perkinsus: P. marinus, P. olseni, P. mediterraneus, P. qugwadi, P. 

honshuensis, P. beihaiensis e P. chesapeaki. Atualmente, P. olseni/P. atlanticus e P. 

cheapeaki/P. andrewsi são consideradas coespecíficas, com os nomes P. olseni e P. 

chesapeaki citados prioritariamente de acordo com o Código Internacional de Regras para a 

Nomenclatura Zoológica (BURRESON; REECE; DUNGAN, 2005). 

Alguns sinais clínicos de infecção por Perkinsus marinus são: aparência pálida da 

glândula digestiva, retração do manto, além do retardo no desenvolvimento das gônadas, 

abertura da concha (gaping) e redução do índice de condição (BOWER; MCGLADDERY; 

PRICE, 1994). 

Perkinsus olseni causou lesões nas brânquias de Ruditapes decussatus e R. 

philippinarum (AZEVEDO, 1989). Bower, Mcgladdery e Price (1994) relataram lesões em 

Haliotis rubra e em H. laevigata, com consequente redução no seu valor de mercado. 

Perkinsus olseni causou nestes últimos a destruição do tecido conjuntivo e das células 

epiteliais dos túbulos digestivos. 

No Brasil, o primeiro registro de Perkinsus sp. foi feito em Crassostrea 

rhizophorae do estuário do Rio Pacoti, Ceará, por Sabry et al. (2009), sendo posteriormente 

confirmado através de análises moleculares que tratava-se de Perkinsus beihaiensis (SABRY 

et al., 2013). Dantas Neto et al. (in press) ampliaram os relatos publicados por Sabry et al. 

(2009), da Silva et al. (2013) e Brandão et al. (2013) sobre a ocorrência desse patógeno para a 

região setentrional do nordeste brasileiro. 

Embora alguns trabalhos já tenham investigado o estado de saúde desses 

organismos na costa brasileira (SABRY; GESTEIRA; BOEHS, 2007; BOEHS, LENZ, 

VILLALBA, 2008; FERREIRA et al., 2008; BRANDÃO et al., 2013), faz-se necessário um 

constante monitoramento dessas populações de bivalves. 
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2.7. Outras espécies de Perkinsus 

 

2.7.1. Perkinsus beihaiensis 

 

Perkinsus beihaiensis já foi detectada em Crassostrea hongkongensis e em C. 

ariakensis da China (MOSS et al., 2008) e em C. madrasensis na Índia (SANIL et al., 2012). 

No Brasil, P. beihaiensis foi detectado na ostra C. rhizophorae do estuário do Rio Pacoti, 

Ceará (SABRY et al., 2013), assim como na Baía de Camamu, Bahia (LUZ; BOEHS, 2015) e 

no berbigão Anomalocardia brasiliana do estuário do Rio Timonha (FERREIRA et al., 

2015). 

 

2.7.2. Perkinsus chesapeaki 

 

Perkinsus chesapeaki foi registrado em Mya arenaria (MCLAUGHLIN et al., 

2000) e em Crassostrea virginica dos EUA (BURRESON; REECE; DUNGAN, 2005) e da 

Itália (ABOLLO et al., 2006). Posteriormente este protozoário foi observado também em C. 

virginica nos Estados Unidos (IFREMER, 2009) e mais recentemente foi observado no 

bivalve Cerastoderma edule na costa Mediterrânea da Espanha (CARRASCO et al., 2014). 
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3. OBJETIVOS 

 

3.1. Objetivo Geral 

 

Investigar a ocorrência de patógenos em populações nativas da ostra do mangue 

Crassostrea rhizophorae em estuários dos estados do Ceará, Piauí e Maranhão, visando 

avaliar o estado de saúde desse bivalve. 

 

 

3.2. Objetivos específicos 

 

1) Determinar quais os parasitas que afetam a ostra do mangue C. rhizophorae em 

diferentes regiões estuarinas da costa nordeste setentrional brasileira; 

 

2) Comparar as prevalências e intensidades de infecção e/ou infestação dos 

patógenos encontrados nos estuários investigados; 

 

3) Determinar a dinâmica de distribuição dos patógenos no período chuvoso e 

seco para as diferentes regiões estudadas; 

 

4) Verificar a ocorrência de Perkinsus nas populações de ostras estudadas; 

 

5) Aplicar os protocolos de diagnóstico de enfermidades em moluscos 

recomendadas pela Organização Mundial para Saúde Animal em Crassostrea 

rhizophorae. 
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CAPÍTULO II 

 

 

 

 

 

 

 

Perkinsus sp. infectando a ostra Crassostrea rhizophorae de estuários do nordeste 

setentrional, Brasil. 

 

 

Artigo aceito para publicação no Brazilian Journal of Biology em 09/07/2014. 
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RESUMO 

 

A ostra-do-mangue Crassostrea rhizophorae é um recurso estuarino explorado por 

comunidades ribeirinhas do Nordeste do Brasil. Apesar de sua importância socioeconômica, 

estudos sobre o estado de saúde deste bivalve são escassos na região. O objetivo deste estudo 

foi investigar a presença do protozoário Perkinsus sp. em C. rhizophorae coletada em agosto 

e setembro de 2011, em três estuários da região setentrional do nordeste brasileiro: Jaguaribe 

(Ceará), Camurupim (Piauí) e Carnaubeiras (Maranhão) (n= 150 espécimes/local). As 

amostras foram submetidas ao meio líquido de tioglicolato de Ray (RFTM), PCR e 

procedimentos histológicos. A análise em RFTM revelou hipnósporos esféricos azuis ou 

preto-azulados do gênero Perkinsus em 50 espécimes (Jaguaribe= 17,3%, Camurupim= 5,3%, 

Carnaubeiras= 10,6%). A intensidade de infecção variou de muito leve (1-10 células por 

lâmina) a severa (mais de 40 células em cada um dos 10 campos da lâmina) para o Rio 

Jaguaribe; muito leve para o Rio Camurupim e muito leve a moderada (pelo menos 40 células 

observadas, em cada um dos 10 campos da lâmina) para o Rio Carnaubeiras. Quando 

submetidos à análise confirmatória por PCR, foram confirmados 6 casos (Jaguaribe= 3, 

Camurupim= 1, Carnaubeiras= 2). A histologia confirmou 21 casos de infecção nos animais 

dos três estuários. Embora os coletores locais não tenham relatado nenhuma mortalidade em 

populações de ostras que pudesse ser atribuída à infecção por Perkinsus, é aconselhável um 

monitoramento sobre o estado de saúde de populações de ostras da região. 

 

Palavras-chave: Perkinsus, Crassostrea rhizophorae, RFTM, PCR. 
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ABSTRACT 

 

The mangrove oyster Crassostrea rhizophorae is an estuarine resource exploited by riverside 

communities in Northeast Brazil. Despite its socioeconomic importance, studies on the health 

status of this bivalve are scanty in this region. The purpose of the present study was to 

investigate the presence of the protozoan Perkinsus sp. in C. rhizophorae collected in August 

and September 2011 in three estuaries of the septentrional Northeast Brazil: Jaguaribe 

(Ceará), Camurupim (Piauí) and Carnaubeiras (Maranhão) (n= 150 specimens/site). The 

samples were submitted to Ray’s fluid thioglycollate medium (RFTM), PCR and histology 

assays. The RFTM assay revealed spherical, blue or bluish-black hypnospores of the genus 

Perkinsus in 50 specimens (Jaguaribe= 17.3%, Camurupim= 5.3%, Carnaubeiras= 10.6%). 

The intensity of the infection ranged from very light (1-10 cells per slide) to severe (more 

than 40 cells in each of 10 fields of the slide) for Jaguaribe; very light for Camurupim and 

very light to moderate (at least 40 cells observed in each of 10 fields of the slide) for 

Carnaubeiras. When submitted to confirmatory PCR analysis, 6 cases were confirmed 

(Jaguaribe=3, Camurupim=1, Carnaubeiras=2). The histology confirmed 21 cases of infection 

in the animals from the three estuaries. Although local collectors have reported no mortality in 

oyster populations that might be attributed to infection by Perkinsus, health surveillance of 

oyster populations in the septentrional region of Northeast Brazil is advisable. 

 

Keywords: Perkinsus, Crassostrea rhizophorae, RFTM, PCR. 
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1. INTRODUÇÃO 

 

O protozoário Perkinsus sp. pertence a um grupo de protozoários parasitas que 

infectam moluscos em todo o mundo, em particular os bivalves. Desde o primeiro relato de 

Perkinsus marinus infectando a ostra americana Crassostrea virginica (Gmelin, 1791) no 

Golfo do México (MACKIN; OWEN; COLLIER, 1950), outras espécies do gênero Perkinsus 

foram relatadas infectando várias espécies de moluscos marinhos ao redor do mundo 

(LESTER; DAVIS, 1981; AZEVEDO, 1989; BLACKBOURN; BOWER; MEYER, 1998; 

VILLALBA et al., 2004; CHOI; PARK, 2010). No Brasil, Sabry et al. (2009) registraram a 

primeira ocorrência de Perkinsus sp. infectando populações naturais da ostra Crassostrea 

rhizophorae (Guilding, 1828) no estuário do Rio Pacoti (Ceará, Brasil). 

De acordo com a Organização Mundial para a Saúde Animal (OIE), duas espécies 

do filo Perkinsozoa, Perkinsus marinus e Perkinsus olseni, são de declaração obrigatória 

(OIE, 2012) devido às significativas taxas de mortalidade e perdas econômicas com as quais 

estão associados ao redor do mundo (VILLALBA et al., 2004; CHOI; PARK, 2010). Desta 

forma, P. marinus foi responsável por perdas substanciais em populações da ostra americana 

C. virginica ao longo da costa atlântica dos EUA e do Golfo do México (BURRESON; 

RAGONE, 1996), enquanto P. olseni é conhecida por ter dizimado populações do abalone 

Haliotis rubra na Austrália (LESTER; DAVIS, 1981) e do marisco Ruditapes decussatus em 

Portugal (AZEVEDO, 1989). 

Tradicionalmente, as infecções por Perkinsus são diagnosticadas através do Meio 

Fluido de Tioglicolato de Ray (RFTM). No entanto, a técnica não discrimina entre diferentes 

espécies de Perkinsus e pode levar à identificação equivocada de Perkinsus spp. e algumas 

espécies de dinoflagelados (ALMEIDA et. al., 1999). A reação em cadeia da polimerase 

(PCR) tem sido utilizada rotineiramente para ajudar na confirmação e descrição de diferentes 

espécies de Perkinsus infectando moluscos (PENNA; KHAN; FRENCH, 2001). Assim, a 

PCR foi utilizada para identificar P. olseni infectando R. decussatus na costa da Espanha e no 

Mar Mediterrâneo (ELANDALOUSSI et al., 2009) e Tridacna crocea no Vietnã 

(SHEPPARD; PHILLIPS, 2008). Estudos moleculares têm reconhecido sete espécies do 

gênero Perkinsus: P. marinus, P. olseni (=P. atlanticus), P. mediterraneus, P. qugwadi, P. 

honshuensis, P. beihaiensis e P. chesapeaki (=P. andrewsi) (BURRESON; REECE; 

DUNGAN, 2005). 
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Considerando a importância socioeconômica de C. rhizophorae para populações 

ribeirinhas ao longo dos estuários da região nordeste do Brasil, o objetivo deste estudo foi 

avaliar as populações de ostras Crassostrea rhizophorae de três estuários da região 

setentrional do nordeste brasileiro quanto à presença de protozários do gênero Perkinsus, 

utilizando as técnicas RFTM, histologia e PCR. Esta pesquisa complementa registros 

publicados por Sabry et al. (2009), da Silva et al. (2013) e Brandão et al. (2013) sobre a 

ocorrência desse patógeno nos estados do Ceará, Paraíba e Bahia, respectivamente. Além 

disso, o estudo faz uma contribuição significativa para o conhecimento atual sobre a 

distribuição de Perkinsus ao longo da costa brasileira e fornece subsídios para o 

desenvolvimento de medidas sanitárias para evitar a contaminação de áreas livres destes 

protozoários. 
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2. MATERIAL E MÉTODOS 

 

2.1. Amostragem das ostras 

 

Em agosto e setembro de 2011, 450 exemplares de Crassostrea rhizophorae 

foram coletados a partir das raízes do mangue vermelho (Rhizophora mangle) de três 

estuários da região nordeste do Brasil: Rio Jaguaribe (04 ° 27'39,21 "S, 37 ° 47'31, 68 "W), no 

Ceará (n = 150), Rio Camurupim (02º54'51" S, 041º24'58,2 "W), no Piauí (n = 150), e Rio 

Carnaubeiras (02 ° 50'0, 08 "S, 041 ° 57'36,5" W), no Maranhão (n = 150). A altura da concha 

das ostras foi medida no seu maior eixo. 

Os tecidos de cada espécime foram incubados em RFTM, enquanto as brânquias 

foram fixadas em álcool 95% para confirmação da presença do patógeno em análise de PCR. 

Trinta ostras em cada coleta de 150 foram submetidas a análises histológicas. 

Utilizando um termômetro e um refratômetro, a temperatura e a salinidade da 

água foram medidos no momento da amostragem para o Rio Jaguaribe (30°C; 30‰), Rio 

Camurupim (27°C; 45‰) e Rio Carnaubeiras (30°C; 18‰). A altura média das conchas das 

ostras dos estuários dos rios Jaguaribe, Cumurupim e Carnaubeiras foi de 58±8,4mm, 

50±5,4mm e 50 ±5,2mm, respectivamente. 

 

2.2. Incubação de tecidos em RFTM 

 

Duas lamelas branquiais e o reto de cada ostra foram incubadas em RFTM (RAY, 

1966) no escuro durante 7 dias à temperatura ambiente. Posteriormente, fragmentos desses 

tecidos foram macerados sobre uma lâmina e coradas com uma solução de Lugol 3%. A 

preparação foi observada sob microscópio de luz quanto à presença de hipnósporos esféricos, 

azuis ou preto-azulados do gênero Perkinsus. 

A prevalência de infecção por Perkinsus foi definida como o número total de animais 

infectados, dividido pelo número total de ostras coletadas em cada estuário (BUSH et al., 

1997). A intensidade da infecção foi estimada de acordo com a escala de Mackin (RAY, 

1954). 
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2.3. Detecção de Perkinsus por reação em cadeia da polimerase (PCR) 

 

Amostras de ostras com teste positivo para Perkinsus no ensaio RFTM foram 

preservadas em álcool a 95% para a análise de PCR. A extração de DNA foi realizada com 

um kit DNAzol® (Invitrogen) seguindo as instruções do fabricante, enquanto a PCR foi 

realizada com o conjunto de iniciadores 85/750 Perk ITS (CASAS, VILLALBA, REECE, 

2002) os quais hibridizam especificamente com regiões conservadas dos espaçadores internos 

transcritos (ITS) a partir do complexo de genes de rRNA, únicas para membros do gênero 

Perkinsus (exceto para Perkinsus qugwadi incertae sedis). O DNA extraído a partir de células 

de Perkinsus beihaiensis foi utilizado como controle positivo. Para o controle negativo, o 

DNA foi substituído por água isenta de nuclease. 

Cada reação de 25µL continha 50-100ng de DNA molde, 1x tampão de PCR, 

1.5mM MgCl2, 0,2mM de cada dNTP, 0,8mM de cada primer e 1 unidade de Taq DNA 

polimerase (Invitrogen). O protocolo incluiu uma desnaturação de DNA a 94°C durante 10 

min, e 35 ciclos de amplificação a 94°C (1 min), 55°C (1 min) e 72°C (1 min), seguido por 

uma extensão final a 72°C durante 10 min. Os produtos de PCR foram separados por 

eletroforese em gel de agarose TAE 1,5% e corados com brometo de etídio. 

 

2.4. Seções histológicas 

 

As brânquias, gônadas e glândula digestiva de 30 espécimes de cada coleta de 

ostras (n = 150) foram excisadas e fixadas em solução de Davidson (SHAW; BATTLE, 1957) 

por 24 horas. Seguindo inclusão em parafina histológica a 60ºC, seções de 5µm foram 

preparadas e coradas com hematoxilina de Harris e eosina (H/E) (HOWARD et al., 2004) e 

analisadas ao microscópio de luz. A prevalência observada de Perkinsus foi definida como o 

número de animais infectados dividido pelo número total de ostras analisadas (BUSH et al., 

1997). 
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3. RESULTADOS 

 

3.1. Detecção de Perkinsus sp. por análise RFTM 

 

Cinquenta ostras das três coletas apresentaram teste positivo para Perkinsus em 

RFTM (50/450). As células alargadas e esféricas do agente patogênico (5-55μm de diâmetro) 

coraram em preto pelo Lugol (Fig. 1A). A prevalência de ostras infectadas foi de 17,3% 

(Jaguaribe), 5,3% (Camurupim) e 10,6% (Carnaubeiras) (Tabela 1). A intensidade de infecção 

apresentou-se muito leve a severa (Jaguaribe), muito leve (Camurupim) e muito leve a 

moderada (Carnaubeiras). 

 

3.2. Detecção de Perkinsus sp. por PCR 

 

As 50 amostras com teste positivo para Perkinsus sp. no ensaio RFTM foram 

submetidas à análise de PCR para confirmação. Seis casos foram confirmados (Jaguaribe n = 

3, n = 1 Camurupim, Carnaubeiras n = 2) (Tabela 1 e Fig. 2). O par de iniciadores Perk ITS 

produziu fragmentos amplificados de tamanho esperado (850bp) em todas as amostras, 

confirmando a presença de Perkinsus sp. (Fig. 2). 

 

3.3. Análises histopatológicas 

 

A análise histológica confirmou 21 dos 50 casos detectados pelo método RFTM 

(Tabela 1). Trofozoítos de Perkinsus foram detectados nas brânquias e tecido conjuntivo em 

torno da glândula digestiva das ostras. Os trofozoítos eram esféricos e apresentaram um 

vacúolo ocupando a maior parte do citoplasma (Fig. 1B). Nenhum dano ou infiltração 

hemocitária foi detectada nos tecidos infectados pelo patógeno. 
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Figura 1. Seções histológicas mostrando células de Perkinsus sp. infectando a ostra Crassostrea rhizophorae. 

(A) Hipnósporos de Perkinsus sp. em tecidos de brânquias de C. rhizophorae após incubação em RFTM e 

corados com solução de lugol. Barra de escala = 50m. (B) Trofozoíto de Perkinsus sp. (seta) no tecido 

conjuntivo próximo a glândula digestiva. Barra de escala = 20m. 
 

 

Tabela 1. Prevalência (%) de infecção por Perkinsus sp., em 450 espécimes da ostra Crassostrea rhizophorae 

coletada em três estuários no Nordeste do Brasil: Jaguaribe (Ceará), Camurupim (Piauí) e Carnaubeiras 

(Maranhão). O número de ostras positivas para Perkinsus é mostrado em parêntesis para cada técnica de 

diagnóstico. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 2. Diagnóstico molecular de Perkinsus sp. em gel de agarose 1,5%. Detecção da região ITS do rDNA de 

Perkinsus sp. por PCR. M: marcador molecular (1 Kb Plus, Invitrogen), C-: controle negativo (água ultra pura); 

C+: controle positivo; linhas 1 (CE); 2 (CE), 3 (PI); 4 (MA); 5 (PI) e 6 (CE): amostras positivas. 

 

Estuário RFTM (%) Histologia (%) PCR (%) 

Jaguaribe 17,3 (26/150) 33,3 (10/30) 11,5 (3/26) 

Camurupim 5,3 (8/150) 20 (6/30) 25,0 (2/8) 

Carnaubeiras 10,6 (16/150) 16,6 (5/30) 6,2 (1/16) 
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4. DISCUSSÃO 

 

Neste estudo, relatamos a ocorrência do protozoário Perkinsus sp. infectando a 

ostra Crassostrea rhizophorae em três estuários dos estados do Ceará, Piauí e Maranhão, 

nordeste do Brasil. Perkinsus sp. foi detectado por ensaio RFTM, uma técnica de diagnóstico 

sensível e confiável e posteriormente submetido ao diagnóstico molecular de confirmação e 

histologia. 

A prevalência média de Perkinsus sp. infectando as ostras coletadas para este 

estudo foi relativamente baixa (até 17,3% em RFTM). Isto é consistente com a ausência de 

registos de mortalidade entre estas populações de ostras que podem ser associados com o 

parasita. No entanto, os valores encontrados foram maiores do que a prevalência de 6,7% 

registrada por Sabry et al. (2009) em ostras do Rio Pacoti, outro estuário do Ceará. Por outro 

lado, apesar desta diferença, Brandão et al. (2013) relataram uma prevalência média de 63% 

para Perkinsus sp. em populações de C. rhizophorae da Bahia e da Silva et al. (2013) uma 

prevalência de 92% para Perkinsus sp. e até 100% para Perkinsus marinus na mesma espécie 

na Paraíba, dois outros estados do nordeste do Brasil. 

Apenas 6 dos 50 casos detectados por análises RFTM foram confirmados por 

PCR, provavelmente porque a maioria das infecções foi muito leve e/ou porque a quantidade 

de tecido branquial recuperados de cada amostra para a extração do DNA não era suficiente 

para assegurar a detecção do agente patogênico. Em uma discussão sobre a ocorrência de 

resultados falso-negativos de PCR na detecção de parasitas em bivalves, Burreson (2008) 

chegou à mesma conclusão. Outros autores relataram discrepâncias entre RFTM e resultados 

de PCR (REECE; DUNGAN; BURRESON, 2008; SABRY et al., 2009), e outras causas de 

erros de amostragem podem comprometer a precisão dos ensaios de PCR, incluindo os efeitos 

de lesões focais ou localizadas (BURRESON, 2008). 

Os cortes histológicos de tecidos das ostras infectadas continham células de 

Perkinsus sp. com um vacúolo ocupando a maior parte do volume interno do citoplasma, um 

núcleo excêntrico e nucléolos proeminentes, tal como descrito por Sabry et al. (2009; 2013) e 

Brandão et al. (2013). Estes autores detectaram mudanças nos tecidos das ostras e órgãos 

infectados por Perkinsus sp., além de trofozoítos fagocitados. Neste estudo, não foram 

observadas tais mudanças, possivelmente devido aos baixos níveis de infecção, mas são 

necessários mais estudos para compreender melhor os efeitos deste patógeno no hospedeiro. 
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Os resultados dos três métodos de detecção utilizados no presente estudo (ensaio 

RFTM, histologia e PCR) confirmam inequivocamente a ocorrência de Perkinsus infectando 

populações nativas de C. rhizophorae, em três estuários no nordeste do Brasil. Este é o 

primeiro registro de Perkinsus nas regiões costeiras do norte da América do Sul. Embora 

nenhuma mortalidade relacionada com Perkinsus tenha sido reportada para esta região, a 

vigilância da saúde das populações de ostras no nordeste do Brasil é aconselhável, 

especialmente enquanto a identidade das espécies desse patógeno permanece incerta. 
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CAPÍTULO III 

 

 

 

 

 

 

 

Parasitas na ostra do mangue Crassostrea rhizophorae de regiões estuarinas do  

nordeste setentrional brasileiro. 
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RESUMO 

 

A ostra nativa Crassostrea rhizophorae (Bivalvia: Ostreidae) é um importante recurso 

estuarino explorado pelas comunidades ribeirinhas do nordeste brasileiro. Este estudo teve 

como objetivo investigar a presença de parasitas na ostra C. rhizophorae de bancos naturais 

nos estuários dos Rios Jaguaribe (CE), Camurupim (PI) e Carnaubeiras (MA). Para isto, 

exemplares de C. rhizophorae (N= 1800) foram coletados nos meses de agosto e setembro 

(2011), março, abril, outubro e novembro (2012) e maio e junho (2013). A temperatura da 

água dos estuários variou de 28 a 31°C e a salinidade de 5 a 45 PSU. As ostras foram medidas 

no seu maior eixo e abertas, amostrando-se brânquias, gônada e glândula digestiva. Os tecidos 

foram fixados em solução de Davidson por 24 h e em seguida submetidos à técnica de 

histologia. Cortes de 5 µm foram corados com hematoxilina de Harris e eosina. As análises 

histológicas evidenciaram a presença de patógenos e alterações nos tecidos e órgãos das 

ostras, entre estes hipertrofia dos gametas masculinos, bactérias do tipo Rickettsia, 

protozoários dos gêneros Sphenophrya, Ancistrocoma, Steinhausia e Nematopsis e 

metazoários dos gêneros Urastoma, Tylocephalum e Bucephalus, além de um metazoário não 

identificado. A hipertrofia dos gametas ocorreu apenas em uma ostra (3,3%), no período seco, 

enquanto as bactérias estiveram presentes nos três estuários, no período chuvoso e seco, com 

prevalências variando de 30 a 80%. Entre os protozoários, Nematopsis sp. apresentou as 

maiores prevalências (até 100%). Os metazoários foram observados sempre em baixa 

prevalência (3,3 a 10%). As intensidades de infecção também foram baixas. Duas ostras 

apresentaram hipertrofia celular (xenoma) causada por Sphenophrya sp. Em geral, as ostras 

apresentaram-se saudáveis, porém torna-se importante o monitoramento constante do estado 

de saúde desse molusco na região. 

 

 

Keywords: Crassostrea rhizophorae, histopatologia, monitoramento, parasita, sanidade. 
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ABSTRACT 

 

The native oyster Crassostrea rhizophorae (Bivalvia: Ostreidae) is an important estuarine 

resource exploited by coastal communities in Northeastern Brazil. This study aimed to 

investigate the presence of parasites in the oyster C. rhizophorae from natural stocks in the 

estuaries of the rivers Jaguaribe (CE), Camurupim (PI) and Carnaubeiras (MA). For this 

purpose, C. rhizophorae specimens (N = 1800) were collected in August and September 

(2011), March, April, October and November (2012) and May and June (2013). The water 

temperature of the estuaries ranged from 28 to 31°C and salinity from 5 to 45 PSU. The 

oysters were measured in its longest axis and opened, with sampling of gills, gonads and 

digestive gland. Tissues were fixed in Davidson solution for 24 h and then submitted to 

histological technique. Sections of 5 µm were stained with Harris hematoxylin and eosin. 

Histological analyzes revealed the presence of pathogens and changes in tissues and organs of 

the oysters, among them hypertrophy of male gametes, Rickettsia-type bacteria, protozoa of 

genera Sphenophrya, Ancistrocoma, Steinhausia and Nematopsis and metazoa of genera 

Urastoma, Tylocephalum and Bucephalus, and one unidentified metazoan. Hypertrophy of 

gametes occurred only in an oyster (3.3%) in the dry season, while bacteria were present in 

the three estuaries (rainy and dry season) with prevalence rates ranging from 30 to 80%. 

Among protozoa, Nematopsis sp. had the highest prevalence (up 100%). The metazoa were 

always observed at low prevalence (3.3 to 10%). Infection intensities were also low. Two 

oysters showed cellular hypertrophy (xenoma) caused by Sphenophrya sp. In general, the 

oysters were healthy, but it becomes important to monitor continuously the health status of 

this mollusk in the region. 

 

 

Keywords: Crassostrea rhizophorae, histopathology, monitoring, parasite, sanity. 
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1. INTRODUÇÃO 

 

A região nordeste do Brasil apresenta diversos estuários ricos em moluscos 

bivalves de interesse comercial, entre estes a ostra nativa Crassostrea rhizophorae (Bivalvia: 

Ostreidae), importante recurso estuarino explotado pelas comunidades ribeirinhas. Fazendo 

parte desses ecossistemas, encontram-se os estuários dos Rios Carnaubeiras (porção leste do 

Estado do Maranhão) e Camurupim e Jaguaribe, situados ao norte e leste dos estados do Piauí 

e Ceará, respectivamente. 

A investigação patológica de moluscos bivalves tem importância significativa, 

porque algumas doenças podem causar mortalidades massivas em estoques naturais e 

cultivados (SABRY et al., 2013). Nesse contexto, investigações histopatológicas nesses 

organismos têm sido motivadas para se ampliar o conhecimento dessas patologias, suas 

regiões geográficas de ocorrência, as reações do hospedeiro frente ao agente patológico e as 

alterações causadas pelos patógenos nos organismos infectados/infestados. 

A ocorrência de patógenos em moluscos tem registro em várias partes do mundo 

(LAUCKNER, 1983; BOWER; MCGLADDERY; PRICE, 1994). No Brasil, Narchi (1966) 

fez o primeiro relato de parasitismo no bivalve Anomalocardia brasiliana pelo bucefalídeo 

Bucephalopsis haimeana (Digenea). Desde então, outros autores têm relatado parasitismo em 

diversas espécies de bivalves da costa brasileira, (SABRY et al., 2011; BOEHS et al., 2012; 

DA SILVA, MAGALHÃES, BARRACCO, 2012; BRANDÃO, BOEHS, DA SILVA, 2013; 

ROMÃO et al., 2014; LUZ, BOEHS, 2015; COVA et al., 2015). Apesar destes relatos, 

episódios de mortalidades em bivalves no Brasil não têm sido registrados, exceto em Tagelus 

plebeius de bancos naturais (da SILVA, et al., 2009) e no mexilhão Perna perna de cultivo 

(SUÁREZ-MORALES et al., 2010), ambos no Estado de Santa Catarina (região Sul do 

Brasil). 

Em moluscos bivalves do Estado do Ceará, o metazoário do gênero Bucephalus 

(Bucephalidae) foi detectado em A. brasiliana no estuário do Rio Jaguaribe (ARAÚJO; 

ROCHA-BARREIRA, 2004). Nematopsis sp. (Apicomplexa: Porosporidae) e o metazoário 

Tylocephalum sp. (Lecanicephalidae) foram registados em C. rhizophorae (SABRY; 

GESTEIRA; BOEHS, 2007). Em A. brasiliana do estuário do Rio Pacoti foram detectados 

bactérias do tipo Rickettsia, Bucephalus sp. e Tylocephalum sp. (FERREIRA et al., 2008). 
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Em 2009 foi feito o primeiro registro de um protozoário do gênero Perkinsus 

infectando C. rhizophorae do Estuário do Rio Pacoti, Ceará (SABRY et al., 2009). 

Posteriormente, Dantas Neto et al. (2012) relataram a ocorrência de Perkinsus sp. em C. 

rhizophorae de regiões estuarinas nos Estados do Maranhão, Piauí e Ceará, ampliando as 

pesquisas sobre a perkinsiose no Brasil. Nessa mesma espécie de ostra do Rio Pacoti, Sabry et 

al. (2013) detectaram ciliados dos gêneros Trichodina (Trichodinidae) e Ancistrocoma 

(Ancistrocomidae) nas brânquias e túbulos digestivos e Sphenophrya (Sphenophryidae) nas 

brânquias; Steinhausia sp. (Chytridiopsidae) parasitando o citoplasma dos oócitos das ostras; 

Nematopsis sp. infectando o tecido conjuntivo de vários órgãos e o protozoário Perkinsus 

beihaiensis infectando o tecido conjuntivo e epitélio dos túbulos digestivos das ostras. Ainda 

nesse estudo foram observados os metazoários dos gêneros Urastoma (Urastomidae) e 

Tylocephalum (Tetragonocephalidae). Recentemente, Romão et al. (2014) observaram 

também a ocorrência de bactérias, protozoários e metazoários infectando C. rhizophorae e A. 

brasiliana do Rio Pacoti. 

Nos estuários dos Estados do Maranhão e Piauí ainda são escassas as pesquisas na 

área de parasitologia de moluscos. Um trabalho realizado por Dantas Neto et al. (2012) 

registrou pela primeira vez a ocorrência de Perkinsus sp. infectando C. rhizophorae dos 

estuários dos Rios Carnaubeiras (Maranhão) e Camurupim (Piauí) e Ferreira et al. (2015) 

relataram a primeira ocorrência de P. beihaiensis infectando A. brasiliana do estuário do Rio 

Timonha, na divisa dos estados do Ceará e Piauí. 

Este estudo teve como objetivo investigar a presença de parasitas na ostra C. 

rhizophorae de bancos naturais dos estuários dos rios Jaguaribe (CE), Camurupim (PI) e 

Carnaubeiras (MA). 

 

http://taxonomicon.taxonomy.nl/TaxonPositions.aspx?id=116836&src=0
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2. MATERIAL E MÉTODOS 

 

2.1. Área de estudo 

 

Foram feitas coletas de ostras em três estuários da região nordeste do Brasil, 

localizados nos estados do Ceará (CE), Piauí (PI) e Maranhão (MA). No Ceará as ostras 

foram coletadas no estuário do Rio Jaguaribe, localizado no litoral leste do Estado 

(04°27'39,21"S, 37°47'31,68"W), no Piauí, no estuário do Rio Camurupim (Figura 1) situado 

ao norte do Estado (02°54'51"S, 41°24'58,2"W) e no Maranhão, no estuário do Rio 

Carnaubeiras localizado na porção extremo-leste do estado (02°50'0,08"S, 041°57'36,5"W). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 1 - Coleta de ostras Crassostrea rhizophorae no estuário do Rio Camurupim, no Estado do Piauí. 

 

2.2. Amostragem das ostras 

 

As coletas de ostras C. rhizophorae em cada estuário foram realizadas nos meses 

de agosto e setembro de 2011 (período seco; N=450); março, abril (período chuvoso; N=450), 

outubro e novembro (período seco; N=450) de 2012 e maio e junho (período chuvoso; N= 

450) de 2013, totalizando 1.800 exemplares. As ostras foram coletadas manualmente das 

raízes de Rhizophorae mangle na maré baixa (Figura 1). A temperatura e salinidade foram 
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aferidas durante as coletas. As ostras foram transportadas em caixas isotérmicas para o Centro 

de Diagnóstico de Organismos Aquáticos – CEDECAM do Instituto de Ciências do Mar – 

LABOMAR/UFC. 

No laboratório, as ostras foram medidas com um paquímetro quanto à altura (eixo 

dorso-ventral) segundo Galtsoff (1964), abertas com uma cunha e seus tecidos submetidos à 

técnica de histologia. De cada coleta/estuário, 150 ostras foram processadas para detecção de 

Perkinsus sp. (vide capítulo IV), enquanto 30 exemplares foram submetidaos à técnica de 

histologia para a investigação de Perkinsus sp. e de outros parasitas. 

 

2.3. Procedimentos histológicos 

 

Em cada um dos exemplares foi feito um corte transversal, amostrando-se 

brânquias, gônada e glândula digestiva. Os fragmentos de órgãos foram fixados em Davidson 

(SHAW; BATTLE, 1957) por 24h e em seguida lavados em água corrente para a retirada do 

excesso do fixador. Posteriormente, os tecidos foram desidratados em álcool até 100%, 

diafanizados em xilol e impregnados em parafina histológica a 60
o
C. Ao micrótomo, foram 

feitas seções de 5µm, que foram coradas com hematoxilina de Harris e eosina (HOWARD et 

al., 2004). As análises histopatológicas foram realizadas em microscópio de luz e 

fotomicrografadas. A prevalência dos parasitas foi calculada levando em consideração o 

número total de exemplares parasitados sobre o número de exempalres coletados (BUSH et 

al., 1997). 

 

3. RESULTADOS 

 

Os resultados de temperatura e salinidade, assim como os da biometria das ostras 

encontram-se na tabela 1. 

 As análises histológicas mostraram a presença de patógenos e alterações nos 

tecidos das ostras, entre estes: hipertrofia dos gametas masculinos, bactérias do tipo 

Rickettsia, protozoários dos gêneros Sphenophrya, Ancistrocoma, Steinhausia e Nematopsis e 

metazoários dos gêneros Urastoma, Tylocephalum, Bucephalus, além de um metazoário não 

identificado (Tabela 1). 
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3.1. Hipertrofia gametocítica viral 

 

A hipertrofia do gameta causada por vírus foi observada em apenas um gameta 

masculino de uma ostra (prevalência = 3,3%) (Tabela 1) coletada no estuário de Carnaubeiras, 

no período seco. O gameta hipertrofiado apresentou tamanho de 19,2 µm, com região 

periférica basofílica (Figura 2). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Figura 2 – Célula hipertrofiada (seta) no folículo masculino de Crassostrea rhizophorae. Barra de escala= 20 

m. Coloração: HE. 

 

 

3.2. Bactérias do tipo Rickettsia 

 

Bactérias do tipo Rickettsia foram detectadas infectando a ostra C. rhizophorae de 

todos os estuários nos dois períodos (seco e chuvoso). Em todas as amostragens, as colônias 

bacterianas foram detectadas nos túbulos digestivos, com tamanho variando de 6,88 a 20,36 

m (11,80 ± 4,14; n=10) e apresentando caráter basófilo (Figura 3). As maiores prevalências 

de bactérias foram observadas em 2012, no estuário do Rio Jaguaribe (80%) (período seco) e 

em Carnaubeiras (73,3%) (período chuvoso) (Tabela 1). A intensidade de infecção variou de 1 

a 10 colônias/corte/histológico. Em alguns exemplares, houve hipertrofia epitelial. 
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Figura 3 – Colônias de bactérias do tipo Rickettsia detectadas em Crassostrea rhizophorae. Barra de escala = 20 

µm. Coloração: HE 

 

 

3.3. Protozoários 

 

Ciliados do gênero Sphenophrya (Ciliophora: Sphenophryidae) foram detectados 

nas brânquias das ostras. Estes protozoários, medindo até 8,19 µm, apresentaram-se ovais 

com núcleos basófilos e citoplasma eosinófilo (Figura 4A). A maior prevalência de 

Sphenophrya foi observada no período seco, no estuário do Rio Camurupim (40,0%) em 2012 

e as menores prevalências foram de 3,3%. (Tabela 1). A intensidade de infecção foi, em geral, 

baixa, variando de 1 até 4 ciliados/corte histológico. No entanto, em duas ostras do estuário 

do Rio Camurupim, Sphenophrya sp., causou a formação de xenomas no epitélio das 

brânquias. Os xenomas foram observados nos estágios iniciais (Figura 4B) e avançados 

(Figura 4C), com tamanhos que variaram de 291 µm a 1 mm, respectivamente. A prevalência 

de Sphenophrya sp., formando xenomas foi de 6,7% (2/30). A intensidade de infecção foi de 

até 17 xenomas/corte histológico. 

Outro ciliado, Ancistrocoma sp., foi observado nos túbulos digestivos, com 

tamanho de até 36,29 μm. Este ciliado apresentou forma ovalada, núcleo basofilico e 

citoplasma eosinofílico (Figura 4D). A maior prevalência foi observada nas ostras coletadas 

no estuário do Rio Carnaubeiras (16,7%) em 2011, no período seco. A intensidade de infecção 

foi baixa, com o máximo de 2 ciliados/corte histológico. 
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O protozoário Steinhausia sp. foi detectado infectando o citoplasma dos oócitos 

de uma ostra coletada no estuário do Rio Camurupim em 2012, no período seco (Figura 4E). 

Na maioria dos oócitos os vacúolos parasitológicos (contendo os esporos do parasita) 

ocupavam geralmente uma pequena porção do citoplasma. A prevalência foi de 3,3%, tendo 

sido observados 5 oócitos infectados/corte histológico. Foi evidenciada resposta de defesa 

pelo hospedeiro, caracterizada pela infiltração de hemócitos. 

Protozoários do gênero Nematopsis foram observados infectando o tecido 

conjuntivo em várias regiões da ostra, como brânquias, em torno da glândula digestiva e no 

manto. Os oocistos apresentaram tamanhos variando de 13 a 19 µm (15,75 ± 1,77; n=10) e 

com parede hialina (Figura 4F). A prevalência de Nematopsis sp. foi geralmente elevada, 

chegando a 100% e a intensidade de infecção foi de 1 a 4 oocisto/fagócito. De um modo geral, 

havia até 5 fagócitos/corte histológico, com exceção de uma ostra em que a brânquia 

apresentou uma maior intensidade. 
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Tabela 1 – Prevalência (%) de parasitas detectados na ostra Crassostrea rhizophorae nos estuários dos Rios Jaguaribe (JAG), Camurupim (CAM) e Carnaubeiras (CAR) em 

2011, 2012 e 2013. PS= Período Seco, PC= Período Chuvoso. Corte histológico (N=30). 

  

*Sphenophrya sp. causando hipertrofia da célula hospedeira (xenoma) 

Prevalência (%) 

 2011 2012 2013 

Estuários JAG CAM CAR JAG CAM CAR JAG CAM CAR 

Períodos PS PS PS PC PS PC PS PC PS PC PC PC 

A (mm) 58,0± 8,4 50,0 ±5,4 50,0 ±5,2 56,5±12,0 60,1±6,1 51,5 ±6,2 47,2 ±6,9 55,1 ±10,7 55,5 ±8,2 65,4 ±8,1 61,0 ±8,9 61,4 ±9,0 

T oC 38 27 30 28 30 31 28 28 30 28 30 31 

S ‰ 30 45 18 23 35 40 45 5 29 25 42 11 

Bactérias Rickettsia 33,3 43,3 63,3 30,0 80,0 66,7 53,3 73,3 50,0 63,3 33,3 30,0 

Protozoários             

Sphenophrya sp.*       6,7      

Sphenophrya sp. 3,3 3,3 23,3 6,7 10,0 16,7 40,0 10,0 3,3 6,7 - 3,3 

Ancistrocoma sp. 6,7 6,7 16,7 3,3 10,0 10,0 3,3 - 3,3 - 6,7 - 

Steinhausia sp. - - - - - - 3,3 - - - - - 

Nematopsis sp. 26,7 96,7 80,0 86,7 100 100 96,7 66,7 56,7 93,3 100 50,0 

Metazoários             

Urastoma sp. - - - - 3,3 - - 6,7 3,3 - - - 

Bucephalus sp. - - - - - - - - - 6,7 - - 

Tylocephalum sp. - - - 6,7 - - - 10,0 3,3 - - 3,3 

Metazoário não 

identificado 

   3,3         
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Figura 4- Protozoários observados em tecidos de Crassostrea rhizophorae dos estuários dos rios Jaguaribe 

(CE), Camurupim (PI) e Carnaubeiras (MA) em 2011, 2012 e 2013. (A) Sphenophrya sp. nas brânquias (seta). 
Sphenophrya sp. causando xenoma nos filamentos branquiais: estágio inicial (B) e em estágio avançado (C). (D) 

Oócito mostrando vacúolo parasitário, com esporos de Steinhausia sp. (seta) no citoplasma. (E) Ancistrocoma 

sp. (seta) em um túbulo digestivo. (F) Oocistos de Nematopsis sp. (seta) no tecido conjuntivo. Barras de escala: 

Figs. A, D, E e F = 20 m; Figs. B e C = 200 m. Coloração: HE. 
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3.4. Metazoários 

 

Entre os metazoários, Urastoma sp. foi observado nos filamentos branquiais das 

ostras coletadas em 2012, nos estuários dos Rios Jaguaribe, no período seco e de 

Carnaubeiras, período seco e chuvoso. Este parasita apresentou tamanho variando de 801,63 

m a 1,38 mm (1,03 mm ± 255 m; n= 4) (Figura 5A). As prevalências foram baixas (até 

6,7%) (Tabela 1). A intensidade de infestação também foi baixa, com 1 parasita/corte 

histológico. Aparentemente, Urastoma sp. não causou dano às brânquias das ostras. 

Bucephalus sp. foi detectado em duas ostras coletadas no Rio Jaguaribe em 2013, 

período chuvoso. Os esporocistos com as massas germinativas e cercárias desse trematódeo 

estiveram presentes nas brânquias, manto, glândula digestiva e na gônada (Figura 5B). O 

tamanho das cercárias variou de 83,15 a 142,59 µm (99,34 ± 37,17; n = 10). A prevalência 

observada foi de 6,7% (2/30). A intensidade de infecção foi elevada, pois as larvas dos 

metazoários ocupavam todos os tecidos no corte histológico. Na gônada, Bucephalus sp., 

causou a castração parasitária destruindo as células da linhagem germinativa. 

Um cestóide do gênero Tylocephalum foi detectado apenas nas ostras dos 

estuários do Rio Jaguaribe e Carnaubeiras em 2012 e 2013. O parasita encontrava-se 

encapsulado no tecido conjuntivo em torno da glândula digestiva (Figura 5C). A maior 

prevalência foi de 10% (3/30) e foi registrada no período chuvoso nas ostras de Carnaubeiras 

(Tabela 1). O encapsulamento foi à única reação do hospedeiro observada. 

Outro metazoário não identificado foi observado em uma ostra coletada no Rio 

Jaguaribe em 2012 (período chuvoso). O metazoário foi detectado encistado nos filamentos 

branquiais e mediu 1,65mm de tamanho em seu maior eixo (Figura 5D). A intensidade de 

infecção foi baixa, com apenas 1 parasita/corte histológico. 
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Figura 5 - Metazoários observados na ostra Crassostrea rhizophorae dos estuários dos rios Jaguaribe, 

Camurupim e Carnaubeiras em 2011, 2012 e 2013. (A) Urastoma sp. entre os filamentos branquiais. (B) 

Esporocistos de Bucephalus sp. (C) Tylocephalum sp. (seta) no tecido conjuntivo em torno da glândula digestiva. 

(D) Metazoário não identificado encistado no tecido conjuntivo das brânquias (seta). Barras de escala: Figs. A e 

D= 200 m; Figs. B e C= 50 m. Coloração: HE. 
 

 

 

4. DISCUSSÃO 

 

Este trabalho registrou parasitas na ostra nativa Crassostrea rhizophorae coletada 

em três estuários (Jaguaribe – CE, Camurupim – PI e Carnaubeiras – MA) nos períodos 

chuvoso e seco, nos anos de 2011, 2012 e 2013. Os parasitas encontrados foram: bactérias do 

tipo Rickettsia, protozoários e metazoários, com diferentes prevalências nos estuários. 

Também foi observada hipertrofia dos gametas, possivelmente causada por vírus. 

A hipertrofia dos gametas foi observada apenas no período seco (3,3%) no 

estuário de Carnaubeiras. O primeiro relato de hipertrofia gametocítica viral foi feito em 

Crassostrea virginica dos EUA (FARLEY, 1976). As características observadas (núcleo 
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hipertrofiado com grânulos basofílicos na periferia das células) foram semelhantes à 

Hipertrofia Gametocítica Viral (VGH) descrita por Bower et al. (1994) e também ao que foi 

registrado em C. gigas da Ilha de Santa Catarina, na região Sul do Brasil (da SILVA; 

MAGALHÃES; BARRACCO, 2012). Nesse estudo, apenas os indivíduos machos foram 

infectados, semelhante ao que foi observado por Sabry et al. (2011), em C. rhizophorae de 

ambiente natural e Crassostrea gigas de cultivo, ambas da região de Florianópolis, Santa 

Catarina. Essa enfermidade já foi documentada em C. gigas na Coréia (CHOI et al., 2004), na 

França (GARCIA et al., 2006) e na Alemanha (WATERMANN et al., 2008) e em C. 

hongkongensis da China (MOSS et al., 2007). 

As colônias bacterianas, observadas nas células epiteliais e no lúmen dos túbulos 

digestivos das ostras, apresentaram, algumas vezes, prevalências elevadas (até 80%) e apesar 

de estarem em baixas intensidades de infecção, causaram hipertrofia das células do epitélio. 

Em Mytella guyanensis do estuário do Rio Cachoeira – Bahia, a presença de bactérias do tipo 

Rickettsia também causaram hipertrofia das células do mesmo tecido (BOEHS et al., 2010). 

Em ostras C. brasiliana e Crassostrea gigas de ambientes naturais e de cultivo em Santa 

Catarina, Rickettsia causou danos leves (da SILVA, MAGALHÃES; BARRACCO, 2012). 

Ainda, infecções por bactérias causaram alterações no citoplasma das células epiteliais de 

ostras C. rhizophorae nativas da Ilha de Santa Catarina, Santa Catarina (SABRY et al., 2011). 

Em C. rhizophorae da Baía de Camamu, Bahia, as bactérias tiveram prevalência de 13,7% 

causando hipertrofia nas células epiteliais, e segundo os autores, lise parcial (BRANDÃO; 

BOEHS; da SILVA, 2013). Bactérias do tipo Rickettsia já foram associadas a lesões e 

alterações nas brânquias, glândula digestiva e manto de ostras do gênero Crassostrea em 

outras regiões do mundo (RENAULT; COCHENNEC, 1994; SUN; WU, 2004). No presente 

estudo não foi observado resposta de defesa pelo hospedeiro, nem tampouco mortalidade nos 

bancos naturais investigados que pudessem estar relacionados à ocorrência desse patógeno. 

Porém, episódios de mortalidade em populações de moluscos bivalves já foram associados à 

presença de bactérias do tipo Rickettsia (ELSTON, 1986; VILLALBA et al., 1999). 

Os ciliados dos gêneros Sphenophrya sp. e Ancistrocoma sp. foram frequentes nas 

ostras dos três estuários. As intensidades de infecção dos dois parasitas foram baixas, com 

exceção de dois exemplares em que o acúmulo de Sphenophrya sp. causou hipertrofia das 

células do epitélio branquial (xenoma), como foi observado por Bower et al. (1994) quando 

relataram que ciliados podem causar hipertrofia da célula e de seu núcleo. A prevalência 
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(6,7%), assim como a quantidade de xenomas (17/corte histológico) observados nas ostras 

desse estudo foram maiores que os valores registrados em C. rhizophorae da Baía de 

Camamu, Bahia (2,53% e de 1 a 2 xenomas/corte histológico) (BOEHS, LENZ; VILLALBA, 

2009a), porém iguais aos registrados nessa mesma espécie também da costa da Bahia 

(BRANDÃO; BOEHS; da SILVA, 2013). Recentemente, Sphenophrya sp. causou xenomas, 

com ocorrência de 1-3 tumores/corte histológico em C. rhizophorae da Baía de Camamu e, 

segundo os autores, as lesões ocorreram apenas nas células parasitadas e não foi observada 

resposta hemocítica (LUZ; BOEHS, 2015). Nesse estudo, os tumores foram observados 

apenas nas ostras coletadas no Rio Camurupim e, considerando os três estuários estudados, 

essa é a primeira vez que se relata a ocorrência desses tumores em C. rhizophorae dessa 

região. A formação de xenoma também foi observada na ostra C. virginica na Flórida e em 

New Hampshire, EUA (WINSTEAD et al., 2004; McGURK, 2013). 

Steinhausia sp. infectou os oócitos de apenas uma ostra também coletada no Rio 

Camurupim no período seco. Foi observada resposta de defesa evidenciada pela infiltração de 

hemócitos. A resposta de defesa do hospedeiro é evidente em infecções causadas por 

Steinhausia (BOWER; MCGLADDERY; PRICE, 1994; GREEN et al., 2008). Nesse estudo, 

a prevalência desse protozoário foi menor (3,3%) que a observada no berbigão 

Anomalocardia brasiliana (7,5%) de um banco natural na Ilha de Santa Catarina (da SILVA; 

MAGALHÃES; BARRACCO, 2012). Na costa brasileira, Steinhausia sp. já foi registrado em 

ostras (PONTINHA, 2009), mexilhões (MATOS; MATOS; AZEVEDO, 2005; PONTINHA, 

V.A., 2010) e berbigões (da SILVA et al., 2010), quase sempre em baixas prevalências e sem 

causar danos à gametogênese. Por outro lado, em ostras C. rhizophorae nativas de Santa 

Catarina, Sabry et al. (2011) registraram prevalências de até 33%, porém sem respostas 

imunológicas do hospedeiro. Em moluscos de outras regiões do mundo infectados por 

Steinhausia sp., foram observadas de leves a elevadas reações hemocíticas associadas à 

presença desse protozoário (CARBALLAL et al., 2001, GREEN et al., 2008). No berbigão 

Cerastoderma edule e em Mytilus sp. da França, Steinhausia sp. não causou infiltração de 

hemócitos associados à infecção (COMTET et al., 2003; 2004). 

Protozoários do gênero Nematopsis foram observados com diferentes prevalências 

nas ostras dos três estuários, chegando a alcançar 100%. Mesmo na ostra com intensidade 

moderada de oocistos não foi evidenciada uma resposta do hospedeiro. Esse resultado foi 

semelhante ao observado por Cremonte et al. (2005), que relataram que mesmo quando 
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Nematopsis sp. esteve em elevados níveis de infecção nos tecidos de Pitar rostrata, aquele 

não induziu reações de defesa no hospedeiro. Por outro lado, em C. rhizophorae do estuário 

do Rio Jaguaribe (CE), Nematopsis sp. causou reação de defesa evidenciada por infiltração 

hemocítica (SABRY et al., 2007). Em A. brasiliana, baixas intensidades de infecções por 

Nematopsis sp. não causaram lesões ou reação do hospedeiro (BOEHS et al., 2010). Já em 

Mytella guyanensis, elevadas intensidades desse protozoário causaram alteração na 

morfologia do manto (BOEHS et al., 2010). Em C. rhizophorae da Ilha de Santa Catarina, 

baixas intensidades de infecção desse protozoário não causaram reação ou danos nos 

hospedeiros (da SILVA, MAGALHÃES; BARRACCO, 2012). Em contrapartida, elevadas 

intensidades de infecção por Nematopsis sp. causaram destruição no tecido conjuntivo do 

mexilhão M. guyanensis (CEUTA; BOEHS, 2012) e de C. rhizophorae da costa da Bahia 

(BRANDÃO; BOEHS; da SILVA, 2013). As reações de defesa ou danos causados pela 

infecção por Nematopsis parecem diferir entre os moluscos, uma vez que este protozoário já 

foi associado a relatos de mortalidades no berbigão Cerastoderma edule de Portugal 

(AZEVEDO; CACHOLA, 1992). 

Metazoários dos gêneros Urastoma, Bucephalus e Tylocephalum foram 

identificados sempre em baixas prevalências (3,3% a 10%). Urastoma sp. foi observado entre 

os filamentos das brânquias e não causou danos ao hospedeiro, sendo sua ocorrência comum 

em bivalves (BOWER; MCGLADDERY; PRICE, 1994). Em moluscos do Brasil, a 

ocorrência de Urastoma em bivalves tem sido recorrente e sempre relacionado a baixas 

intensidades de infecção, sem causar danos aos hospedeiros (COVA et al., 2015; LUZ; 

BOEHS, 2015; ROMÃO et al., 2014; SABRY et al., 2011; SABRY et al., 2013). O 

trematódeo bucefalídeo observado apenas em duas ostras provocou a completa destruição dos 

folículos gonádicos, causando a castração parasitária dos animais infectados, pois embora a 

prevalência tenha sido baixa, a intensidade de infestação foi elevada. Bucephalus sp. tem sido 

observado em moluscos de estuários da costa brasileira com diferentes prevalências, no 

entanto sempre causando danos ao hospedeiro devido a elevada intensidade de infecção nos 

tecidos dos animais. Em Anomalocardia brasiliana do estuário do Rio Pacoti, Ceará, as 

prevalências de bucefalídeos foram elevadas (66,7%), enquanto em ostras C. rhizophorae foi 

de 3,3% (ROMÃO et al., 2014). Em C. rhizophorae do estuário da Baía de Camamu, Bahia, a 

prevalência desse parasita foi baixa (2%) e também houve destruição dos folículos e gametas 

(LUZ; BOEHS, 2015). 
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No caso da infestação por Tylocephalum, foi observada uma reação do 

hospedeiro, a qual foi evidenciada pelo encapsulamento do parasita. Este metazoário tem sido 

relatado parasitando moluscos bivalves marinhos em várias regiões do mundo (LAUCKNER, 

1983) e com resposta de defesa evidenciada pela infiltração de hemócitos (SINDERMANN, 

1970; LAUCKNER, 1983). A resposta de defesa evidenciada pelo encapsulamento já foi 

registrada em outros trabalhos (BOEHS; MAGALHÃES, 2004; BOEHS et al ., 2010; 

SABRY et al., 2011; da SILVA; MAGALHÃES; BARRACCO, 2012). Nesse estudo, os 

metacestóides foram encontrados em torno da glândula digestiva. No entanto, estes têm sido 

observados próximos à gônada (BOEHS et al., 2010) e também nas brânquias e manto 

(LAUCKNER, 1983, WINSTEAD et al., 2004).  

Um metazoário não identificado foi observado nas brânquias de uma ostra no 

estuário do Rio Jaguaribe (período chuvoso, 2012). Este parasita assemelha-se a um 

copépode, no entanto, maiores investigações precisam ser feitas para a confirmação 

taxonômica desse metazoário. 

Concluindo, os resultados desse estudo mostraram que em geral as bactérias e 

protozoários foram mais comuns nas ostras quando comparadas às baixas prevalências de 

metazoários nestes bivalves, podendo este fato estar relacionado à interação 

hospedeiro/parasita. A infestação por trematódeos bucefalídeos teve baixa prevalência nas 

populações de C. rhizophorae estudadas, mas possivelmente inviabilizaria a gametogênese 

nos indivíduos onde foram encontrados. Portanto, é recomendável o contínuo monitoramento 

das populações de moluscos bivalves nesses estuários. 
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CAPÍTULO IV 

 

 

 

 

 

 

 

 Primeiro registro de Perkinsus chesapeaki infectando a ostra 

Crassostrea rhizophorae na América do Sul. 
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RESUMO 

 

O presente estudo investigou a presença de protozoários do gênero Perkinsus infectando a 

ostra Crassostrea rhizophorae, importante recurso pesqueiro dos estuários do nordeste 

brasileiro. Perkinsus spp. são responsáveis pela enfermidade perkinsiose, a qual tem sido 

associada a grandes mortalidades de moluscos no mundo inteiro. O objetivo do presente 

trabalho foi investigar a presença de Perkinsus spp. em C. rhizophorae de bancos naturais dos 

estuários dos rios Carnaubeiras (MA), Camurupim (PI) e Jaguaribe (CE). Desta forma, 

exemplares de C. rhizophorae (n=1350) foram coletados no período chuvoso e seco de 2012 e 

chuvoso de 2013. Os fragmentos de órgãos das ostras foram excisados e incubados em meio 

fluido de tioglicolato de Ray (RFTM) por 7 dias no escuro, à temperatura ambiente. Ensaios 

de PCR foram realizados nos animais positivos e suspeitos em RFTM e amostras com 

melhores amplificações da região ITS de Perkinsus foram sequenciadas. De cada coleta, 30 

exemplares foram submetidos à técnica clássica de histologia. As análises em RFTM 

confirmaram a presença de hipnósporos de Perkinsus spp., os quais se apresentaram esféricos, 

com coloração escura e tamanhos variando entre 4,11 e 45,31 µm. A maior prevalência 

observada em RFTM foi de 34% no estuário do Rio Carnaubeiras, durante o período chuvoso 

de 2013. Os ensaios por PCR confirmaram 29,89% (87/291) dos resultados positivos em 

RFTM. O sequenciamento dos fragmentos amplificados da região ITS de Perkinsus 

confirmou a presença de três espécies do patógeno infectando C. rhizophorae: P. beihaiensis, 

P. marinus e P.chesapeaki. As análises filogenéticas, realizadas através de Neighbor-Joining, 

colocaram P. chesapeaki identificada neste estudo em um grupamento bem definido com 

outros isolados dos EUA e do Mediterrâneo, resultando no primeiro registro de P. chesapeaki 

infectando C. rhizophorae na América do Sul e de Perkinsus marinus, parasita de declaração 

obrigatória a OIE, em ostras do Estado do Ceará. 

 

Palavras-chave: Perkinsus chesapeaki, Perkinsus marinus, Perkinsus beihaiensis, bivalves, 

sanidade. 
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ABSTRACT 

 

This study investigated the presence of protozoa of genus Perkinsus infecting the oyster 

Crassostrea rhizophorae, important fishing resource of the Brazilian Northeastern estuaries. 

Perkinsus spp. are responsible for the disease perkinsiosis, which has been associated to great 

mollusks mortalities worldwide. This study aimed to investigate the presence of Perkinsus 

spp. in C. rhizophorae from estuaries of the rivers Carnaubeiras (MA), Camurupim (PI) and 

Jaguaribe (CE). Thus, C. rhizophorae specimens (n= 1350) were collected in the rainy and 

dry season of 2012 and rainy season of 2013. The oysters organs fragments were excised and 

incubated in Ray’s Fluid Thioglycollate Medium (RFTM) for 7 days at dark and at room 

temperature. PCR assays were performed on the positive and suspect animals in RFTM and 

samples with the best amplifications of the ITS region of Perkinsus were sequenced. From 

each sample, 30 individuals were submitted to classical histology technique. RFTM assays 

confirmed the presence of hypnospores of Perkinsus spp., which presented spherical, bluish-

dark or black colored with sizes ranging from 4.11 to 45.31 µm. The highest prevalence 

observed in RFTM was 34% in the estuary of Carnaubeiras River during the rainy season of 

2013. PCR analyses confirmed 29.89% (87/291) of the positive results in RFTM. The 

sequencing of the amplified fragments from the ITS region of Perkinsus confirmed the 

presence of three species of the pathogen infecting C. rhizophorae: P. beihaiensis, P. marinus 

and P. chesapeaki. Phylogenetic analysis using Neighbor-Joining algorithm places P. 

chesapeaki species identified in this study in a well-defined grouping with other isolates from 

the USA and the Mediterranean. This is the first record of P. chesapeaki infecting C. 

rhizophorae in South America, and of Perkinsus marinus, notifiable parasite to OIE, in 

oysters from Ceará State. 

 

 

Keywords: Perkinsus chesapeaki, Perkinsus marinus, Perkinsus beihaiensis, bivalves, sanity. 
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1. INTRODUÇÃO 

 

Os moluscos bivalves, incluindo as ostras do gênero Crassostrea (Bivalvia: 

Ostreidae) são recursos estuarinos bastante explotados no ecossistema manguezal. Os rios 

Carnaubeiras (Estado do Maranhão), Camurupim (Piauí) e Jaguaribe (Ceará) possuem 

importantes estuários na região nordeste do Brasil, tanto do ponto de vista ecológico, como de 

suporte para comunidades, servindo como locais de coleta de moluscos para consumo e 

comercialização. Estes estuários apresentam potencial para o cultivo desses bivalves, no 

entanto, a atividade ainda não é desenvolvida nessas regiões. 

Os moluscos de ambientes naturais e também de cultivo, podem ser afetados por 

patógenos de diferentes grupos, entre eles os protozoários pertencentes ao gênero Perkinsus, o 

qual possui sete espécies: P. beihaiensis, P. chesapeaki (= P. andrewsi), P. honshuensis, P. 

marinus, P. mediterraneus, P. qugwadi e P. olseni (= P. atlanticus) (VILLALBA et al., 2004; 

CHOI; PARK, 2010). Duas destas espécies (Perkinsus marinus e P. olseni) são de declaração 

obrigatória à Organização Mundial para Saúde Animal pelo risco que representam para 

populações de moluscos, pois causam altas mortalidades (VILLALBA et al., 2004). 

Protozoários do gênero Perkinsus são relatados infectando moluscos marinhos em várias 

regiões do mundo. 

No Brasil, somente nos últimos anos os estudos sobre a perkinsiose têm chamado 

a atenção, o que se iniciou com o primeiro registro de Perkinsus sp. na ostra Crassostrea 

rhizophorae do estuário do Rio Jaguaribe, Ceará (SABRY et al., 2009). A partir daí, os 

estudos foram intensificados em diversas regiões da costa brasileira. Registros de Perkinsus 

sp. foram documentados em C. rhizophorae de regiões estuarinas nos estados do Maranhão, 

Piauí e Ceará por Dantas Neto et al. (2012). Posteriormente, Sabry et al. (2013) confirmaram 

que a espécie de Perkinsus que afetava as ostras no Ceará tratava-se de Perkinsus beihaiensis. 

Nesse mesmo ano foi feito o primeiro registro, na América do Sul, de P. marinus infectando 

C. rhizophorae no estuário do Rio Paraíba (nordeste do Brasil) (da SILVA et al., 2013) e de 

Perkinsus sp. nessa mesma espécie de ostra da costa da Bahia (BRANDÃO et al., 2013). 

Posteriormente foi registrado Perkinsus sp. e P. marinus em Crassostrea gasar da Paraíba 

(QUEIROGA et al., 2013; QUEIROGA et al., 2015, in press). Similarmente, em C. gasar do 

estuário do Rio São Francisco, Sergipe (nordeste do Brasil), foram identificados P. marinus e 

P. olseni (da SILVA et al., 2014). Perkinsus beihaiensis também foi registrado em 
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Anomalocardia brasiliana do estuário do Rio Timonha, Ceará (FERREIRA et al., 2015). 

Todos esses registros ampliaram os conhecimentos sobre a perkinsiose em moluscos da costa 

brasileira. O objetivo desse trabalho foi investigar a presença de Perkinsus spp. em 

Crassostrea rhizophorae de bancos naturais dos estuários dos Rios Jaguaribe (CE), 

Camurupim (PI) e Carnaubeiras (MA). 
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2. MATERIAL E MÉTODOS 

 

2.1. Área de estudo 

 

As ostras foram coletadas no estuário do Rio Jaguaribe, localizado no litoral leste 

do Estado do Ceará (04°27'39,21"S, 37°47'31,68"W), no estuário do Rio Camurupim, situado 

ao norte do Estado do Piauí (02°54'51"S, 41°24'58,2"W) e no estuário do Rio Carnaubeiras, 

localizado na porção extremo-leste do Estado do Maranhão (02°50'0,08"S, 041°57'36,5"W) 

(Figura 1). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 1 – Mapa indicando os estuários nos estados do Ceará, Piauí e Maranhão, onde foram realizadas as 

coletas da ostra Crassostrea rhizophorae. (1) Rio Jaguaribe; (2) Rio Camurupim e (3) Rio Carnaubeiras. Área 

mais clara do mapa do Brasil indica a região Nordeste. 
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2.2. Amostragem das ostras 

 

As ostras foram coletadas manualmente das raízes de Rhizophorae mangle, na 

maré baixa nos estuários do Rio Jaguaribe (CE), Camurupim (PI) e Carnaubeiras (MA). As 

coletas foram realizadas em março de 2012 no Ceará e em abril no Piauí e Maranhão, período 

considerado chuvoso na região e neste mesmo ano, houve repetição de coletas no período 

seco, em outubro no Ceará e Piauí e em novembro no Maranhão. Em 2013, coletas foram 

feitas apenas no período chuvoso, sendo em maio no Maranhão e em junho no Ceará e Piauí. 

Em cada estuário foram coletados 150 espécimes/coleta, totalizando 450 animais em cada um 

dos três estuários e 1.350 ostras no total. 

Os dados de temperatura e salinidade foram aferidos a cada amostragem. As 

ostras foram transportadas em caixas isotérmicas para o Centro de Diagnóstico de 

Organismos Aquáticos – CEDECAM do Instituto de Ciências do Mar – LABOMAR/UFC. 

No laboratório, os animais foram medidos quanto à altura da concha, segundo Galtsoff 

(1964), abertos e seus tecidos submetidos às técnicas de incubação de tecidos em meio líquido 

de tioglicolato de Ray (RFTM), reação em cadeia da polimerase (PCR), sequenciamento e 

histologia, para se investigar a presença e/ou ausência de Perkinsus spp. 

 

2.3. Incubação de tecidos em meio líquido de tioglicolato de Ray (RFTM) 

 

Todos os animais coletados (N= 1.350) foram submetidos à técnica de incubação 

dos tecidos em RFTM. Para isso, duas demibrânquias e o reto de cada ostra foram incubados 

em tioglicolato na presença antibióticos e antifúngicos (Penicilina/Estreptomicina e Nistatina) 

por 7 dias no escuro à temperatura ambiente. Decorrido esse período, os fragmentos de órgãos 

foram coletados com auxílio de uma pinça, macerados em lâmina e corados com lugol a 3% 

(OIE, 2012), de acordo com Ray (1954). O material foi analisado ao microscópio de luz para 

verificar a presença e/ou ausência de células de Perkinsus, as quais apresentaram-se esféricas 

e com coloração azul ou negra azulada. A prevalência de Perkinsus foi calculada de acordo 

com Bush et al. (1997) e a intensidade de infecção seguiu a escala de Mackin (RAY, 1954), 

modificada por Sabry et al. (2009). 
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2.4. Extração de DNA total 

 

A extração de DNA genômico total foi realizada em animais positivos e suspeitos 

(N= 309) na técnica de RFTM de acordo com o protocolo descrito por Sambrook et al. 

(1989). O material genético foi extraído de aproximadamente 50mg de tecido branquial e do 

reto dos animais, conservados previamente em álcool 95% (MERCK®). 

Para a extração, o material biológico foi lavado com uma solução de Tris-HCl 

(10mM, pH 7,0) e colocado em microtubos do tipo Eppendorf de 1,5ml contendo 500μL de 

tampão de extração (Tris-HCl 100 mM, SDS 1%). Em seguida, adicionou-se 30μL de 

proteinase K (10mg/ml) e misturou-se bem por inversão. As amostras foram incubadas a 65°C 

por 3 horas até o tecido estar completamente digerido, misturando-se ocasionalmente por 

inversão. 

Após a digestão do tecido, foi adicionado 500μL de fenol: clorofórmio: álcool 

isoamílico (25:24:1) (INVITROGEN®) misturando-se por inversão durante 5 min. Para a 

separação das fases, as amostras foram centrifugadas a 10.300g/5 min. Uma alíquota de 

500μL da fase aquosa superior foi transferida para outro microtubo tomando-se o cuidado 

essencial para não perturbar a interface. Na etapa posterior de purificação, 500μL de 

clorofórmio:álcool isoamílico (24:1) foram novamente adicionados à amostra e misturou-se 

por inversão durante 5 min. As amostras foram novamente centrifugadas a 10.300g/5 min. e 

450μL da fase aquosa superior foi transferida para outro microtubo de 1,5mL. Para 

precipitação do DNA, foi adicionado 1,0mL de etanol absoluto e 50μL de acetato de sódio 

3M às amostras, incubando-as a 20°C/15 min. Após esta etapa, as amostras foram 

centrifugadas a 10.300g/15 min. O sobrenadante foi removido cuidadosamente por inversão. 

As amostras foram então lavadas com 500μL de etanol 70%, invertendo-se algumas vezes 

para posteriormente serem centrifugadas novamente a 10.300g/5 min. O etanol foi descartado 

cuidadosamente e os microtubos invertidos sobre um papel toalha a fim de maximizar o 

processo de secagem à temperatura ambiente por 10 minutos. O DNA das amostras foi 

ressuspendido em 50μL de TE (Tris-HCl 10mM, EDTA 1mM) e conservado a -20°C. 

Antes da utilização do DNA total extraído, sua integridade foi avaliada por 

corrida eletroforética em gel de agarose a 1%, preparado em 150mL de TAE (1X) (0,04M 

Tris Base; 0,04M acetato e 0,001M EDTA). O gel foi preparado em uma cuba Electophoresis 

Systems FB-SB-1316 (FISHERBIOTECH®) contendo o tampão TAE (1X). Para a aplicação 
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no gel, 5,0μL de cada amostra de DNA foi misturada a 3μL do corante Blue juice™ 10X 

(INVITROGEN®) contendo 1μL de Gel Red 20X. A corrida eletroforética foi realizada com 

a potência de 0,58 volts/cm
2
 de corrente contínua durante 60 minutos. O gel foi visualizado 

em um transiluminador ultravioleta SelectTMSeries (ESPECTROLINE®) e fotodocumentado 

através do sistema de análise e fotodocumentação de eletroforese (Electrophoresis 

Documentation and Analysis System 290, EDAS 290) (KODAK®) o qual utiliza o programa 

KODAK 1D Image Analysis Software para a visualização das imagens (PIZZONIA, 2001). 

O DNA total de cada amostra foi então quantificado em um aparelho 

espectrofotômetro NANODROP 2000C (THERMO SCIENTIFIC®), utilizando-se a 

absorbância na faixa de 260 nm. A relação de absorbância (260A/280A) também foi analisada 

para a certificação do grau de pureza do DNA total extraído. 

 

2.5. Clonagem e produção de controles positivos para detecção de Perkinsus spp. 

 

Para a produção de controle positivo, fragmentos referentes ao gene ITS de 

Perkinsus behaiensis foram excisados e recuperados do gel de agarose, utilizando o kit 

PureLink™ Quick Gel Extraction (INVITROGEN®), de acordo com as recomendações do 

fabricante. 

A clonagem destes fragmentos foi realizada seguindo-se as recomendações do 

fabricante do kit pGEM®-T Easy Vector Systems (PROMEGA®). A ligação dos fragmentos 

ao plasmídeo pGEM-T (razão molar 3:1) procedeu a 4ºC/18 horas. Bactérias E. coli TOP10F’ 

foram transformadas com o produto da ligação por choque térmico (gelo/20 min: 42ºC/50s: 

gelo/2 min). Após o choque térmico foi adicionado 250μl de meio SOC (triptona 2%; extrato 

de levedura 0,5%; NaCl 10mM; KCl 2,5mM; MgCl2 10mM; Glucose 20mM; pH 7,0) pré-

aquecido a 37ºC. As bactérias transformadas foram incubadas em shaker por 2 

horas/37ºC/150rpm. Com o auxílio de uma alça de Drigalsky, plaqueou-se 100μL da solução 

contendo as células transformadas com os produtos de ligação em meio contendo LB Agar 

(ampicilina 100μg/mL, IPTG 0,5mM e Xgal 80μg/mL). Após incubação a 37ºC/16h 

observou-se o crescimento de colônias brancas e azuis. Para a extração dos plasmídeos, 

apenas as colônias brancas foram selecionadas. A partir da colônia selecionada foi feito, com 

o auxilio de uma ponteira, um inóculo em 1,5mL de meio LB caldo contendo ampicilina 

(100μg/mL). Os inóculos foram incubados a 37ºC/16 horas. Os plasmídeos foram extraídos de 



85 

 

 

 

acordo com as instruções contidas no kit PureLink™ Quick Plasmid Miniprep 

(INVITROGEN™). A confirmação da transformação dos clones se deu a partir da 

amplificação por PCR dos fragmentos-alvo utilizando os primers ITS-Forward e ITS-Reverse. 

 

2.6. Detecção de Perkinsus por reação em cadeia da polimerase (PCR) 

 

O DNA de 309 ostras foi analisado para Perkinsus sp. através de PCR, incluindo 

291 animais positivos e suspeitos nos ensaios de RFTM e ainda 18 animais selecionados 

aleatoriamente, entre as ostras que foram RFTM-negativas. 

A análise por PCR foi realizada com o conjunto de iniciadores 85/750 Perk ITS 

(CASAS et al., 2002) os quais hibridizam especificamente com regiões conservadas dos 

espaçadores internos transcritos (ITS) a partir do complexo de genes de rRNA, específicas 

para membros do gênero Perkinsus. O DNA extraído a partir de células de Perkinsus 

beihaiensis foi utilizado como controle positivo. Para o controle negativo, o DNA foi 

substituído por água isenta de nuclease. Cada reação de 25µL continha 50-100ng de DNA 

molde, 1x tampão de PCR, 1.5mM MgCl2, 0.2mM de cada dNTP, 0.8mM de cada primer e 1 

unidade de Taq DNA polimerase (Invitrogen). O protocolo incluiu uma desnaturação de DNA 

a 94°C durante 10 min, e 35 ciclos de amplificação a 94°C (1 min), 55°C (1 min) e 72°C (1 

min), seguido por uma extensão final a 72°C durante 10 min. Os produtos de PCR foram 

corados com Blue juice™ e separados por eletroforese em gel de agarose TAE 1,5%. 

 

2.7. Sequenciamento do DNA 

 

O sequenciamento direto para produtos de PCR foi feito para 37 amostras 

positivas. As reações foram realizadas através do kit de sequenciamento BigDye Terminator 

v3.1 Cycle Sequencing (Applied Biosystems). Para cada reação de sequenciamento foram 

utilizados 2µL de BigDye; 1µL de tampão proprietário 5x, 0,5 a 2,5µL do DNA purificado, 

0,32µL de primer (3,2 pmol) e água suficiente para um volume total de reação de 10µL. 

Todas as amostras foram sequenciadas nas direções foward e reverse. 

A reação de sequenciamento foi realizada em termociclador Techne (Flexigene®) 

nas seguintes condições de termociclagem: desnaturação inicial de 96
o
C por 4 min, seguida de 

25 ciclos (96
o
C por 10 seg, 50

o
C por 5 seg, 60

o
C por 4 min). A purificação dos produtos da 
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reação de sequenciamento foi feita adicionando-se 40µL de isopropanol (65%) por reação. 

Em seguida, a placa contendo as reações foi envolvida em papel alumínio e mantida em 

temperatura ambiente por 20 minutos. Posteriormente, as amostras foram centrifugadas a 

4.000 rpm por 30 minutos a 22
o
C. Subsequentemente, por inversão da placa, foi feito o 

descarte do isopropanol. Em seguida, foram adicionados 150µL de etanol (60%), onde foram 

novamente centrifugadas a 4.000 rpm/10 min/22
o
C, com descarte do etanol pela inversão da 

placa. O produto foi seco através da inversão da placa em centrifuga através de um spin de 

1000 rpm. Finalmente, as amostras foram ressuspendidas em formamida, desnaturadas a 95°C 

por 5 min e lidas em sequenciador automático capilar ABI 3500 (Applied Biosystems). 

 

2.8. Elaboração da árvore filogenética 

 

Para a elaboração da árvore filogenética, todos os ferogramas foram checados 

manualmente e as sequências consenso para cada amostra foram obtidas através do software 

MEGA 6.0 (TAMURA et al., 2013). Também foram adicionadas ao conjunto de dados 

sequências disponíveis no GenBank (www.ncbi.nlm.nih.gov). Buscou-se contemplar a 

diversidade geográfica para fins de análise da distância genética entre as espécies. Uma árvore 

filogenética foi produzida através do algoritmo Neighbor-Joining (SAITOU; NEI, 1987), 

usando a distância de Kimura 2 parâmetros (KIMURA, 1980), deleção em pares e 10.000 

réplicas de bootstrap (FELSENSTEIN, 1985). 

 

2.9. Procedimentos histológicos 

 

De cada coleta/estuário, 30 ostras foram submetidas a procedimentos histológicos, 

totalizando 270 animais analisados por esta técnica. Para este fim, um corte transversal foi 

feito em cada massa visceral dos animais, visando amostrar brânquias, gônada e glândula 

digestiva. Os tecidos foram fixados em solução de Davidson (SHAW; BATTLE, 1957) por 

24h e em seguida lavados em água corrente para retirada do excesso do fixador. 

Posteriormente, os tecidos foram desidratados em álcool até 100%, diafanizados em xilol e 

impregnados em parafina histológica a 60
o
C. Após o emblocamento, o material biológico foi 

seccionado a 5 µm em micrótomo, tendo sido os tecidos montados sobre lâminas e a seguir 

corados com hematoxilina de Harris e eosina (HOWARD et al., 2004). 

http://www.ncbi.nlm.nih.gov/
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As análises histopatológicas foram realizadas em microscópio de luz e as sessões 

histológicas foram fotomicrografadas. A prevalência de Perkinsus sp. foi calculada levando 

em consideração o número total de animais infectados sobre o número de ostras coletadas em 

cada coleta, de acordo com Bush et al. (1997). 

 

3. RESULTADOS 

 

A temperatura e a salinidade da água dos estuários no dia das coletas e as alturas 

médias das ostras (n=30) (média ± DP), coletadas em 2012 e 2013, encontram-se na tabela 1. 

 

3.1. Ensaios de RFTM 

 

Os ensaios com RFTM evidenciaram a presença de Perkinsus spp. nos três 

estuários. As células apresentaram-se esféricas com tamanhos variando de 4,11 a 45,31 µm de 

diâmetro e com coloração azulada ou preta escuro, resultante da ação do lugol (Figura 2). A 

prevalência de ostras infectadas variou de 0,67 a 34%, considerando os três estuários (Tabela 

1). A intensidade de infecção variou de muito leve (1 a 10 células em toda a lâmina) a intensa 

(mais de 100 células em cada um dos campos observados). A intensidade média de infecção 

(1 - 4) pode ser evidenciada na tabela 1. 
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Tabela 1 – Prevalência (%) e intensidade média de infecção (1–4) de Perkinsus sp., infectando a ostra Crassostrea rhizophorae coletadas nos estuários dos rios Carnaubeiras 

(CAR), Camurupim (CAM) e Jaguaribe (JAG) e através do cultivo em RFTM. n= número de ostras analisadas; A: altura ostras em mm (n=30) (média ± DP).  PC (Período 

chuvoso) e PS (período seco). T° C = temperatura da água; S (PSU) = salinidade da água. 

 

 

 

 

Ano 2012  2013  

Estuários CAR 

(n = 150) 

CAM 

(n = 150) 

JAG 

(n = 150) 

CAR 

(n =150) 

CAM 

(n =150) 

JAG 

(n =150) 

Períodos PC PS PC PS PC PS PC PC PC 

A (mm) 55,1 ±10,7 55,5 ±8,2 51,5 ±6,2 47,2 ±6,9 56,5±12,0 60,1±6,1 61,4 ±9,0 61,0 ±8,9 65,4 ±8,1 

T oC 28 30 31 28 28 30 31 30 28 

PSU 5 29 40 45 23 35 11 42 25 

Perkinsus sp.(%)  25,33 32,67 6,67 15,33 4,66 16,0 34 9,33 0,67 

Intensidade de infecção (1-4) 2,0±0,77 1,77 ±0,98 1,40±0,52 1,0±0,0 1,14±0,38 1,87±0,89 1,66±0,93 1,92±0,92 1,0±0,0 
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Figura 2 – Hipnósporos de Perkinsus sp. (seta) infectando as brânquias da ostra Crassostrea rhizophorae após 

incubação em meio líquido de tioglicolato de Ray. Barra de escala = 50 μm. 

 

3.2. Detecção de Perkinsus por reação em cadeia da polimerase (PCR) 

 

As análises dos fragmentos da região ITS de Perkinsus amplificados por PCR, 

resultaram em amplicons com aproximadamente 700pb. Das 291 amostras positivas e 

suspeitas em RFTM, a PCR confirmou 29,89% (87/291) e dos 18 animais RFTM negativos 1 

foi confirmado. 

 

3.3. Sequenciamento do DNA 

 

O sequenciamento foi positivo em 26 amostras, confirmando a ocorrência de 

Perkinsus beihaiensis infectando 16 ostras no Maranhão, 4 no Piauí e apenas um animal no 

Ceará. Ainda no Ceará foram confirmados 4 ostras positivas para Perkinsus chesapeaki e 1 

para Perkinsus marinus (Figura 3). 
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Figura 3 – Diagnóstico molecular da região ITS do DNA ribossômico de espécies do gênero Perkinsus em 

Crassostrea rhizophorae. Eletroforese em gel de agarose 1,5%. M: marcador molecular; BR: branco; C+: 

controle positivo; MA: Maranhão; PI: Piauí; CE: Ceará; Pb: Perkinsus beihaiensis. Pc: Perkinsus 

chesapeaki;Pm: Perkinsus marinus. 

 

 

As sequências alinhadas em MEGA e analisadas por Neighbor-Joining 

produziram a árvore apresentada na figura 4. As sequências da região ITS obtidas de P. 

beihaiensis, P. marinus e P. chesapeaki foram agrupadas em clados monofiléticos distintos. 
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Figura 4 – Árvore gerada a partir da análise de Neighbor-Joining baseada nas sequências obtidas nesse trabalho 

e as demais acessadas no GenBank. As amostras sequenciadas neste estudo estão em destaque. Valores de 

bootstrap (10.000 réplicas) estão indicados nos nós. 



92 

 

 

 

3.4. Análises histológicas 

 

As análises histológicas confirmaram a presença de células de Perkinsus em todos 

os animais positivos nos ensaios de RFTM. O protozoário foi detectado nas ostras coletadas 

nos três estuários em 2012 e 2013, nos períodos chuvoso e seco. Apenas um animal positivo 

para P. chesapeaki estava entre os 30 animais selecionados para histologia. Os trofozoítos 

foram observados infectando o tecido conjuntivo em torno da glândula digestiva, no epitélio 

dos túbulos digestivos e brânquia das ostras. De um modo geral, foram observadas poucas 

células do patógeno e sem nenhuma reação do hospedeiro, com exceção de poucos animais 

que apresentaram uma leve infiltração de hemócitos. As células do patógeno apresentaram-se 

arredondadas com um vacúolo ocupando uma grande porção do volume da célula, com o 

núcleo excêntrico apresentando um nucléolo proeminente (Figura 5A e B). O tamanho das 

células do protozoário variou de 2,76 a 6,16 m (4,48 ± 0,95; n=10). A maior prevalência de 

Perkinsus observada pela histologia foi de 40% no estuário do Rio Carnaubeiras em 2013 

(período chuvoso). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 5 – Perkinsus beihaiensis (seta) infectando o tecido conjuntivo da ostra Crassostrea rhizophorae. (A) 

Trofozoíto mostrando uma forma anelada. (B) Detalhe do vacúolo (v) ocupando um grande volume da célula. 

Barras de escala= 10µm. Coloração: HE. 

 

4. DISCUSSÃO 

 

Esse trabalho faz o relato de protozoários do gênero Perkinsus infectando a ostra 

Crassostrea rhizophorae de três importantes estuários da costa nordeste do Brasil e registra, 

pela primeira vez, a ocorrência de Perkinsus chesapeaki e P. marinus no estuário do Rio 
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Jaguaribe, Ceará. Vale ressaltar que este é o primeiro registro de P. chesapeaki infectando 

bivalves na América do Sul. As espécies de Perkinsus foram detectadas através de cultivo em 

meio de tioglicolato (RFTM) e análises de PCR, seguidos de clonagem, sequenciamento e 

histologia. 

Os ensaios de RFTM revelaram a presença de hipnósporos de Perkinsus spp. infectando 

os tecidos de C. rhizophorae. As células do patógeno se apresentaram alargadas após 

incubação em RFTM, de acordo a descrição feita por Choi e Park (2010) e similares às 

observadas em outros estudos com moluscos da costa brasileira (SABRY et al., 2009; 

BRANDÃO et al., 2013; da SILVA et al., 2013). 

No período chuvoso, as prevalências médias de Perkinsus spp. nas ostras coletadas no 

estuário de Carnaubeiras (MA) foram maiores (até 34%) que as observadas no Rio 

Camurupim (até 9, 33%) e Jaguaribe (até 4,7%). As prevalências de Perkinsus nas ostras do 

Rio Jaguaribe foram menores que a registrada por Sabry et al. (2009) nessa mesma espécie de 

ostra da região (5,78%). No período seco em 2012, as prevalências médias de Perkinsus spp. 

foram maiores quando comparadas ao período chuvoso, nos três estuários (tabela 1). Nesse 

mesmo período, também foram observados os maiores valores de salinidade, no entanto não 

podemos relacionar o aumento da prevalência com esta variável, pois em Carnaubeiras, no 

período chuvoso, nos dois anos de coleta foram registradas prevalências de 25,33% e 34% em 

salinidade de 5 e 11‰, respectivamente. Por outro lado, prevalências baixas de Perkinsus 

(0,67 e 9,33%), em ostras do mesmo estuário foram associadas a valores relativamente altos 

de salinidade (25 e 42 ‰) (Tabela 1). Ao contrário, Brandão et al. (2013) registraram as 

menores prevalências de Perkinsus sp. (21%) em salinidade de 0‰. Segundo a OIE, a 

prevalência e a intensidade de infecção por P. marinus são maiores em salinidades acima de 

12 PSU. A transmissão pode ocorrer entre 9 e 12, mas a infecção permanece baixa em 

intensidade (OIE, 2012). Portanto, são necessários mais estudos para melhor compreensão da 

dinâmica ecológica desse patógeno. 

A maior prevalência registrada nesse estudo (34%) foi menor que a maioria dos valores 

registrados em C. rhizophorae infectada por Perkinsus sp. na Bahia (até 92%) (Brandão et al. 

2013); por P. marinus (100%) na Paraíba (da SILVA et al., 2013) e em. C. gasar da Paraíba 

infectada por Perkinsus sp. (93,3%) (QUEIROGA et al., 2013). No entanto, as prevalências 

observadas aqui foram maiores que as registradas em ostras do estuário do Rio Pacoti, Ceará 

em 2009 (7,3%) e 2010 (4%) (SABRY et al., 2013) e em Anomalocardia brasiliana (14,7%) 
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do estuário do Rio Timonha, Ceará (FERREIRA et al., 2015). A intensidade média de 

infecção pelo RFTM na maioria dos animais foi muito leve (nível 1), com apenas alguns 

animais em nível severo de infecção (nível 4). Resultado similar foi registrado por Sabry et al. 

(2009) quando relataram níveis de infecção variando de muito leve a avançado, enquanto 

Brandão et al. (2013) relatam elevadas intensidade de infecção por Perkinsus sp. em C. 

rhizophoare da Bahia. O fato de poucos animais terem apresentado infecção avançada sugere 

a ausência de mortalidades nas populações de ostras nesses bancos naturais. Estudos 

realizados em moluscos de estuários do nordeste brasileiro têm documentado a ausência de 

mortalidade nas ostras, mesmo quando são observadas elevadas prevalências de Perkinsus sp. 

As intensidades de infecção por Perkinsus observada nesse estudo foram diferentes das 

observadas em C. rhizophorae (nulo a muito leve) (SABRY et al., 2013) e em A. brasiliana 

(muito leve a leve) (FERREIRA et al., 2015). 

As análises dos fragmentos da região ITS de Perkinsus amplificados por PCR, 

resultaram em amplicons com aproximadamente 700pb, confirmando 29,89% (87/291) dos 

animais positivos e suspeitos em RFTM. Os resultados negativos na PCR podem sugerir a 

baixa intensidade de células de Perkinsus nos tecidos infectados ou ainda os mesmos não 

continham células do patógeno. Diferenças entre as técnicas empregadas também já foram 

relatadas e associadas a pouca quantidade de tecidos e à baixa intensidade de infecção 

(SABRY et al., 2009 e 2013; BRANDÃO et al. 2013). Diferenças de resultados entre 

diferentes técnicas de diagnósticos já foram relatadas por outros autores (BURRESON, 2008; 

REECE et al., 2008). 

A árvore produzida pelo método de Neighbor- Joining agrupou as sequências da 

região ITS obtidas de P. beihaiensis, P. marinus e P. chesapeaki em clados monofiléticos 

distintos, sugerindo fortemente uma diferenciação entre os grupos. Pesquisas realizadas com a 

ferramenta BLAST indicaram que as sequências obtidas da região ITS de Perkinsus 

beihaiensis de todos os estuários apresentaram maiores identidades (99%) com a mesma 

espécie de Perkinsus investigada no Brasil por Queiroga et al. (2015) e por Ferreira et al. 

(2015). Perkinsus marinus encontrado no Ceará evidenciou as maiores similaridades (98%) 

com P. marinus da Paraíba (da SILVA et al., 2013; QUEIROGA et al., 2015) e P. marinus 

dos EUA (BROWN et al., 2004), enquanto P. chesapeaki compartilhou identidades altas 

(98%) com P. chesapeaki dos EUA (BURRESON; REECE; DUNGAN, 2005) e da Itália 

(ABOLLO et al., 2006). 



95 

 

 

 

As análises histológicas mostraram trofozoítos com morfologia anelada 

semelhante às caracterizações realizadas em estudos anteriores (SABRY et al., 2009; 

CREMONTE, BALSEIRO; FIGUERAS, 2005; BRANDÃO et al., 2013). De um modo geral 

foram visualizadas poucas células do parasita nos tecidos e apenas em poucas ostras P. 

beihaiensis causou danos muito leves no epitélio do trato digestivo, acompanhada de uma 

leve infiltração de hemócitos, porém não foram observados trofozoítos fagocitados. A baixa 

intensidade de células nos tecidos também pode sugerir a ausência de mortalidade nas ostras 

desses bancos naturais, pois segundo Choi e Park (2010), elevadas infecções por Perkinsus 

comumente causam inflamações nos tecidos e também mortalidades. Sabry et al. (2013) não 

observaram qualquer alteração nos tecidos de C. rhizophorae infectadas. Por outro lado, 

Cremonte, Balseiro e Figueras (2005) relataram fortes reações hemocitárias decorrentes da 

infecção por P. marinus e Brandão et al. (2013) observaram moderada infiltração de 

hemócitos e trofozoítos de Perkinsus fagocitados em tecidos de C. rhizophorae. Em ostras 

Crassostrea corteziensis do México infectadas por P. marinus, infecções severas causaram 

infiltrações de hemócitos e destruição dos tecidos (CÁCERES-MARTÍNEZ, 2010). Respostas 

de defesa também já foram detectadas em ostras infectadas por P. marinus (VILLALBA et 

al., 2004); por P. beihaiensis (MOSS et al., 2008) e por Perkinsus spp. em Crassostrea 

ariakensis nos EUA (MOSS et al., 2007), porém acredita-se que as reações do hospedeiro 

precisam ser melhor compreendidas. 

Concluindo, os resultados do presente estudo representam um avanço nas 

pesquisas, sobre a perkinsiose no Brasil, pois ampliam a área de distribuição desse 

protozoário na costa brasileira e relatam, pela primeira vez, a ocorrência de P. chesapeaki e P. 

marinus infectando a ostra C. rhizophorae no estuário do Rio Jaguaribe, no litoral leste do 

Estado do Ceará, sendo esta a primeira detecção de P. chesapeaki infectando bivalves na 

América do Sul. 
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4. CONCLUSÕES GERAIS 

 

 

1) Os resultados de RFTM confirmaram a ocorrência de Perkinsus sp. infectando 

populações nativas de Crassostrea rhizophorae em três estuários no nordeste setentrional do 

Brasil, com prevalências variando de baixas a moderadas (0,67 a 34%). 

 

2) Em geral, as bactérias do tipo Rickettsia e protozoários foram mais comuns nas 

ostras quando comparadas às baixas prevalências de metazoários nestes bivalves; 

 

3) Apesar da infecção por trematódeos bucefalídeos ter possivelmente 

inviabilizado a gametogênese, isto não foi significante, devido à baixa prevalência observada 

nas populações de C. rhizophorae onde os mesmos foram identificados; 

 

4) Os resultados do presente estudo representam um avanço nas pesquisas, pois 

ampliam a área de distribuição desses patógenos na costa brasileira e o estudo relata, pela 

primeira vez, a ocorrência de P. chesapeaki e P. marinus infectando a ostra C. rhizophorae no 

estuário do Rio Jaguaribe, litoral leste do Estado do Ceará. 

 

5) O presente estudo documenta pela primeira vez o registro de P. chesapeaki 

infectando bivalves na América do Sul. 
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5. CONSIDERAÇÕES FINAIS 

 

 

 O Brasil avançou significantemente no conhecimento de patologias que afetam os 

bivalves nos últimos anos. Isto se deve, principalmente, ao aumento dos cultivos, 

possibilidade de comércio entre regiões produtoras e incremento de pesquisas nos cursos de 

pós-graduação relacionados ao tema. Ainda assim, temos um grande horizonte investigativo 

pra descobrir ao longo dos próximos anos: uma infinidade de patógenos, suas dinâmicas de 

infecção, ciclos de vida, sua distribuição, impactos no hospedeiro e a reação do mesmo frente 

ao agente infectante. 

 O conhecimento das enfermidades que acometem estes organismos é de fundamental 

importância para se evitar perdas econômicas e impactos deletérios nas comunidades 

alicerçadas no cultivo ou extrativismo desses animais. Isso por si só já justificaria a premente 

intensificação de pesquisas em patologia de bivalves. Além disso, pesquisas com foco em 

patógenos de declaração obrigatória para a Organização Mundial para a Saúde Animal – OIE 

colocam o país como protagonista no conhecimento e identificação desses parasitas perante a 

comunidade científica internacional. 

 O presente trabalho registrou a ocorrência de parasitas na ostra C. rhizophorae de 

alguns estuários da região nordeste do Brasil. Embora as intensidades de infecção/infestação, 

tenham sido geralmente baixas, as alterações nos tecidos ou órgãos observados no presente 

estudo podem ter implicações futuras na dinâmica dessas populações da região. A nova 

ocorrência de P. marinus no Ceará, que estende a área de abrangência já conhecida desta 

espécie no Brasil, e a identificação de P. chesapeaki, uma espécie até então não registrada 

para a América do Sul, corrobora a necessidade de mais estudos ao longo dos anos em outras 

espécies de bivalves ao longo da costa brasileira. 
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