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Resumo 

Copepoda está entre os táxons mais importantes de parasitos de peixes. O parasitismo surgiu 

independentemente várias vezes ao longo da história evolutiva do grupo, tornando o táxon um 

modelo relevante para o estudo das origens e da evolução dessa relação ecológica. Nas últimas 

duas décadas, abordagens moleculares tornaram-se cada vez mais importantes para os estudos 

taxonômicos e filogenéticos. No entanto, a disponibilidade de sequências gênicas ainda é 

limitada em diversos grupos de copépodes, como Ergasilidae e Lernaeidae. Diante desse 

cenário, este estudo teve como objetivo inventariar, identificar e descrever a fauna de copépodes 

parasitos de peixes coletados em rios do Brasil e estuários da África do Sul, com base em dados 

morfológicos e moleculares. As coletas foram realizadas entre junho de 2020 e outubro de 2023, 

nas seguintes localidades: Brasil – Rio Pardo, um tributário do rio Paranapanema, São Paulo, 

com seis pontos de amostragem ao longo de toda a extensão do rio (da nascente à foz); e África 

do Sul – múltiplas coletas nos estuários e na zona litorânea dos rios Groot (Western Cape) e 

Boknes (Eastern Cape). No total, mais de 700 espécimes de peixes foram analisados, e 

copépodes parasitos foram encontrados nas seguintes espécies hospedeiras: (1) Brasil – 

Astyanax lacustris (Rhinergasilus piranhus – narinas; Tiddergasilus bipartitus – brânquias); 

Cyphocharax modestus (R. piranhus – narinas); Coptodon rendalli (R. piranhus – narinas; 

Lamproglena monodi – brânquias); Psalidodon bockmanni (R. piranhus – narinas) e 

Serrasalmus maculatus (Gamispatulus schizodontis – narinas); e (2) África do Sul – Anguilla 

mossambica (Mugilicola smithae – boca e brânquias); Chelon richardsonii (Dermoergasilus 

amplectens – brânquias); Chelon tricuspidens (Ergasilus sp. – brânquias); Pseudomyxus 

capensis (D. amplectens – brânquias); e Rhabdosargus holubi (Paraergasilus n. sp. – 

brânquias). Neste estudo, foram obtidas sequências de dois genes ribossomais nucleares (18S e 

28S) e/ou de um gene mitocondrial (subunidade 1 da citocromo c oxidase – cox1) para oito 

crustáceos parasitos, incluindo uma possível nova espécie de Paraergasilus (Paraergasilus n. 

sp.) da África do Sul. Nenhuma sequência foi obtida para a espécie brasileira T. bipartitus; no 

entanto, as análises morfológicas desse parasito indicaram que se tratava de uma nova espécie, 

a qual foi descrita ao longo deste estudo. Hipóteses filogenéticas para os genes 18S e 28S 

revelaram sete clados terminais com alto suporte dentro de Ergasilidae, incluindo um clado 

formado exclusivamente por espécies neotropicais. Embora as relações entre esses clados ainda 

sejam incertas, sua designação gera “bons alvos” para revisões taxonômicas futuras – incluindo 

para o gênero-tipo Ergasilus, que constantemente tem sido recuperado como polifilético. As 

análises de Lernaeidae, além de corroborarem a identificação do espécime como L. monodi, 

sugerem que a distribuição geográfica desses copépodes pode representar um sinal filogenético 

relevante dentro do gênero. A ocorrência diferencial do copépode de vida livre Tropocyclops 

cf. prasinus prasinus nas brânquias de peixes do Rio Pardo (A. lacustris, Geophagus 

brasiliensis, C. rendalli e P. bockmanni) sugere uma possível associação simbiótica entre esses 

organismos, que ainda precisa ser investigada. Finalmente, os novos registros de hospedeiros e 

localidades não só expandem nosso conhecimento sobre copépodes parasitos no Brasil e na 

África do Sul, mas também revelam novas evidências de espécies invasoras, troca de 

hospedeiros e de recontaminação por parasitos nativos (ou parasite spillback) nas áreas 

estudadas. 

Palavras-chave: Ergasilidae, Filogenia, Lernaeidae, Molecular, Morfologia, Taxonomia. 
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Abstract 

Copepoda is among the most important taxa of fish parasites. Parasitism has independently 

arisen several times throughout the evolutionary history of this group, making it a relevant 

model for studying the origins and evolution of this type of ecological relationship. In the last 

two decades, molecular approaches have become increasingly important for taxonomic and 

phylogenetic studies. However, the availability of gene sequences is still limited in several 

copepod groups, such as Ergasilidae and Lernaeidae. In this context, the aim of this study was 

to do the inventory, identification and description of parasitic copepods from fishes collected 

in rivers in Brazil and estuaries in South Africa, based on morphological and molecular 

approach. The fish samplings were carried out between June 2020 and October 2023 in the 

following locations: Brazil – Pardo River, a tributary of the Paranapanema River in São Paulo 

state, with six sampling points along the entire length of the river (from the source to the mouth); 

and South Africa – multiple collections sites in the estuaries and coastal zones of the Groot 

River (Western Cape) and Boknes River (Eastern Cape). Overall, more than 700 fish specimens 

were analyzed, and parasitic copepods were found in the following host species: (1) Brazil – 

Astyanax lacustris (Rhinergasilus piranhus – nostrils; and Tiddergasilus bipartitus – gills); 

Cyphocharax modestus (R. piranhus – nostrils); Coptodon rendalli (R. piranhus – nostrils; and 

Lamproglena monodi – gills); Psalidodon bockmanni (R. piranhus – nostrils); and Serrasalmus 

maculatus (Gamispatulus schizodontis – nostrils); and (2) South Africa – Anguilla mossambica 

(Mugilicola smithae – mouth and gills); Chelon richardsonii (Dermoergasilus amplectens – 

gills); Chelon tricuspidens (Ergasilus sp. – gills); Pseudomyxus capensis (D. amplectens – 

gills); and Rhabdosargus holubi (Paraergasilus n. sp. – gills). In this study, sequences of two 

nuclear ribosomal genes (18S and 28S) and/or one mitochondrial gene (cytochrome c oxidase 

subunit 1 or cox1) for seven parasitic crustaceans were provided, including for a putative new 

species of Paraergasilus (or Paraergasilus n. sp.) from South Africa. No sequences were 

obtained for Tiddergasilus bipartitus, but morphological analyses of this parasite indicated that 

this copepod belonged to a new species that was described during this study. Phylogenetic 

hypotheses for the 18S and 28S genes revealed seven terminal clades with high support within 

Ergasilidae, including a clade formed exclusively by Neotropical species. Although the 

relationships between these clades are still unclear, their designation generates “good targets” 

for taxonomic revisions in this taxon – even for the type-genus Ergasilus Nordmann, 1832 

which has been continuously recovered as polyphyletic. The analysis of Lernaeidae, in addition 

to corroborating the identification of our specimen as L. monodi, suggests that the geographic 

distribution of these copepods may represent a relevant phylogenetic signal within the genus. 

The differential occurrence of the free-living copepod Tropocyclops cf. prasinus prasinus on 

the gills of fishes from the Pardo River (A. lacustris, Geophagus brasiliensis, C. rendalli, and 

P. bockmanni) suggests a possible symbiotic association between these organisms, which still 

requires further investigation. Finally, the new records of hosts and localities not only expand 

our knowledge of parasitic copepods in Brazil and South Africa but also reveal new evidence 

of invasive species, host switching, and parasite spillback in the studied areas. 

 

Keywords: Ergasilidae, Lernaeidae, Molecular, Morphology, Phylogeny, Taxonomy. 
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dos somitos pedígeros do prossoma; (D) Espínulos da coxa da perna 3; (E) Urossoma completo, 

vista dorsal; (F) Cefalossoma, vista lateral; (G) Detalhe do processo espiniforme (seta branca); 

(H) Cefalossoma, vista dorsal, com janela tegumentar (círculo tracejado); e (I) Detalhe dos 

espínulos das setas semi-plumosas da perna 2. Em = janela tegumentar. Fc = Cutícula flexível. 

Hp = processo espiniforme. lw = janela tegumentar lateral. Md = maxila. Po = poro. PS-1 = 

primeiro somito pedígero. Se = espínulos. ............................................................................. 107 

Figura 22. Fotos de microscopia de luz do voucher de Rhinergasilus piranhus Boeger & 

Thatcher, 1988 – fêmea adulta, depositado na coleção zoológica do Museu de Zoologia da 
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Universidade de São Paulo (MZUSP): (A) corpo, vista ventral; (B) detalhe da antênula com 

cinco segmentos (1 até 5), com primeiro segmento parcialmente subdividido; (C) detalhe da 

antena, vista ventral; (D) cefalossoma com suporte da antena (retângulo tracejado), vista 

ventral; (E) cefalotórax, vista dorsal, com janela tegumentar elíptica (círculo tracejado); e (F) 

detalhe das projeções em formato de chifre no cefalossoma. As = suporte da antena. Cap = capa 

hialina. Em = janela tegumentar. Fo = fossa. Hp = projeção em formato de chifre. Sp = projeção 

espiniforme lateral. ................................................................................................................ 108 

Figura 23. Fotos de microscopia de luz do voucher de Rhinergasilus piranhus Boeger & 

Thatcher, 1988 – fêmea adulta, depositado na coleção zoológica do Museu de Zoologia da 

Universidade de São Paulo (MZUSP): (A) vista ventral dos somitos pedígeros, urossoma e ramo 

caudal; (B) vista dorsal dos somitos pedígeros, urossoma e ramo caudal; e (C) detalhe das perna 

IV e V, vista ventral. L4 = perna IV. L5 = perna V. Escalas em micrômetros. 
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Figura 24. Microfotografias dos material-tipo de Rhinergasilus piranhus Boeger & Thatcher, 

1988 emprestados da coleção zoológica do Instituto Nacional de Pesquisas da Amazônia 

(INPA): (A) e (B) Holótipo INPA PA 309-1; (C) a (H) Parátipos INPA PA 309-2 a 309-5. 

Barras de escala em micrómetros (µm). ................................................................................. 114 

Figura 25. Gamispatulus schizodontis Thatcher & Boeger, 1984 – fêmea adulta, parasita de 

narinas de Serrasalmus maculatus Kner, 1858: (A) Corpo, vista dorsal; (B) Rostrum com 

espinho rostral (seta), vista ventral; (C) segundo somito pedígero, com janelas tegumentares 

em cada extremidade lateral (seta); e (D) Retroestilete com projeção espatular acessória (seta). 

Sl = seta lateral. Sm = seta medial. Escalas em micrômetros. Fonte: adaptado de Narciso & 

Silva (2020). ........................................................................................................................... 118 

Figura 26. Gamispatulus schizodontis Thatcher & Boeger, 1984 – fêmea adulta, parasita de 

narinas de Serrasalmus maculatus Kner, 1858: (A) Urossoma completo, vista dorsal; (B) 

Escleritos intercoxais e placas interpodais, vista ventral, com poros laterais na primeira e 

segunda placa (seta); (C) Segmento genital-duplo, vista ventral; (D) Antena, garra medial com 

fossa na margem interna (seta); e (E) Antênula. Ei = esclerito intercoxal. Pa = protuberância 

anterior. Pi = placa interpodal. Pp = protuberância posterior. Sl = seta lateral. Sm = seta medial. 

P5 = quinta perna. Escalas em micrômetros. Fonte: adaptado de Narciso & Silva (2020). 
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Figura 27. Gamispatulus schizodontis Thatcher & Boeger, 1984 – fêmea adulta, parasita de 

narinas de Serrasalmus maculatus Kner, 1858: (A) Retroestiletes, vista dorsal; (B) Aparelho 

bucal completo, vista ventral; (C) Labrum; (D) Mandíbula e (E) Maxila, sincoxa com poro 
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próximo a inserção da base (seta). La = lâmina anterior. Lp = lâmina posterior. Escalas em 

micrômetros. Fonte: adaptado de Narciso & Silva (2020). .................................................... 120 

Figura 28. Gamispatulus schizodontis Thatcher & Boeger, 1984 – fêmea adulta, parasita de 

narinas de Serrasalmus maculatus Kner, 1858: (A) perna 1; (B) perna 2 (= perna 3); (C) perna 

4 e (D) Saco de ovos. Escalas em micrômetros. Fonte: adaptado de Narciso & Silva (2020). 

................................................................................................................................................ 121 

Figura 29. Fotos de microscopia de luz de Gamispatulus schizodontis Thatcher & Boeger, 1984 

– fêmea adulta, depositado na coleção zoológica do Museu de Zoologia da Universidade de São 

Paulo (MZUSP): (A) corpo, vista ventral; (B) retroestilete com processo espatular (seta branca); 

(C) antena; e (D) saco de ovos. ............................................................................................... 122 

Figura 30. Dermoergasilus amplectens (Dogiel & Akhmerov, 1952) – fêmea adulta, parasito 

de brânquias de Chelon richardsonii (Smith, 1846) e Pseudomyxus capensis (Valenciennes, 

1836) coletados no estuário do Rio Boknes, África do Sul: (A) Corpo, vista dorsal; (B) 

Antênula; (C) Antena; (D) Perna 5; (E) Detalhe do ramo caudal, vista ventral. 

................................................................................................................................................ 128 

Figura 31. Dermoergasilus amplectens (Dogiel & Akhmerov, 1952) – fêmea adulta, parasito 

de brânquias de Chelon richardsonii (Smith, 1846) e Pseudomyxus capensis (Valenciennes, 

1836) coletados no estuário do Rio Boknes, África do Sul: (A) Corpo, vista lateral; (B) Aparato 

bucal completo, com labrum (cinza escuro) recobrindo parcialmente os demais componentes 

da boca; (C) Mandíbula; (D) Maxílula; (E) mandíbula; (F) Labrum; (G) Labium. 

................................................................................................................................................ 129 

Figura 32. Dermoergasilus amplectens (Dogiel & Akhmerov, 1952) – fêmea adulta, parasito 

de brânquias de Chelon richardsonii (Smith, 1846) e Pseudomyxus capensis (Valenciennes, 

1836) coletados no estuário do Rio Boknes, África do Sul: (A) Urossoma completo, vista 

ventral; (B) Detalhe da fusão entre o quinto somito pedígero e o somito genital-duplo, vista 

dorsal; (C) Escleritos intercoxais e placas interpodais, vista ventral. 

................................................................................................................................................ 130 

Figura 33. Dermoergasilus amplectens (Dogiel & Akhmerov, 1952) – fêmea adulta, parasito 

de brânquias de Chelon richardsonii (Smith, 1846) e Pseudomyxus capensis (Valenciennes, 

1836) coletados no estuário do Rio Boknes, África do Sul: (A) Perna 1; (B) Perna 2 (= Perna 

3); (C) Sacos ovígeros; (D) Perna 4. ....................................................................................... 131 

Figura 34. Fotos de microscopia de luz de Dermoergasilus amplectens (Dogiel & Akhmerov, 

1952) – fêmea adulta, parasito de brânquias de Chelon richardsonii (Smith, 1846) e 

Pseudomyxus capensis (Valenciennes, 1836) coletados no estuário do Rio Boknes, África do 
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Sul: (A) Corpo, vista ventral; (B) Corpo, vista lateral; (C) Detalhe da antênula dissecada; (D) 

Detalhe da antena dissecada; (E) Aparato bucal; (F) Urossoma completo, vista dorsal; (G) 

Detalhe do terceiro somito abdominal e ramo caudal; (H) Perna 1. Escalas em micrômetros: A 

e B = 200 µm; C, E e H = 50 µm; D = 150 µm; e F = 100 µm.  ............................................ 132  

Figura 35. Mugilicola smithae Jones J.B. & Hine, 1978 – fêmea adulta pós-metamórfica, 

parasita de brânquias de Anguilla mossambica (Peters, 1852) coletada no estuário do Rio 

Boknes, África do Sul: (A) Cabeça, vista dorsal; (B) Tronco, vista dorsal; (C) Rostro, vista 

ventral; (D) Detalhe da região cefálica, vista dorsal; (E) Remanescente do primeiro tergito; (F) 

Remanescente do segundo tergito, com janela tegumentares laterais (seta); (G) Antênula. 

Escalas em micrômetros. ........................................................................................................ 141 

Figura 36. Mugilicola smithae Jones J.B. & Hine, 1978 – fêmea adulta pós-metamórfica, 

parasita de brânquias de Anguilla mossambica (Peters, 1852) coletada no estuário do Rio 

Boknes, África do Sul: (A) Antenas; (B) Urossoma completo, vista ventral; (C) Margem 

posterior do tronco e parte do urossoma, vista dorsal; (D) Aparato bucal completo; (E) 

Escleritos intercoxais, placas interpodais e perna 4, vista ventral. Escalas em micrômetros. 

................................................................................................................................................ 142 

Figura 37. Mugilicola smithae Jones J.B. & Hine, 1978 – fêmea adulta pós-metamórfica, 

parasita de brânquias de Anguilla mossambica (Peters, 1852) coletada no estuário do Rio 

Boknes, África do Sul: (A) Detalhe da região anterior ao labrum; (B) Labrum; (C) Maxíla; (D) 

Mandíbula; (E) Maxílula; (F) Labium. Escalas em micrômetros. .......................................... 143 

Figura 38. Mugilicola smithae Jones J.B. & Hine, 1978 – fêmea adulta pós-metamórfica, 

parasita de brânquias de Anguilla mossambica (Peters, 1852) coletada no estuário do Rio 

Boknes, África do Sul: (A) perna 1; (B) perna 2; (C) perna 3; (D) saco de ovos. Escalas em 

micrômetros. .......................................................................................................................... 144 

Figura 39. Fotos de microscopia de luz de Mugilicola smithae Jones J.B. & Hine, 1978  – 

fêmea adulta pós-metamórfica, parasita de brânquias de Anguilla mossambica (Peters, 1852) 

coletada no estuário do Rio Boknes, África do Sul: (A) Cabeça, vista dorsal; (B) Tronco, vista 

dorsal; (C) Tronco, vista ventral; (D) Saco de ovos; (E) Remanescente do primeiro tergito; (F) 

Detalhe da perna 4 (*); (G) Antênulas; (H) Antenas; (I) Labrum; (J) Corpo completo, vista 

lateral. Escalas em micrômetros: A = 200 µm; B, C e D = 500 µm; E = 100 µm; F e I = 20 µm; 

e J = 2000 µm. ........................................................................................................................ 145 

Figura 40. Fotos de microscopia de luz de Mugilicola smithae Jones J.B. & Hine, 1978 – fêmea 

adulta pós-metamórfica, parasita de brânquias de Anguilla mossambica (Peters, 1852) coletada 

no estuário do Rio Boknes, África do Sul: (A) Parasitos fixados nas brânquias; (B) Detalhe da 
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porção posterior do corpo livre; (C) Parasitos fixados na boca e língua. Escalas em micrômetros. 

................................................................................................................................................ 146 

Figura 41. Paraergasilus n. sp. – fêmea adulta parasite de Rhabdosargus holubi (Steindachner, 

1881) coletada no estuário do Rio Groot, África do Sul: (A) Corpo, vista dorsal; (B) Rostro, 

vista ventral; (C) Antênula; (D) Antena; (E) Garras interna, média e superior; (F) Quinto somito 

pedígero e somito genital-duplo, vista dorsal; (G) Urossoma completo, vista ventral; (H) Ramo 

caudal, vista ventral; (I) Quinto somito e perna 4, vista dorsal; (J) perna 1. .......................... 154 

Figura 42. Paraergasilus n. sp. – fêmea adulta parasite de Rhabdosargus holubi (Steindachner, 

1881) coletada no estuário do Rio Groot, África do Sul: (A) Labrum com dentes internos; (B) 

Mandíbula; (C) Maxílula; (D) Labium; (E) Maxíla; (F) perna 2; (G) perna 3; (H) perna 4; (I) 

Quinto somito e perna 4, vista dorsal; (J) Escleritos intercoxais e placas interpodais, vista 

ventral. ................................................................................................................................... 155 

Figura 43. Fotos de microscopia de luz de Paraergasilus n. sp. – fêmea adulta parasite de 

Rhabdosargus holubi (Steindachner, 1881) coletada no estuário do Rio Groot, África do Sul: 

(A) Corpo, vista dorsal; (B) Detalhe das garras; (C) Urossoma completo, vista dorsal; (D) 

Somitos pedígeros livres, vista dorsal; (E) Escleritos intercoxais e placas interpodais, vista 

ventral; (F) Cefalotórax, vista dorsal; (G) Aparato bucal, vista ventral; (H) Antênula. Escalas 

em micrômetros: A = 100 µm; B, C, G e H = 30 µm; D-F = 50 µm. ..................................... 156 

Figura 44. Ergasilus sp. – fêmea adulta, parasito de brânquias de Chelon tricuspidens (Smith, 

1935) coletados no estuário do Rio Boknes, África do Sul: (A) Cefalossoma, vista dorsal; (B) 

Rostro, vista ventral; (C) Saco de ovos; (D) Antênula; (E) Antena; (F) Maxila; (G) perna 5; 

(H) Quinto somito pedígero e somito genital-duplo, vista dorsal. .......................................... 164 

Figura 45. Ergasilus sp. – fêmea adulta, parasito de brânquias de Chelon tricuspidens (Smith, 

1935) coletados no estuário do Rio Boknes, África do Sul: (A) Urossoma completo, vista 

ventral; (B) Ramo caudal, vista ventral; (C) perna 1; (D) perna 2 (= perna 3); (E) perna 4. 

................................................................................................................................................ 165 

Figura 46. Fotos de microscopia de luz de Ergasilus sp. – fêmea adulta, parasito de brânquias 

de Chelon tricuspidens (Smith, 1935) coletados no estuário do Rio Boknes, África do Sul: (A) 

Cefalossoma, vista dorsal; (B) Rostro, vista ventral; (C) Antena; (D) perna 1; (E) Urossoma 

completo, vista dorsal; (F) Ramo caudal, vista dorsal; (G) perna 4; (H) saco de ovos. Escalas 

em micrômetros: A = 100 µm; B-D e G = 30 µm; E e F = 50 µm; H = 200 µm. .................. 166 

Figura 47. Lamproglena monodi Capart, 1944 – fêmea adulta, parasita de brânquias de 

Oreochromis niloticus (Linnaeus, 1758) coletados no Rio Pardo, São Paulo, Brasil: (A) Corpo, 

vista dorsal; (B) Corpo, vista lateral; (C) Cefalotórax, vista ventral; (D) Cefalotórax, vista 
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lateral; (E) Urossoma, vista ventral; e (F) Urossoma, vista lateral, com orifícios ovígeros 

dorsolaterais no somito genital (seta). * = primeira perna. CR = ramo caudal. CT = cefalotórax. 

Mxl = maxilípede. Mxl = maxila. P1–P4 = segunda até quarta perna.TR = tronco. UR = 

urossoma. ............................................................................................................................... 171 

Figura 48. Tropocyclops cf. prasinus prasinus (Fischer, 1860) – fêmea adulta, encontrado nas 

brânquias de Astyanax lacustris (Lütken, 1875), Coptodon rendalli (Smith, 1935); 

Cyphocharax modestus (Fernández-Yépez, 1948), Geophagus brasiliensis (Quoy & Gaimard, 

1824) e Psalidodon bockmanni (Vari & Castro, 2007): (A) Corpo, vista dorsal; (B) Antena, 

vista ventral; (C) Quinto somito pedígero e quinta perna, vista ventral; e (D) Ramo caudal 

armado com seis setas, vista dorsal (esquerda) e vista ventral (direita). ................................. 179 

Figura 49. Tropocyclops cf. prasinus prasinus (Fischer, 1860) – fêmea adulta, encontrado nas 

brânquias de Astyanax lacustris (Lütken, 1875), Coptodon rendalli (Smith, 1935); 

Cyphocharax modestus (Fernández-Yépez, 1948), Geophagus brasiliensis (Quoy & Gaimard, 

1824) e Psalidodon bockmanni (Vari & Castro, 2007): Antênula com os doze segmentos 

individualizados (1 a 12). ....................................................................................................... 180 

Figura 50. Tropocyclops cf. prasinus prasinus (Fischer, 1860) – fêmea adulta, encontrado nas 

brânquias de Astyanax lacustris (Lütken, 1875), Coptodon rendalli (Smith, 1935); 

Cyphocharax modestus (Fernández-Yépez, 1948), Geophagus brasiliensis (Quoy & Gaimard, 

1824) e Psalidodon bockmanni (Vari & Castro, 2007): (A) Labrum; (B) placa bucal, vista dorsal 

(esquerda) e vista ventral (direita); (C) Mandíbula; (D) Maxila; (E) Maxílula; (F) Maxilípede; 

e (G) Detalhe das setas (1–4) e garra (5) da maxila. Seta = ponto de inserção do maxilípede. 

................................................................................................................................................ 181 

Figura 51. Tropocyclops cf. prasinus prasinus (Fischer, 1860) – fêmea adulta, encontrado nas 

brânquias de Astyanax lacustris (Lütken, 1875), Coptodon rendalli (Smith, 1935); 

Cyphocharax modestus (Fernández-Yépez, 1948), Geophagus brasiliensis (Quoy & Gaimard, 

1824) e Psalidodon bockmanni (Vari & Castro, 2007): (A) primeira perna; (B) segunda perna; 

(C) terceira perna; e (D) quarta perna. .................................................................................... 182 

Figura 52. Tropocyclops cf. prasinus prasinus (Fischer, 1860) – fêmea adulta, encontrado nas 

brânquias de Astyanax lacustris (Lütken, 1875), Coptodon rendalli (Smith, 1935); 

Cyphocharax modestus (Fernández-Yépez, 1948), Geophagus brasiliensis (Quoy & Gaimard, 

1824) e Psalidodon bockmanni (Vari & Castro, 2007): (A) Detalhe do terceiro exopodito e 

endopodito das pernas natatórias; (B) Urossoma, vista dorsal; (C) Somito genital-duplo, vista 

ventral; e (D) Terceiro somito abdominal (somito anal), vista ventral. enp 1–4 = endopodito da 
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primeira até quarta perna. exp 1–4 = exopodito da primeira até quarta perna.  Pr = poro. 
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Figura 53. Árvore filogenética de Ergasilidae Burmeister, 1835 com base em alinhamentos 

parciais do gene 18S rRNA. As sequências obtidas nesse estudo estão apresentadas em negrito. 

Suporte do ramo localizado acima ou abaixo dos ramos para análises (A) de Inferência 

Bayesiana (>0,9) e (B) de Máxima Verossimilhança (>90%) (BI/ML). Sequências de Lernaea 

cyprinacea Linnaeus, 1758, Lamproglena monodi Capart, 1944, e Lamproglena orientalis 

Markevich, 1936 foram usadas como grupo externo. ............................................................. 189 

Figura 54. Árvore filogenética de Ergasilidae Burmeister, 1835 com base em alinhamentos 

parciais do gene 28S rRNA. As sequências obtidas nesse estudo estão apresentadas em negrito. 
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Bayesiana (>0,9) e (B) de Máxima Verossimilhança (>90%) (BI/ML). Sequências de Lernaea 

cyprinacea Linnaeus, 1758, Lamproglena monodi Capart, 1944, e Lamproglena orientalis 
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Figura 55. Árvore filogenética de Ergasilidae Burmeister, 1835 com base em alinhamentos 

parciais do gene mitocondrial cox1. As sequências obtidas nesse estudo estão apresentadas em 
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Suporte do ramo localizado acima ou abaixo dos ramos para análises (A) de Inferência 
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dissimilis Lindberg, 1940 foi usada como grupo externo. ...................................................... 196 

Figura 57. Árvore filogenética de Lernaeidae Cobbold, 1879 com base em alinhamentos 

parciais do gene 28S rRNA. As sequências obtidas nesse estudo estão apresentadas em negrito. 

Suporte do ramo localizado acima ou abaixo dos ramos para análises (A) de Inferência 

Bayesiana (>0,9) e (B) de Máxima Verossimilhança (>90%) (BI/ML). Sequência de Oithona 

dissimilis Lindberg, 1940 e Oithona nana Giesbrecht, 1893 foram usadas como grupo externo. 
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Figura 58. Árvore filogenética de Lernaeidae Cobbold, 1879 com base em alinhamentos 

parciais do gene mitocondrial cox1. As sequências obtidas nesse estudo estão apresentadas em 

negrito. Suporte do ramo localizado acima ou abaixo dos ramos para análises (A) de Inferência 
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Bayesiana (>0,9) e (B) de Máxima Verossimilhança (>90%) (BI/ML). Sequência de Oithona 

dissimilis Lindberg, 1940 e Dioithona oculata (Farran, 1913) foram usadas como grupo 
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1. INTRODUÇÃO

Cada vez mais, os parasitos têm sido amplamente reconhecidos como organismos 

"chave" ou de grande relevância para os mais diversos ecossistemas e comunidades biológicas. 

Atualmente, sabe-se que certos parasitos são responsáveis por aumentar a conectividade dentro 

das cadeias tróficas, como é caso de parasitos que conseguem manipular seus hospedeiros 

intermediários, tornando-os mais vulneráveis a predadores que, por sua vez, também participam 

do ciclo de vida desses parasitos como hospedeiros definitivos (Lefèvre et al., 2009). Além do 

controle físico exercido por certos parasitos [p. ex.: metacercárias de diplostomídeos obstruindo 

os olhos dos peixes – ver Grobbelaar et al., (2015); e Stumbo & Poulin, 2016], a manipulação 

do comportamento dos hospedeiros pode ocorrer de forma ainda mais pronunciada. Em alguns 

casos, essa influência chega ao nível molecular, com parasitos alterando a expressão gênica do 

hospedeiro por meio de seus próprios genes, afetando seu fenótipo (Goodman & Johnson, 2011; 

Hughes, 2014). Outro ponto de destaque é o reconhecimento dos parasitos como eficientes 

indicadores de qualidade ambiental, uma vez que algumas espécies são bastante sensíveis às 

variações ambientais e, portanto, conseguem detectar mudanças na qualidade do ambiente antes 

de seus hospedeiros (Sures, 2004). Assim como os canários que acompanhavam os mineradores 

nas minas de carvão, alertando-os sobre a presença de gases venenosos, os organismos parasitos 

têm sido cada vez mais reconhecidos como sentinelas ambientais, desempenhando um papel 

crucial no monitoramento da contaminação dos habitats aquáticos por poluentes (Gilbert & 

Avenant-Oldewage, 2017). 

Além da importância do parasitismo, a parasitologia de animais silvestres também tem 

ganhado destaque no cenário nacional, e mundial, devido ao impacto econômico resultante da 

relação parasito-hospedeiro. Muitos parasitos já foram registrados em espécies hospedeiras 

economicamente importantes como é o caso do salmão Salmo salar Linnaeus, 1758, hospedeiro 

de vários táxons distintos como, por exemplo, o monopistocotíleo Gyrodactylus salaris 

Malmberg, 1957 e o copépode Salmincola salmoneus (Linnaeus, 1758) (Bakke & Harris, 1998). 

A presença de certos parasitos pode causar grandes perdas econômicas, pois os danos aos 

tecidos e órgãos podem desencadear um aumento expressivo na taxa de mortalidade das 

populações naturais e cultivadas de seus hospedeiros (Johnson et al., 2004; Piasecki et al., 

2004). Em outros casos, a simples presença do parasito pode comprometer ou até inviabilizar o 

consumo de produtos derivados desse hospedeiro, seja pela perda de qualidade (como lesões 

nos tecidos), ou até pela impossibilidade de consumo devido à disseminação de parasitos com 

potencial zoonótico (ou seja, parasitos capazes de causar doenças em seres humanos) (Johnson 

et al., 2004; Piaseck et al., 2004). 
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Para que todas essas facetas relacionadas ao parasitismo possam ser melhor 

compreendidas e aplicadas no futuro, antes precisamos conhecer quem são os parasitos. 

Diversos autores apontam que nosso conhecimento atual sobre a diversidade parasitária ainda 

é muito limitado (Poulin & Morand, 2005). Mesmo para grupos de vertebrados já 

tradicionalmente estudados quanto a sua fauna parasitária, como é o caso dos peixes no Brasil 

(incluindo Chondrichthyes e Osteichthyes), menos de 10% das espécies já foram estudadas 

quanto a sua fauna parasitária (Eiras et al., 2011; Luque et al., 2013), indicando que a grande 

maioria das espécies de parasitos de peixes ainda estão para serem descobertas no país (Poulin 

& Morand, 2005).    

Os peixes são reconhecidos por apresentarem a maior quantidade e variedade de 

parasitos do que qualquer outra classe de vertebrados, pelo fato desses organismos terem vivido 

por um longo período em estreita associação com uma grande variedade de táxons distintos. Os 

principais grupos de parasitos de peixes são: Protozoa, Ciliophora, Cnidaria (Myxozoa), 

Platyhelminthes (Trematoda, Cestoda, Monopisthocotyla e Polyopisthocotyla), Nematoda, 

Acanthocephala, Arthropoda (Copepoda, Branchiura, Isopoda, Pentastomida e Acari), 

Annelida (Hirudinea) e Mollusca (Thatcher, 2006; Pavanelli et al., 2013). Dentre esses grupos, 

os copépodes se destacam como um dos grupos de parasitos mais relevantes (Poulin & Morand, 

2005; Luque et al., 2013). 

Copepoda é um dos grupos mais diversificados de metazoários no planeta com mais de 

15 mil morfoespécies conhecidas. A maioria dos copépodes é de vida-livre, porém estimasse 

que mais de 5 mil espécies vivem em algum grau de simbiose, sendo a maioria destes 

considerado parasito (Kabata, 1979; Huys & Boxshall, 1991; Boxshall & Halsey, 2004). O 

parasitismo surgiu de modo independente várias vezes na história evolutiva do grupo (i.e.: ao 

menos 14 origens independentes segundo Bernot et al., 2021), abarcando desde uma única 

origem que precedeu a formação de uma ordem inteira composta exclusivamente por parasitos 

(p. ex.: Siphonostomatoida com 2,262 espécies, todos parasitos) até situações em que uma única 

linhagem de parasitos surgiu dentro de um táxon predominantemente de vida-livre (p. ex.: 

Eucyclops bathanalicola Boxshall & Strong, 2006 em Cyclopidae Rafinesque, 1815) (Boxshall 

& Strong, 2006; Boxshall & Hayes, 2019). Essas múltiplas origens do parasitismo tornam 

Copepoda um táxon muito relevante para se estudar a história evolutiva desse tipo de relação 

ecológica e de suas implicações nos ecossistemas e na economia (Bernot et al., 2021), 

principalmente nos sistemas aquáticos onde os copépodes figuram entre os organismos mais 

numerosos (Humes, 1994; Boxshall & Hayes, 2019). Para tal propósito, no entanto, é necessário 

que dados biológicos (morfológicos, moleculares, ecológicos etc.) e informações filogenéticas 
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estejam disponíveis para o maior número possível dos táxons de copépodes parasitos (Bernot 

et al., 2021). Uma filogenia mais robusta dos copépodes permite que revisões taxonômicas 

sejam feitas e, além disso, também possibilita a investigação da excepcional variação 

morfológica e da ampla gama de hospedeiros explorada por esse especioso grupo de crustáceos 

(Bron et al., 2019; Bernot et al., 2021). 

A maioria dos copépodes parasitos é predominantemente marinho; entretanto, várias 

linhagens importantes, tanto em termos de biodiversidade quanto de impacto econômico, 

também se diversificaram em ambientes de água doce (Boxshall & Hayes, 2019). Dentre os 

táxons dulcícolas, a família Ergasilidae Burmeister, 1835 destaca-se como uma das mais 

relevantes devido à sua riqueza de espécies, ampla distribuição e implicações econômicas para 

a piscicultura (Piasecki et al., 2004; Boxshall & Defaye, 2008). Atualmente, essa família integra 

a ordem Cyclopoida e compreende mais de 270 espécies descritas (maioria dulcícola), com 

registros de ergasilídeos em quase todas as regiões do mundo, exceto na Antártica (Boxshall & 

Defaye, 2008). Nesse grupo, somente as fêmeas adultas são parasitas, geralmente de peixes e 

moluscos, enquanto os machos e os demais estágios de desenvolvimento são de vida-livre e 

fazem parte das comunidades planctônicas (Boxshall & Halsey, 2004) (Fig. 1). Apesar de 

pequenos (i.e.: a maioria das espécies possui menos de 1 mm de comprimento), os ergasilídeos 

apresentam antenas preênseis altamente desenvolvidas que são utilizadas como o principal 

aparato de fixação aos tecidos e órgãos de seus hospedeiros (El-Rashidy, 1999; Thatcher, 2006) 

(Fig. 2). A fixação das fêmeas, predominantemente nos filamentos branquiais dos peixes, pode 

causar danos severos, induzindo alterações teciduais como hiperplasia epitelial, metaplasia, 

fusão de filamentos, necrose, aumento na produção de muco e interrupção do fluxo sanguíneo 

(Thatcher, 1998; Velloso et al., 2012). Essas alterações, além de comprometerem a eficiência 

respiratória, podem ocasionar mudanças fisiológicas significativas nos peixes, impactando 

negativamente o crescimento corporal e aumentando expressivamente as taxas de mortalidade 

(Thatcher, 1998; Johnson et al., 2004; Piasecki et al., 2004). 

O Brasil possui a maior biodiversidade de ergasilídeos do planeta, com 78 espécies já 

registradas no país, distribuídas em 19 gêneros distintos (Couto et al., 2024). Todavia, 

estimativas indicam que menos de 6% das mais de 4.000 espécies de peixes que ocorrem ao 

longo de todo o território brasileiro já foram estudadas quanto sua fauna de crustáceos parasitos 

(Luque et al., 2013). Com exceção de Acusicola Cressey, in Cressey & Collette, 1970, Ergasilus 

Nordmann, 1832 e Therodamas Krøyer, 1863, todos os demais gêneros com ocorrência no 

Brasil são considerados endêmicos (Amado et al., 1995; Boxshall & Defaye, 2008). Em relação 

à distribuição ao longo do território brasileiro, a maioria das espécies foi descrita para as regiões 
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Norte (Amazônia) e Sul (Paraná), enquanto poucas ou nenhuma espécie foi descrita (ou 

relatada) para as demais regiões brasileiras (Amado et al., 1995; Tavares-Dias et al., 2015). 

Nos últimos anos, entretanto, estudos taxonômicos de ergasilídeos em outras regiões, como o 

Sudeste (principalmente São Paulo e Rio de Janeiro) e Nordeste (Maranhão), têm demonstrado 

que nessas regiões também há um enorme potencial para descobertas (Narciso et al., 2022; 

Couto et al., 2024).  

Um cenário semelhante em relação aos ergasilídeos também ocorre no continente 

africano. Entre 1910 e 1970, diversas expedições científicas foram conduzidas nos grandes 

lagos africanos (p. ex.: Malawi, Tanganyika e Vitória), resultando na descrição de várias 

espécies de copépodes parasitos de peixes, especialmente de ergasilídeos e lerneídeos (Smit et 

al., 2018). No entanto, o interesse taxonômico por Ergasilidae parece ter diminuído 

significativamente no continente, pois, ao longo de 50 anos, apenas três novas espécies desse 

táxon foram descritas (ver Oldewage & Van As, 1987 e 1988a; Abdel-Hady et al., 2008). Nos 

últimos dois anos (2023 e 2024), contudo, o interesse no grupo parece ter sido renovado, com 

a descrição de sete novas espécies nesse curto período, sendo uma para Madagascar, três para 

Burundi e três para a África do Sul (Míč et al., 2023 e 2024; Fikiye et al., 2024; van der Spuy 

et al., 2024). No continente, há vários grupos de pesquisa e pesquisadores prolíficos na área de 

ictioparasitologia (p. ex.: Iva Přikrylová, Kerry Hadfield Malherbe, Linda Basson, Maarten 

P.M. Vanhove, Nico J. Smit etc.). No entanto, com exceção das Dras. Annemariè Avenant-

Oldewage, da Universidade de Johannesburg, e Susan M. Dippenaar, da Universidade de 

Limpopo, ambas da África do Sul, que têm os copépodes parasitos como um de seus principais 

focos de interesse, os demais grupos de pesquisa não dedicam atenção regular a esse táxon de 

parasitos, estudando-o apenas esporadicamente. Atualmente, em todo o continente africano, já 

foram relatadas 38 espécies de ergasilídeos distribuídas em sete gêneros. Dada a rica 

biodiversidade de peixes (~3.200 spp.) e o alto grau de endemismo desse grupo no continente 

— como os ciclídeos nos grandes lagos africanos, como Malawi e Tanganyika — acredita-se 

que essa região, assim como o Brasil, também possua um enorme potencial para a descrição de 

novos táxons (Smit et al., 2018). 

Dados moleculares têm se tornado cada vez mais relevantes e indispensáveis em estudos 

taxonômicos na Zoologia, pois, além de auxiliarem os taxonomistas no reconhecimento e 

distinção de espécies (p. ex.: o DNA barcode, amplamente utilizado para diferenciar espécies 

crípticas), esses dados também fornecem uma grande quantidade de caracteres evolutivos que 

tornam as análises filogenéticas significativamente mais robustas (Bron et al., 2011). Desde a 

publicação de Song et al. (2008), na qual os autores exploraram (pela primeira vez) as relações 
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filogenéticas em Ergasilidae com base em sequências ribossomais nucleares (18S e 28S), houve 

uma crescente na quantidade de artigos taxonômicos onde sequências gênicas de ergasilídeos 

foram disponibilizadas (ver Santacruz et al., 2020; Kvach et al., 2021; Oliveira et al., 2021; 

Abdel-Radi et al., 2022; Fikiye et al., 2023; Míč et al., 2023, 2024). Ainda assim, apenas 12% 

das espécies dessa família (ou seja, cerca de 34/277 spp.) possuem sequências gênicas 

disponíveis (Narciso et al., 2024). Embora o Brasil detenha a maior biodiversidade de 

ergasilídeos no planeta, a disponibilidade de dados genéticos para os membros dessa família 

ainda é muito incipiente no país. Atualmente, há apenas três espécies de ergasilídeos no Brasil 

(Gamispatulus schizodontis Thatcher & Boeger, 1984; Rhinergasilus piranhus Boeger & 

Thatcher, 1988 e Therodamas longicollum Oliveira, Correa, Adriano & Tavares-Dias, 2021) 

cuja sequências gênicas estão vinculadas a trabalhos científicos publicados (ver Oliveira et al., 

2021; Narciso et al., 2024). No banco dados do National Center for Biotechnology Information 

(ou NCBI) há outras sequências disponíveis (p. ex.: sequências do cox1 e 18S para Gamispinus 

diabolicus Thatcher & Boeger, 1984 e Miracetyma sp.), mas sua veracidade é incerta pois 

nenhuma delas foi publicada e/ou apresentam número reduzido de pares de bases (ou seja, cerca 

de 700 bp nas duas últimas espécies vs 1,300 bp nas sequências de 18S para os demais 

ergasilídeos) (Narciso et al., 2024). De modo inverso ao conhecimento acerca da 

biodiversidade, o cenário molecular está relativamente mais consolidado na África, onde 

aproximadamente 28% das espécies (n = 11) foram sequenciadas (Míč et al., 2024). Ainda 

assim, a maioria das espécies africanas não possui quaisquer dados genéticos disponíveis, 

principalmente as mais antigas. Considerando a biodiversidade total — tanto a conhecida 

quanto a potencial — e a grande quantidade de espécies endêmicas nessas duas regiões 

megadiversas, é essencial que mais sequências gênicas de ergasilídeos sejam disponibilizadas 

no Brasil e na África. 

Considerando as lacunas discutidas anteriormente, este estudo teve como objetivo 

ampliar o conhecimento sobre a biodiversidade e a disponibilidade de sequências gênicas de 

Ergasilidae por meio do inventário de fêmeas parasitas de peixes no Brasil e na África do Sul. 

Para isso, foram usadas análises integrativas, combinando técnicas moleculares e morfológicas, 

a fim de proporcionar uma descrição mais completa dos ergasilídeos. Sequências dos genes 

ribossomais nucleares (18S e 28S) e do gene mitocondrial citocromo c oxidase subunidade 1 

(cox1) foram obtidas para a maioria das espécies encontradas e, posteriormente, utilizadas na 

formulação de hipóteses filogenéticas para essa família. Por fim, também foram elaboradas 

chaves de identificação e listas de espécies. 
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