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RESUMO 

 

SILVA JUNIOR, M. P. Diagnóstico morfológico e molecular de hemoparasitos de aves 

oriundas de cativeiro e centros de reabilitação de fauna do estado do Rio de Janeiro. 2024. 

66p. Dissertação (Mestrado em Ciências Veterinárias). Programa de Pós graduação em Ciências 

Veterinárias. Instituto de Veterinária, Departamento de Parasitologia Animal, Universidade 

Federal Rural do Rio de Janeiro, Seropédica, RJ, 2024. 

 

O estudo envolvendo hemoparasitos de aves silvestres e exóticas, sob cuidados humanos e de 

vida livre, auxilia diretamente na conservação de animais ex situ e in situ, através da 

manutenção da saúde dos animais que são mantidos em instituições e de animais que sofreram 

ações antrópicas, visto que o Brasil alberga uma das maiores biodiversidades do planeta. 

Estudos para determinação de ocorrência e diversidade desses parasitos, podem esclarecer a 

relação parasito-hospedeiro e as condições físicas que as aves se encontram ao albergar o 

agente. Posto isso, o objetivo desse estudo foi investigar a ocorrência citológica e molecular de 

hemoparasitos em aves recebidas por Centro de Reabilitação de Animais Silvestres, pelo 

criadouro comercial e por Parque de Educação Ambiental, todos situados na zona oeste do 

estado do Rio de Janeiro. Foram colhidos sangue total de 104 aves, divididas em 55 aves de 

vida livre e 49 aves mantidas sob cuidados humanos. A partir disso, esfregaços sanguíneos 

foram confeccionados e análises moleculares realizadas para agentes dos gêneros Borrelia e 

Ehrlichia, família Trypanosomatidae e das ordens Haemosporida e Piroplasmida. A 

positividade de hemoparasitos nos indivíduos estudados foi de 13,46% (n=14/104) através da 

técnica molecular, sendo agentes das ordens Haemosporida (11,54%; n=12/104), Piroplasmida 

(0,96%; n=1/104) e para família Trypanosomatidae (0,96%; n=1/104). Na técnica de esfregaço 

sanguíneo foi possível observar a presença de formas tripomastigotas em amostra compatível 

com diagnóstico molecular com alvo no gene 24Sα-rDNA em amostra obtida de Asio clamator 

(Coruja-orelhuda). Foram identificados merozoítos sugestivos de Piroplasmida encontrados em 

esfregaço sanguíneo e confirmados por meio de PCR com alvo no gene 18S rDNA em Sula 

leucogaster (Atobá-pardo) de vida livre. Com a realização do sequenciamento, o agente de Asio 

clamator teve 91,60% de similaridade ao gene 24Sα-rDNA de Trypanosoma theileri, e duas 

amostras com similaridade de 99,57% ao fragmento do gene cytB de Haemoproteus 

(Haemoproteus) paramultipigmentatus em espécimes de Columbina talpacoti (Rolinha-roxa) 

sob condições de resgate. Além disso, observou-se também Plasmodium sp., com identidade de 

99,9% com o fragmento do gene cytB, em um espécime de Ramphastos toco (Tucano-toco) 

também sob proveniente de vida livre. Plasmodium juxtanucleare foi encontrado com 

similaridade (99% a 100%) a outras sequencias depositadas no GenBank em seis indivíduos de 

Gallus gallus domesticus (Galinha-doméstica), bem como P. juxtanucleare em um indivíduo 

de Ara ararauna (Arara-canindé), todos sob condições de cativeiro. Outro achado confirmado 

após sequenciamento, foi P. juxtanucleare em um indivíduo de Rupornis magnirostris (Gavião-

carijó) de vida livre com 99,57% de similaridade com sequência do gene cytB depositado no 

GenBank. Estudos envolvendo a frequência de hemoparasitos em aves, auxilia na criação de 

protocolos de medicina preventiva e de ações de quarentena para animais que serão mantidos 

sob cuidados humanos ou que serão reintroduzidos em natureza, reforçando a necessidade do 

conhecimento do agente e do seu hospedeiro.  

 

Palavras-chave: Aves silvestres, bactérias, biologia molecular, citologia, protozoários. 

 

 

 

 



 

ABSTRACT 

 

SILVA JUNIOR, M. P. Morphological and molecular diagnosis of hemoparasites in birds 

from captivity and fauna rehabilitation centers in the state of Rio de Janeiro. 2024. 66p. 

Dissertation (Masters in Veterinary Sciences). Graduate Program in Veterinary Sciences. 

Institute of Veterinary Medicine, Department of Animal Parasitology, Federal Rural University 

of Rio de Janeiro, Seropédica, RJ, 2024. 

 

The study of hemoparasites in wild and exotic birds, under human care and free-living, directly 

helps in the conservation of ex situ and in situ animals, by maintaining the health of animals that 

are kept in institutions and animals that have suffered anthropic actions, given that Brazil is home 

to one of the greatest biodiversities on the planet. Studies to determine the occurrence and 

diversity of these parasites can shed light on the parasite-host relationship and the physical 

conditions that birds find themselves in when harboring the agent. That said, the aim of this study 

was to investigate the cytological and molecular occurrence of hemoparasites in birds received 

by a Wild Animal Rehabilitation Center, a commercial breeding facility and an Environmental 

Education Park, all located in the western zone of the state of Rio de Janeiro. Blood was collected 

from a total of 104 birds, divided into 55 free-living birds and 49 birds kept under human care. 

Blood smears were then taken and molecular analyses carried out for agents of the Borrelia and 

Ehrlichia genus, the Trypanosomatidae family and the Haemosporida and Piroplasmida orders. 

The positivity of hemoparasites in the individuals studied was 13.46% (n=14/104) through the 

molecular technique, with agents from the orders Haemosporida (11.54%; n=12/104), 

Piroplasmida (0.96%; n=1/104) and the Trypanosomatidae family (0.96%; n=1/104). In the blood 

smear technique, it was possible to observe the presence of trypomastigote forms in a sample 

compatible with molecular diagnosis targeting the 24Sα-rDNA gene in a sample obtained from 

Asio clamator (Striped Owl). Merozoites suggestive of Piroplasmida were identified in blood 

smears and confirmed by PCR targeting the 18S rDNA gene in free-living Sula leucogaster 

(Brown Booby). With sequencing, the Asio clamator agent had 91.60% similarity to the 24Sα-

rDNA gene of Trypanosoma theileri, and two samples with 99.57% similarity to the cytB gene 

fragment of Haemoproteus (Haemoproteus) paramultipigmentatus in Columbina talpacoti 

(Ruddy Ground-Dove) specimens under rescue conditions. Plasmodium sp. was also found, with 

99.9% identity with the cytB gene fragment, in a specimen of Ramphastos toco (Toco Toucan) 

also from the wild. Plasmodium juxtanucleare was found with similarity (99% to 100%) to other 

sequences deposited in GenBank in six individuals of Gallus gallus domesticus (Chicken), as well 

as P. juxtanucleare in one individual of Ara ararauna (Blue-and-yellow Macaw) , all under 

captive conditions. Another finding confirmed after sequencing was P. juxtanucleare in a free-

living individual of Rupornis magnirostris (Roadside Hawk) with 99.57% similarity to the cytB 

gene sequence deposited in GenBank. Studies involving the frequency of hemoparasites in birds 

help in the creation of preventive medicine protocols and quarantine actions for animals that will 

be kept under human care or that will be reintroduced into the wild, reinforcing the need for 

knowledge of the agent and its host. 

 

Keywords: Wild birds, bacteria, molecular biology, cytology, protozoa. 
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1  

1 INTRODUÇÃO 

O   território brasileiro apresenta a maior biodiversidade do planeta, possuindo seis 

biomas (Caatinga, Cerrado, Amazônia, Pampa, Pantanal e Mata Atlântica), sendo parte dessa 

biodiversidade, uma grande variedade de fauna, onde as aves compõem 1903 espécies 

(ICMBIO, 2018). Porém, estima-se que cerca de 38 milhões de animais sejam retirados 

anualmente da natureza, movimentando em torno de 10 bilhões de dólares por ano (RENCTAS, 

2001; DE ALEXANDRIA PAGANO et al., 2009; SANTOS et al., 2011). Devido ao aumento 

dessas ilegalidades cresceu também o número de apreensões feitas pelo Instituto Brasileiro de 

Meio Ambiente e Recursos Naturais Renováveis (IBAMA). Com isso, os Centros de Triagem 

e Reabilitação de Animais Silvestres (CETAS e CRAS) foram criados com o objetivo principal 

de receber e manter esses animais oriundos de apreensões realizadas pelos órgãos ambientais, 

entrega voluntária e resgate até que estes possam ser soltos ou transferidos para um zoológico 

ou criadouro cadastrado (BRASIL, 2003; SANTOS et al., 2011).  

Os animais ao serem recebidos pelo CRAS ou CETAS, podem albergar agentes 

causadores de enfermidades que conseguem se disseminar no local se não forem 

preventivamente diagnosticados e dentre esses problemas sanitários estão as enfermidades 

parasitárias que são as doenças mais frequentes de animais domésticos e silvestres, podendo 

causar desde infecções subclínicas até a morte, sendo as hemoparasitoses muito comuns 

principalmente em casos de alta-densidade populacional (FREITAS et al. 2002; RIBEIRO et 

al. 2019). Posto isso, o controle sanitário dessas parasitoses faz parte do plano de manejo do 

CRAS/CETAS, uma vez que a reintrodução do animal na natureza só é possível se o mesmo 

estiver saudável (IUCN 2011). 

Percebendo que os agentes causadores de hemoparasitoses possuem distribuição 

cosmopolita e que a infecção sofre dependência de seus vetores (MACPHERSON, 2005; 

GEIGER et al, 2015), alguns relatos de hemoparasitos como Trypanosoma sp. (DUARTE, 

2020), Anaplasma sp. (IOANNOU et al., 2009; MACHADO et al., 2012), Babesia sp. 

(SGARIONI et al., 2023), Ehrlichia sp. (MACHADO et al., 2012; MUÑOZ-LEAL et al., 

2019), Haemoproteus sp. (TOSTES et al., 2015) e Plasmodium sp. (TOSTES et al., 2015) já 

foram descritos em animais silvestres, incluindo aves de vida livre e mantidas sob cuidados 

humanos. Contribuindo para o entendimento das hemoparasitoses presentes em aves silvestres 

e exóticas de vida livre e mantidas em cativeiro, de interesse para a conservação da espécie ex 

situ e in situ, esta pesquisa teve como objetivo detectar hemoparasitos em aves oriundas de 

zoológicos, criadouro e centros de triagem ou reabilitação de fauna do estado do Rio de Janeiro, 

Brasil. 
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2 REVISÃO DE LITERATURA 

2.1 Biodiversidade de Aves  

A origem das aves vem sendo discutida por diversos campos da pesquisa, onde nas 

últimas décadas foi concretizado a evolução vinda da subordem Theropoda, gerando uma 

linhagem próxima a diversos répteis como quelónios e squamatas (CHIAPPE; VARGAS, 

2003). Tal descoberta impacta em aspectos biológicos, fisiológicos, ecológicos e evolutivos 

(PRUM, 2002).   

As aves podem ser encontradas em todo o planeta, com exceção do interior da 

Antártida e de águas profundas. Possui uma biodiversidade e uma grande variedade de 

tamanhos, como o beija flor das Antilhas (Anthracothorax dominicus) que podem pesar até 2g 

e o Avestruz (Struthio camelus) que pode chegar aos 100kg (BENCKE, 2001) (Figura 1).  

Segundo dados do IBGE (2014), o Brasil se encontra responsável pela maior 

biodiversidade do planeta, sendo ela composta por 120 mil espécies de invertebrados e 

aproximadamente 8.930 espécies de vertebrados. Dentre as estatísticas, as aves registram um 

número de aproximadamente 1.903 espécies, ficando atrás somente da quantidade existente de 

peixes marinhos (IBGE, ICMBio, 2018). Entre o grande número de avifauna brasileira, 257 se 

encontram na lista vermelha do Ministério do Meio Ambiente (ICMBIO, 2022). 

As aves são os animais mais cobiçados pelo tráfico de animais no Brasil, 

correspondendo a 82% do total de espécimes apreendidas, entre os anos de 1999 e 2000 (IBGE, 

2004). Entretanto, o índice de mortalidade dos indivíduos chega à 90%, devido às condições 

precárias de armazenamento, captura e transporte (ROCHA, 1995). 

Segundo dados da Associação Brasileira da Indústria de Produtos para Animais de 

Estimação (ABINPET, 2021), o Brasil se encontra com a segunda maior população de cães, 

gatos e aves ornamentais do mundo.  Destaca-se a grande população de pets não convencionais, 

caracterizado por aves ornamentais, répteis e pequenos mamíferos, sendo assim um mercado 

ascendente e com grande potencial (ABINPET, 2019; ABINPET, 2020). Outro desafio é a 

redução do tráfico de animais e a demonstração que criatórios se encontram interessados na 

preservação e na sustentabilidade (ABRASE, 2012). 
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Figura 1. Biodiversidade de aves utilizadas na dissertação- A. Amazona aestiva (Papagaio-

verdadeiro); B. Ramphastos vitellinus (Tucano-de-bico-preto); C. Pulsatrix koeniswaldiana 

(Murucututu-de-barriga-amarela); D. Balearica regulorum (Grou-coroado); E. Gallus gallus 

domesticus (Galinha-doméstica); F. Goura cristata (Pomba-goura). Fonte: arquivo pessoal. 

 

2.2 Centro de Reabilitação de Animais Silvestres (CRAS), Criação Comercial e Jardim 

Zoológico  

Segundo a resolução de Nº157, de 19 de outubro de 2018, do Instituto Estadual do 

Meio Ambiente (INEA), os empreendimentos de fauna silvestres e exóticas, são divididos em 

categorias autorizadas, reguladas e controladas. Entendendo-se como Centro de Reabilitação 

de Fauna Silvestre Nativa, os empreendimentos tem a finalidade de receber, identificar, marcar, 

triar, avaliar, recuperar e reabilitar espécimes nativas, que são provenientes de resgates e 

possuem por fins programas de reintrodução no ambiente natural.  

Classifica-se como criação comercial, os estabelecimentos com finalidades de manter 

e reproduzir espécies da fauna nativa sob cuidados humanos, cujo objetivo é a utilização em 

atividades comerciais (INEA, 2018).  

Os Jardins zoológicos são especificados como instituições que possuem coleções de 

animais silvestres mantidos vivos, sob cuidados humanos ou em semiconfinamento, sendo 

expostos aos visitantes para atender as finalidades educativas, científicas, conservacionistas e 

socioculturais (INEA, 2018).  

 

2.3 Ocorrência de Hemoparasitos em animais silvestres 

Dentre os hemoparasitos, diversos gêneros se inserem, dentre eles estão Anaplasma, 

Ehrlichia, Babesia, Borrelia, Plasmodium, Trypanosoma, entre outros (DAVIES; 

JOHNSTON, 2000; HALLA et al., 2014). Esses agentes possuem grande importância mundial, 

A 
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devido as diversas parasitoses que podem estar associadas às zoonoses (COIMBRA, 2020; 

SANTOS, 2018) 

A transmissão destes agentes pode ocorrer através de vetores artrópodes como moscas, 

mosquitos, pulgas e carrapatos (COLWELL et al., 2011). Quadros como imunossupressão do 

hospedeiro geram influências nas taxas de infecção dos hemoparasitos em seus respectivos 

hospedeiros. Desta forma, alterações em dietas e animais oriundos do tráfico que passaram por 

condições de estresse de captura, transporte e alterações climáticas, podem favorecer a 

disseminação de agentes patogênicos e consequentemente possíveis zoonoses (BARBOSA, 

2014). 

Estudos para realizar a detecção de hemoparasitos em animais silvestres vem 

ocorrendo através de Reação de Cadeia de Polimerase (PCR), como demonstra Cordeiro (2022), 

em pesquisa de Anaplasma spp., Borrelia spp. e Ehrlichia spp. em Didelphis aurita do 

munícipio de Seropédica.  Além da existência de hemoparasitos ocorrendo em aves do Estado 

do Rio de Janeiro, mesmo que com a baixa ocorrência de indivíduos positivos na região da Ilha 

de Marambaia (BRUM, 2016). 

 

2.3.1 Ordem Piroplasmida  

Com base em análises multigênicas, a ordem possui três gêneros como Babesia, 

Theileria e Cytauxzoon, onde ambos os gêneros possuem características morfológicas e 

desenvolvimentos semelhantes, como organelas complexas, merogonia dentro de eritrócitos de 

hospedeiros vertebrados e multiplicação sexual seguida pela formação de esporozoítos em 

vetores invertebrados (HOMER et al., 2000).  

Dentro das células preferenciais, os gêneros Babesia e Theileria possuem plasticidade 

morfológica, apresentando formas variáveis, uma vez que as babesias possuem formato 

piriforme, podendo ser encontradas em forma única, dímera ou em cruz e Theileria possui 

formatos oval, anular, circular, ovóide ou irregular (LAHA et al., 2015; LEMPEREUR et al., 

2017). São parasitos distintos, com diferenças no que tange ao parasitismo e à biologia, porém 

devido às diversas formas e o mesmo modo de transmissão, podem ser confundidos 

(MEHLHORN; SCHEIN, 1984). Em relação a Cytauxzoon felis dentro de eritrócitos, a 

morfologia é muito semelhante à de pequenas Babesia spp. e Theileria spp., sendo encontrados 

formatos individuais anelares, ovais ou circulares, com diâmetro de 0.5–0.8µm (CARLI et al, 

2012). 
O gênero Babesia compreende protozoários que parasitam hemácias de humanos, 

animais domésticos e silvestres. Sua transmissão depende de invertebrados da família Ixodidae 

para realizar o ciclo biológico, visto que, o desenvolvimento sexual ocorre dentro dos 

carrapatos. Os principais gêneros da família Ixodidae envolvidos na transmissão do agente são 

Rhipicephalus, Dermacentor, Haemaphysalis, Hyalomma e Ixodes (GENCHI, 2007; 

PIETROBELLI et al., 2007). A eficiência na transmissão, juntamente com a distribuição 

mundial dos invertebrados, torna o protozoário com maior ocorrência em animais de vida livre 

e domésticos (HUNFELD et al., 2008). 

Segundo Jalovecka (2019), o ciclo biológico possui três fases sucessivas, que são 

merogonia, gametogonia e esporogonia. Dentre as fases de esporogonia e merogonia o 

protozoário presente na glândula salivar do hospedeiro invertebrado na fase de esporozoítos, 

migra para os eritrócitos durante o repasto sanguíneo e ao adentrar no eritrócito ocorre uma 

transformação de esporozoítos para trofozoítos, que realizarão reprodução assexuada, por 

divisão binária, formando merozoítos. Ao ocorrer o rompimento celular, para liberação de 

merozoítos que podem penetrar novos eritrócitos. Nos hospedeiros vertebrados, podem ocorrer 

sinais clínicos como febre, anorexia, perda de peso, anemia hemolítica, hemoglobinúria e até o 

óbito do hospedeiro (TELFORD III et al., 1993; GENCHI, 2007; MONTEIRO, 2018).  
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Diversas são as espécies de Babesia documentadas em mamíferos silvestres, 

principalmente em carnívoros e ungulados (PENZHORN, 2006). Assim como, um estudo 

envolvendo baço de mamíferos silvestres que vieram a óbito nas estradas da região Sul do Rio 

Grande de Sul, Babesia microti foi relatada em Cavia aperea (Preá) e Babesia sp. em Procyon 

cancrivorus (Mão-pelada) (SCHEER et al., 2022). 

Os relatos da ocorrência de Babesia spp. vêm sendo demonstrado em diversos 

trabalhos pelo mundo, devido a ocorrência de babesiose humana, que pode variar de infecções 

assintomáticas ao óbito do paciente (KARSHIMA, 2021).  

Carrapatos parasitando aves migratórias no sudeste da Suécia foram utilizados no 

estudo de Wilhelmsson et al. (2021), sendo possível detectar dentre os 1.102 carrapatos, uma 

positividade de 2,4% dos carrapatos Ixodes ricinus positivos para o gênero Babesia.  De todas 

as amostras positivas para Babesia, Babesia venatorum foi a espécie mais prevalente (58%), 

seguida por Babesia microti (38%) e Babesia capreoli (4,0%). 

No que tange as aves, Sgarioni e colaboradores (2023), investigaram a ocorrência de 

Babesia spp. em aves marinhas da ordem procellarriformes na costa Sul do Brasil, encontrando 

positividade em uma ave fêmea adulta da espécie Thalassarche chlororhynchos (albatroz-de-

nariz-amarelo-atlântico). Diante da positividade, denominaram o protozoário encontrado como 

Babesia sp. cepaAlbatroz.  

 

2.3.2 Família Spirochetaceae   

  Membros dessa família são caracterizados por serem bactérias com formato helicoidal, 

protoplasma cilíndrico, possuírem uma ou mais voltas completas no eixo central, uma 

membrana externa que contém diversas proteínas de superfície e podem possuir capacidade de 

se locomoverem. A família possui cinco gêneros, porém os gêneros Treponema, Leptospira e 

Borrelia possuem grande importância para saúde única (DOBSON; SÁNCHEZ, 2009).  

  O gênero Borrelia difere, morfologicamente, dos demais gêneros desta família por 

apresentar maior número de flagelos periplasmáticos, por serem maiores e possuírem menor 

número de espiras (BABOUR; HAYES, 1986; QUINN et al., 1994). As espécies desse gênero 

são classificadas em dois clados evolutivos principais, o clado da borreliose de Lyme e o clado 

da febre recorrente. Os membros do clado da borreliose de Lyme são transmitidos por 

hospedeiros invertebrados da família Ixodidae, enquanto os vetores do clado da febre recorrente 

englobam os membros da família Argasidae (ADEOLU; GUPTA, 2014; BARBOUR et al., 

2017; MARGOS et al., 2020). 

  A borreliose aviária, doença causada por Borrelia anserina demonstrou ocorrência no 

Brasil em 1903, quando Marchoux e Salimbeni estudava a presença da espiroqueta em Gallus 

gallus domesticus, no estado do Rio de Janeiro. Outras aves foram relatadas como hospedeiros 

naturais, dentre elas estão:  Anser cygnoides (Ganso-africano), Meleagris gallopavo (Peru-

selvagem), Carina moschata (Pato-do-mato), Phasianus colchicus (Faisão-coleira) e Serinus 

canarius (Canário) (MCNEIL et al.,1949). Trabalhos demonstram a infecção experimental de 

B. anserina através de Argas miniatus em Gallus gallus domesticus, além de ocasionar sinais 

clínicos como apatia, palidez da crista, diarreia esverdeada, penas eriçadas e hiporexia 

(LISBÔA, 2006). Gylfe (2000) sugere que aves migratórias podem funcionar como carreadores 

do agente Borrelia burgdorferi por longas distâncias. Um estudo envolvendo aves migratórias 

e perus selvagens do Tennessee (EUA), diagnosticou a presença de Borrelia burgdorferi e 

Borrelia lonestari, comprovando a presença dos agentes em meio silvestre (JORDAN et al., 

2009). 
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2.3.3 Família Anaplasmataceae 

A família Anaplasmataceae, inserida na ordem Rickettsiales, é composta por alfa-

proteobactérias gram-negativas, intracelulares obrigatórias. Estas bactérias se reproduzem no 

interior de vacúolos citoplasmáticos de células hospedeiras, tais como células fagocíticas, 

eritrócitos, células retículo-endoteliais, tecidos reprodutivos de helmintos e artrópodes. 

Apresentando uma distribuição cosmopolita, essas bactérias têm a capacidade de causar 

doenças em animais e seres humanos, sendo transmitidas por meio de vetores invertebrados, 

principalmente carrapatos (WALKER; DUMLER, 1996; DUMLER et al., 2001).  

Com o avanço da biologia molecular, Dumler et al. (2001) procederam à reorganização 

dos membros da ordem Rickettsiales, concentrando-os nas famílias Rickettiaceae e 

Anaplasmataceae. Na Anaplasmataceae, foram englobadas espécies provenientes dos gêneros 

Wolbachia, Ehrlichia e Neorickettsia, preservando as espécies dos gêneros Anaplasma e 

Aegyptianella.  

Na família, os gêneros Anaplasma e Ehrlichia se destacam por possuir uma ampla 

diversidade de espécies que acometem humanos, animais domésticos e silvestres, incluindo 

aves e répteis (ALMEIDA, 2011; DOLZ et al., 2013; CALCHI et al., 2020; MAGALHÃES, 

2020; BERNARDES, 2022). O gênero Anaplasma é responsável por causar a doença infecciosa 

conhecida como anaplasmose (DUMLER et al., 2001), cujas espécies descritas são Anaplasma 

phagocytophilum, Anaplasma marginale, Anaplasma centrale, Anaplasma ovis, Anaplasma 

bovis, Anaplasma platys, Anaplasma odocoilei e Anaplasma capra (DUMLER et al., 2001; 

TATE et al., 2013; LI et al., 2015). Já o gênero Ehrlichia é composto por diversas espécies, 

dentre elas Ehrlichia canis, Ehrlichia chaffeensis, Ehrlichia ewingii, Ehrlichia muris, Ehrlichia 

ruminantium e Ehrlichia minasensis (AGUIAR et al., 2019; DINIZ; AGUIAR, 2022). 

Daniels et al. (2002) identificaram larvas de carrapatos infectadas por A. 

phagocytophilum, indicando a possibilidade de aves atuarem como reservatórios para 

Anaplasma. No entanto, divergências existem, já que outros pesquisadores descrevem o papel 

das aves apenas como portadoras desse gênero (ALEKSEEV et al., 2001; OGDEN et al., 2008; 

HILDEBRANDT et al., 2010). DNA de Anaplasma spp. foi detectado em amostras sanguíneas 

de aves silvestres na Grécia (IOANNOU et al., 2009) e no Brasil (MACHADO et al., 2012).  

Estudos englobando o papel das aves e dos seus vetores no ciclo biológico de Ehrlichia 

sp. ainda são escassos em comparação aos estudos abordando a ocorrência do agente em 

mamíferos (DANIELS et al., 2002). Porém, num estudo utilizando sangue de aves silvestres do 

Brasil, Machado et al. (2012) relataram a ocorrência de Ehrlichia sp. em Quiriquiri (Falco 

sparverius) no Estado de São Paulo. Assim como, Muñoz-Leal et al. (2019) detectaram 

Ehrlichia sp. em fragmentos de baço e pulmão de Pinguins de Magalhães (Spheniscus 

magellanicus) através de técnicas moleculares. 

  

2.3.4 Família Trypanosomatidae 

A família trypanosomatidae, pertencente ao filo Euglenozoa e a ordem Kinetoplastida, 

detém dois gêneros de suma importância para saúde pública, no qual engloba o gênero 

Trypanosoma e o gênero Leishmania, possuindo o flagelo como forma morfológica semelhante 

entre os gêneros (MONTEIRO, 2018; HAAG, 1998; HOARE, 1972). Dentro da família, 

existem diversas espécies que são capazes de infectar vertebrados e invertebrados, que 

participarão do ciclo biológico de cada agente (PODLIPAEV, 1990; SANTOS et al., 2021). Os 

representantes da família Trypanosomatidae apresentam diferentes morfologias durante o ciclo 

de vida, tanto na natureza como em cultivo no laboratório. Por definição, apresentam sete 

morfotipos principais. Entre os morfotipos esféricos e arredondados, destacam-se os 

amastigotas, esferomastigotas e coanomastigostas. Já os morfotipos mais alongados e 
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fusiformes incluem os promastigotas, epimastigotas, tripomastigotas e opistomastigotas (Figura 

2) (D´AVILA-LEVY et al., 2015). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 2.  Representação esquemática dos diferentes morfotipos presentes nos 

tripanossomatídeos. Fonte: D’Avila-Levy et al., 2015. o travessão deve ser substituído pela 

palavra “mastigota”. 

 

O gênero Trypanosoma pode ser classificado em secção Stercoraria, na qual ocorre a 

transmissão via fezes dos hospedeiros invertebrados, de forma contaminativa, possuindo um 

grau de patogenicidade baixo, com exceção da espécie Trypanosoma cruzi. Esta secção abrange 

os seguintes subgêneros: Megatryanum (apresentam um grande porte, cinetoplasto 

aproximadamente na metade da distância entre o núcleo e a extremidade posterior), 

Herpetosoma (apresentam médio porte e cinetoplasto subterminal) e Schizotrypanum 

(apresentam um pequeno porte, com morfologia em formato de C e o cinetoplasto volumoso e 

próximo à extremidade). A secção Salivaria ocorre de forma inoculativa ou mecânica, 

possuindo os subgêneros Duttonella, que apresenta flagelo livre, monomórfico, extremidades 

arredondadas, cinetoplasto grande e geralmente terminal, e o subgênero Trypanozoon, que 

apresenta cinetoplasto pequeno, membrana ondulante bem visível e grânulos no citoplasma 

(MONTEIRO, 2018). 

O gênero Leishmania pode ser classificado em dois subgêneros, o subgênero Viannia 

e o subgênero Leishmania, apresentando formas clínicas descritas como leishmaniose 

tegumentar (LT) e leishmaniose visceral ou calazar (SOUZA et al., 2022). Dentre suas 

características morfológicas podemos observar a forma amastigota infectando hospedeiros 

vertebrados e as formas promastigotas presentes em hospedeiros invertebrados (BRASIL, 

2006).  

Os tripanossomatídeos utilizam uma variedade de vetores invertebrados sugadores de 

sangue, como sanguessugas, carrapatos e insetos (THEKISOE et al., 2007; ZINGALES et al., 

2012; FERMINO et al., 2015; MAROTTA et al., 2018; CECÍLIO et al., 2022). Esses parasitas 

estão altamente adaptados a uma ampla gama de espécies de vertebrados como hospedeiros, 

incluindo algumas espécies aquáticas (VIRGILIO et al., 2021). Destacam-se na literatura os 

vetores de maior importância, que são os flebotomíneos e os triatomíneos. Esses insetos são 

responsáveis pela transmissão de Leishmania spp. e Trypanosoma cruzi, respectivamente, 

sendo estes agentes zoonóticos. Em muitas regiões do Brasil, esses vetores são endêmicos, 

representando significativos desafios para a saúde pública (RIBEIRO et al., 2019; COSTA et 

al., 2021; PINTO et al., 2022). 



8  

Os parasitos pertencentes ao gênero Trypanosoma, encontrados em aves, apresentam 

uma ampla variedade de possíveis hospedeiros invertebrados, incluindo mosquitos das famílias 

Culicidae, Simuliidae, Ceratopogonidae e Hippobocidae, além de ácaros da família 

Dermanyssidae (BENNETT, 1961). A primeira observação de Trypanosoma em aves foi 

realizada em corujas europeias por Basil Danilewsky em 1885. Desde então, 

tripanossomatídeos aviários foram identificados em diversas espécies de aves (BENNETT, 

1961). 

Trypanosoma spp. parasita frequentemente diversas espécies de aves, sendo aves 

canoras e raptores as mais afetadas (APANIUS, 1991). No entanto, Kucera (1983) sugere que 

patos, gansos e pardais raramente apresentam infecções.  

Na África, pesquisas revelaram a presença da forma tripomastigota de Trypanosoma 

naviformis em passarinhos e beija-flores, além de relatos de numerosas aves positivas para 

Trypanosoma spp. neste continente (SEHGAL et al., 2011). No Brasil, a presença de 

Trypanosoma sp. foi avaliada em 925 aves através de esfregaços sanguíneos de aves da região 

de Mata Atlântica do estado de Minas Gerais, obtendo uma prevalência de 3,8% de aves 

positivas (SEBAIO et al., 2012). Em outro estudo realizado por Gredilha (2020) em aves do 

Parque Nacional de Itatiaia (RJ/MG) e da Zona da Mata Mineira (MG), foi possível observar a 

presença de Trypanosoma sp. através de biologia molecular em Turdus flavipes (Sabiá-uma), 

Turdus albicollis (Sabiá-coleira), Tachyphonus coronatus (Tiê-preto), Thamnophilus 

caerulescens (Choca-da-mata) e Synallaxis spixi (João-teneném). 

 

2.3.5 Ordem Haemosporida  

Pertencente ao filo Apicomplexa, classe Haemosporidea e ordem Haemosporida, a 

família Plasmodiidae engloba o gênero Plasmodium spp. (COX, 1994; VALKIUNAS, 2005), 

o qual possui cerca de 450 espécies descritas, sendo 75 de ocorrência em aves. Possui divisão 

de subgêneros como: Haemamoeba, Giovannolaia, Novyella, Huffia e Bennetinia. Os quais 

apresentam caracterização morfológica da seguinte maneira: Haemamoeba, possuindo grandes 

esquizontes eritrocitários e gametócitos arredondados; Giovannolaia, com a presença de 

grandes esquizontes eritrocitários e gametócitos alongados; Novyella, com pequenos 

esquizontes eritrocitários e gametócitos ovais ou alongados; Huffia, com grandes esquizontes 

eritrocitários, gametócitos alongados e grande presença de estágios imaturos; e Bennetinia, com 

esquizontes de citoplasma escasso e gametócitos ovais ou arredondados (GARNHAM, 1966; 

VALKIUNAS, 2005). 

Dentro da família, existem algumas espécies capazes de infectar diferentes ordens de 

aves, como, por exemplo, os galiformes, sphenisciformes e diversas outras ordens (SERRA 

FREIRE, 1979; BUENO et al., 2010). Sua transmissão possui grande impacto na avicultura, 

devido aos quadros de infecção graves que podem levar à morte, baixa de produção, prostração, 

febre e megalia de órgãos. Porém, pode apresentar quadros assintomáticos e raramente fatais 

(MASSARD; MASSARD, 1981; GARNHAM, 1966). Seus vetores incluem dípteros da família 

Culicidae, tribos Culicini e Anophelini (URQUHART, 1998; GARNHAM, 1966). 

O ciclo biológico é heteróxeno, composto por um hospedeiro invertebrado e um 

hospedeiro vertebrado, constituído pelas fases exoeritrocítica, eritrocítica e esporogônica. O 

hospedeiro invertebrado possui os esporozoítos presentes na glândula salivar e, ao realizar o 

repasto sanguíneo, inoculam a forma infectante no hospedeiro vertebrado. Os esporozoítos 

adentram aos fibroblastos da pele e células do sistema fagocítico mononuclear, onde realizam 

a mudança para trofozoítos. Através da esquizogonia, darão origem aos esquizontes que 

realizarão reprodução de forma assexuada para dar origem aos merozoítos. Após algumas 

reproduções, os merozoítos migram para os eritrócitos, tornando-se trofozoítos, e através de 

uma nova esquizogonia, darão origem aos merozoítos sanguíneos. Depois de algumas gerações, 
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alguns merozoítos se diferenciam em gametócitos (macrogametócitos e microgametócitos). 

Durante o repasto sanguíneo, o vetor pode ingerir os gametócitos que, ao chegarem no trato 

digestivo dos vetores, sofrem o processo de exflagelação, dando origem ao microgameta, que 

se funde com macrogametócitos e gera a formação de um zigoto. Este dará origem à forma de 

oocineto, que penetrará a parede do intestino e se fixará na sub-serosa até ocorrer a maturação 

e transformação em oocisto através da esporogonia. No interior do oocisto, ocorre a formação 

de novas formas de esporocistos, que contêm diversos esporozoítos. O rompimento do 

esporocisto possibilita a liberação dos esporozoítos que migrarão para a glândula salivar, 

completando a maturação e fechando o ciclo biológico (GARNHAM, 1966; MC GHEE et al., 

1988) (Figura 3). 

Estudos sobre a prevalência de Plasmodium vêm se demonstrando presentes em 

diversas pesquisas, visto a variação das prevalências de 83,19% (TOSTE et al., 2015) e 6,9% 

(FECCHIO et al., 2007). Tanto aves de vida livre quanto aves cativas apresentam a presença 

do parasito através dos métodos de diagnóstico como microscopia direta e Reação em Cadeia 

de Polimerase, abrindo alertas para risco com espécies endêmicas ou com risco de extinção 

(RIBEIRO et al., 2005; ATKINSON et al., 2000; BENSCH et al., 2000). 

 

Figura 3. Ciclo de vida de Plasmodium spp. Ave: 1 – 16. Vetor: 17-24. , I, II – merogonia 

exoeritrocítica primária; III – merogonia eritrocítica; IV – merogonia exoeritrocítica 

secundária; 1- esprozoítos em células reticuloendoteliais; 2,3- criptozoítos; 4- merozoítos 

em macrófagos; 5,6 -metacriptozoítos; 7- merozoítos nos eritrócitos; 8 – gametócitos; 9- 

merozoítos nas células endoteliais dos capilares; 13, 14- fanerozoítos; 15-merozoítos nos 

eritrócitos; 16 -gametócitos; 17- macrogametócitos; 18- exflagelação dos microgametas; 

19-  fertilização dos macrogametas; 20- oocineto penetrando na membrana peritrófica; 21- 

oocistos jovens; 22, 23 – esporogonia; 24- esporozoítos na glândula salivar do vetor. 

(CHAGAS, 2016). 
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2.4 Métodos de diagnóstico  

2.4.1 Caracterização Morfológica  

Almosny e Monteiro (2007) destacam que a realização do método de esfregaço 

sanguíneo é de grande valor para a realização de hemograma, onde irá ocorrer a contagem e 

diferenciação dos leucócitos, observação morfológica das células e a pesquisa dos 

hemoparasitos que podem estar presente na amostra coletada. A presença do hemoparasito pode 

se encontrar em células do tecido hematopoiético, junto com a inclusões de corpúsculos, 

mórulas e dentre outras formas que o parasito pode se apresentar (ALMOSNY; MASSARD, 

2002; FERREIRA, 2012). 

Existe uma variação entre a parasitemia que ocorre nos exames parasitológicos, não 

existindo correlação direta com a sintomatologia do espécime (PALTRINIERI et al., 2010). As 

fases da doença também é um fator a ser levado em consideração, pois fases iniciais da doença, 

podem gerar resultados falso-negativos (FAYET, 1999) e fases crônicas ou latentes dificultam 

a detecção direta do parasito, reduzindo a perspectiva de visualização em esfregaço sanguíneo 

(ATKINSON; VAN RIPER III, 1991). 

Como exemplo, Tostes et al. (2015) citaram que em estudo realizado para determinar 

a prevalência da infecção por Plasmodium spp. e Haemoproteus spp. em aves silvestres 

mantidas em cativeiros na Mata Atlântica, utilizando microscopia óptica e PCR, a prevalência 

da infecção por estes hemoparasitos demostrada pelas duas técnicas foram semelhantes 

(83,19% e 81,3%, respectivamente). Portanto, pesquisas utilizando ambos os métodos vêm 

sendo realizadas (RIBEIRO et al., 2005; RICHARD et al., 2002) e demonstrando que a técnica 

de PCR pode fornecer diagnósticos rápidos e confiáveis mesmo que a amostra apresente um 

baixo nível de parasitemia ou infectada por várias espécies de parasitos (RICHARD et al., 

2002). 

 

2.4.2 Diagnóstico Molecular 

Na medicina veterinária, as técnicas moleculares são amplamente utilizadas, 

principalmente na área de parasitologia animal, onde permite a elaboração de novas formas de 

diagnóstico, desenvolvimento de técnicas, descoberta de novas espécies, entre outros. Dentre 

as técnicas, a técnica de PCR possui vantagens como: detecção rápida de microrganismos de 

crescimento lento, ou daqueles não cultiváveis, no monitoramento de doenças através da 

quantificação da infecção e em estudos epidemiológicos. No diagnóstico molecular de 

parasitos, uma variedade de materiais pode ser empregada, incluindo sangue, tecidos, fezes, 

urina e até mesmo partes ou corpos inteiros de ectoparasitos (HODGKINSON, 2006; TORINA 

et al., 2013; MELO et al., 2016). 

Com isso, as técnicas de biologia molecular estão cada vez mais sendo aplicadas na 

detecção de hemoparasitos em aves (IOANNOU et al., 2009; JORDAN et al., 2009; 

MACHADO et al., 2012; TOSTES et al., 2015; DUARTE, 2020; SGARIONI et al., 2023), 

principalmente em situações em que apenas pequenos volumes de sangue estão disponíveis e 

que poucos hemoparasitos estão presentes (VIANA, 2010).  

 

2.4.3 Métodos indiretos   

A sorologia pode ser empregada como método de diagnóstico para detectar 

hemoprotozoários, mas a interpretação dos resultados é desafiadora devido à detecção de 

anticorpos contra os parasitos. É difícil diferenciar entre infecções ativas e infecções 
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previamente eliminadas pela ave, pois os anticorpos permanecem na circulação em ambas as 

situações (SHAW et al., 2001; FALLON et al., 2003; SACCHI, 2015). 

Num estudo realizado por Sacchi (2015) utilizando a técnica de RIFI, detectou 5,68% 

(4/88) e 3,41% (3/88) das aves com anticorpos anti-A. phagocytophilum e anti-Ehrlichia 

chaffeensis, respectivamente e que existe a possibilidade de que as aves não mantenham título 

de anticorpos após a exposição por agentes Anaplasmataceae devido a fatores diversos. 
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3 MATERIAL E MÉTODOS 

 

3.1 Aspectos éticos e Legais da pesquisa científica 

A realização deste estudo foi autorizada pela Comissão de Ética no Uso de Animais 

(CEUA) da Universidade Estácio de Sá (Protocolo nº 022/2019) (Anexo 1) e pelo Instituto 

Chico Mendes de Conservação da Biodiversidade (ICMBio) por meio do Sistema de 

Autorização e Informação em Biodiversidade (Sisbio) sob o protocolo de nº 69103-2 (Anexo 

2). 

 

3.2 Locais de Processamento de Amostras 

As etapas desse estudo foram desenvolvidas no Laboratório de Estudo da Interação 

Parasito-Hospedeiro (LEIPH), localizado no Bloco A do Anexo I; Laboratório de Sanidade 

Avícula (LASAVE), localizado na sala 29, e Laboratório de Hemoparasitos e Vetores (LHV), 

localizado na Estação Experimental para Pesquisas Parasitológicas W. O. Neitz, sediados no 

Instituto de Veterinária da Universidade Federal Rural do Rio de Janeiro (UFRRJ).  

 

3.3 Origem das Amostras 

Foram utilizadas amostras de sangue total de aves silvestres recebidos pela Clínica de 

Reabilitação de Animais Selvagens da Universidade Estácio de Sá (CRAS-UNESA), Campus 

Vargem Pequena, do Parque de Educação Ambiental Arca do Noah, localizado no Bairro de 

Guaratiba e de uma Criação de Psitacídeos, também localizado no Bairro de Guaratiba, todos 

pertencentes a zona oeste do município do Rio de Janeiro.  

Todas as aves que adentraram ao CRAS-UNESA foram identificadas de acordo com 

os livros de identificação (ERIZE et al.,2006) dos espécimes presentes na instituição. Os 

animais presentes no criatório e parque de educação ambiental eram oriundos dos Centros de 

Triagem de Animais Silvestres (CETAS), outros criatórios, apreensões policiais e outros 

zoológicos. Posto isso, no período de 2022 a 2023, foram coletadas 55 amostras provenientes 

do CRAS-UNESA e 49 amostras de aves mantidas sob cuidados humanos.  

 

3.4 Coleta de material biológico 

A coleta do material biológico foi realizada respeitando o bem-estar para cada 

espécime, onde animais que se encontravam debilitados ou em estado crítico, recebiam terapia 

e estabilização, e após melhora clínica eram liberados para coleta de material biológico. O 

volume de sangue coletado foi de acordo com Campbell (2014), que sugere a coleta de 1% do 

peso vivo do animal, desde que o espécime esteja hígido. Os animais eram contidos de forma 

física com o auxílio de equipamentos de segurança como luvas de raspas de couro. A região 

apterica da lateral direita do pescoço era umedecida com álcool 70%, facilitando a visualização 

da veia jugular e realizado venopunção (Figura 4) (SANTOS; CUBAS, 2007). 

Foram colhidos cerca de 0,5ml de sangue, utilizando seringas de 1ml e agulhas 

hipodérmicas descartáveis estéreis. Após, o sangue foi acondicionado em tubos de 0,5ml 

contendo ácido etilenodiamino tetra-acético (EDTA), mantidos sob refrigeração inicial em 

caixas isotérmicas, e após foram conservados em freezer a -80ºC até o momento das análises 

moleculares.  
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Figura 4. Colheita de sangue da veia jugular direita de Ara ararauna. Fonte: arquivo pessoal. 

 

3.5 Técnica de esfregaço sanguíneo 

Para identificação de hemoparasitos por microscopia, foram realizados esfregaços 

sanguíneos de cada indivíduo no momento da coleta sanguínea. Esses esfregaços foram fixados 

em metanol por 3 minutos e encaminhados ao LEIPH para serem corados com Giemsa a 10%, 

deixando-os imersos por 20 minutos (SHUTE; LEWIS, 1966), rinsado sequencialmente em 

água e secas ao ar. Posteriormente, os esfregaços foram observados sob microscopia óptica, na 

objetiva de 100x com óleo de imersão.  

As estruturas encontradas sugestivas de parasitos foram fotografadas com auxílio do 

microscópio óptico, no Laboratório Multiusuário de Bioimagem do Departamento de 

Parasitologia Animal – LAMBIO (DPA/IV/UFRRJ), para fins de registro e identificação 

morfológica. 

 

3.6 Diagnóstico Molecular 

3.6.1 Extração de DNA 

A extração de ácido desoxirribonucleico (DNA) foi utilizando kit comercial 

(PureLink®Genomic DNA Mini Kit) com algumas modificações. Utilizou-se 5 μL de sangue 

total, que foi acrescido de 20μL de PROTEINASE K (PKa do próprio Kit) e 20 μL de RNase 

A, sendo homogeneizada e incubada em temperatura ambiente por 2 minutos. Após 

homogeneização eram adicionados 200μL de Genomic lysis/Binding Buffer, que eram 

vortexados até a formação de uma substância homogênea. Logo em seguida, eram incubados a 

56ºC por 1hora e 30 minutos, onde ao final era adicionado 200 μL de etanol 100% gelado e 

misturado por vortex até homogeneização.  

 Após se iniciava a etapa de Binding DNA, onde toda substância lisada em etapa anterior 

era em coluna com sílica e centrifugada a 12.000 rpm por 1 min em temperatura ambiente. Era 

realizado o descarte do tubo coletor e adicionado uma nova coluna. 

 Em sequência era iniciado a fase de lavagem de DNA, onde eram adicionados 500μL 

de Wash Buffer 1 a coluna, centrifugado a 12.000 rpm por 1 minuto em temperatura ambiente. 

Após era descartado o tubo coletor e encaixado uma nova coluna, na qual era inserido 500μL 
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de Wash Buffer 2 e centrifugado a 12.000 rpm por 3 min em temperatura ambiente. Em seguida 

era descartado o tubo coletor. 

 Para a fase de eluição do DNA, era transferido o tubo de sílica para um tubo de 1,5ml, 

adicionado 25 μL de tampão de eluição e incubados por 2 minutos em temperatura ambiente. 

Após, eram centrifugados em velocidade de 12.000 rpm por 3 minutos, e acondicionados em 

eppendorfs para a realização das análises moleculares para os respectivos genes alvos (Quadro 

1).  

 

 

3.6.2 Análise molecular para ordem Piroplasmida   

Para detecção dos agentes da ordem Piroplasmida foi realizado nested-PCR para 

amplificação do gene 18S, como demonstrado por Jefferies et al. (2007). Para a primeira reação 

da nested-PCR foi adicionado em microtubo de 200µL um produto com volume final de 25µL 

contendo 3µL do DNA extraído acrescido de 22 µL do Master Mix [0,2 µL de Taq polimerase 

a 1U (GoTaq DNA Polymerase, Promega®), 2 µL de cada iniciador a 10 µM (BTF1 e BTR1) 

(tabela 1), 2 µL de dNTP a 2,5 mM, 1,5 µL de MgCl2 a 25 mM (Promega® MgCl2 Solution), 

5 µL de tampão (5X Colorless GoTaq®, Promega®) e 9,3 µL de água ultrapura livre de 

DNases]. No termociclador a primeira reação ocorreu seguindo o protocolo de 95 ºC por 2 

minutos e 30 segundos, seguidos de 30 ciclos de 94 ºC por 30 segundos, 58 ºC por 20 segundos, 

72 ºC por 30 segundos e, por fim, extensão final de 72 ºC por 5 minutos. Já para a segunda 

reação da nested-PCR foi adicionado a um tubo de 200 µL: 2 µL do “amplicon” resultado da 

primeira reação acrescidos de 23 µL do Master Mix [0,2 µL de Taq polimerase a 1U (GoTaq 

DNA Polymerase, Promega®), 2 µL de cada iniciador a 10 µM (BTF2 e BTR2) (tabela 1), 2µL 

de dNTP a 2,5 mM, 1,5 µL de MgCl2 a 25 mM (Promega® MgCl2 Solution), 5 µL de tampão 

(5X Colorless GoTaq®, Promega®) e 10,3 µL de água ultrapura livre de DNases]. Para o 

termociclador, na segunda reação, utilizou-se o protocolo de 95 ºC por 2 minutos e 30 segundos, 

seguidos de 30 ciclos de 94 ºC por 30 segundos, 62 ºC por 20 segundos, 72 ºC por 30 segundos 

e, por fim, extensão final de 72º por 5 minutos. 

Como controle positivo foi utilizado amostra previamente analisada e sequenciada, 

positiva para Babesia vogeli. Para o controle negativo foi utilizado água ultrapura livre de 

DNases aplicadas dentro e fora do fluxo laminar de preparação do Master Mix.  

 

3.6.3 Análise molecular para Borrelia spp.  

Uma nested-PCR foi utilizada para a detecção dos agentes do gênero Borrelia através 

da amplificação do gene flaB (flagelina), como demostrado por Stromdahl et al. (2003). A 

primeira reação da nested-PCR utilizou-se um volume final de 25 µL contendo 3 µL do DNA 

extraído acrescido de 22 µL do Master Mix [0,2 µL de Taq polimerase a 1U (GoTaq DNA 

Polymerase, Promega®), 2µL de cada iniciador a 10 µM (FLARL e FLALL) (tabela 1), 2 µL 

de dNTP a 2,5mM, 1,5µL de MgCl2 a 25mM (Promega® MgCl2 Solution), 5 µL de tampão 

(5X Colorless GoTaq®, Promega®) e 9,3 µL de água ultrapura livre de DNases]. No 

termociclador a primeira reação ocorreu seguindo o protocolo de 95 ºC por 2 minutos e 30 

segundos, seguidos de 35 ciclos de 95 ºC por 30 segundos, 55 ºC por 30 segundos e 72 ºC por 

35 segundos, com extensão final de 72 ºC por 5 minutos. Na segunda reação foi adicionado 

2µL do amplicon gerado na primeira reação acrescido de 23 µL do Master Mix [0,2 µL de Taq 

polimerase a 1U (GoTaq DNA Polymerase, Promega®), 2 µL de cada iniciador a 10 µM 

(FLARS e FLALS) (tabela 1), 2 µL de dNTP a 2,5 mM, 1,5µL de MgCl2 a 25 mM (Promega® 

MgCl2 Solution), 5 µL de tampão (5X Colorless GoTaq®, Promega®) e 10,3 µL de água 

ultrapura livre de DNases]. As condições de termociclagem na segunda reação foram: 95ºC por 
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2 minutos e 30 segundos, seguidos de 35 ciclos de 95ºC por 30 segundos, 55º por 30 segundos 

e 72º por 30 segundos e, por fim, uma extensão final de 72º por 5 minutos.  

Como controles positivos foram utilizadas amostras previamente analisadas e 

sequenciadas, positivas para Borrelia anserina e como controle negativo água ultrapura livre 

de DNases aplicadas dentro e fora do fluxo laminar de preparação do Master Mix.  

 

3.6.4 Análise molecular para Ehrlichia spp. 

Para a detecção do gênero Ehrlichia, foi utilizada uma nested-PCR baseada no gene 

dsb. O volume final da reação foi 25 µL, sendo: 3µL do DNA extraído acrescidos de 22 µL do 

Master Mix [0,2 µL de Taq polimerase a 1U (GoTaq DNA Polymerase, Promega®), 1µL de 

cada iniciador a 10 µM (DSB330F e DSB720R) (tabela 1), 2 µL de dNTP a 2,5 mM, 1,5 µL de 

MgCl2 a 25 mM (Promega® MgCl2 Solution), 5 µL de tampão (5X Colorless GoTaq®, 

Promega®) e 9,3 µL de água ultrapura livre de DNases]. O protocolo de termociclagem foi 

95ºC por 5 minutos, seguidos de 35 ciclos de 95ºC por 15 segundos, 50ºC por 30 segundos, 72º 

por 30 segundos, com uma extensão final de 72º por 5 minutos. Já a segunda reação foi realizada 

com 2µL do produto da primeira reação, complementado com 23µL de Master Mix [0,2 µL de 

Taq polimerase a 1U (GoTaq DNA Polymerase, Promega®), 1µL de cada iniciador a 10 µM 

(DSB380F e DSB720R) (Tabela 1), 2 µL de dNTP a 2,5 mM, 1,5 µL de MgCl2 a 25 mM 

(Promega® MgCl2 Solution), 5 µL de tampão (5X Colorless GoTaq®, Promega®) e 10,3 µL 

de água ultrapura livre de DNases]. As condições no termociclador foram: 95ºC por 3 minutos, 

seguidos de 35 ciclos de 95ºC por 15 segundos, 52ºC por 30 segundos, 72º por 30 segundos, 

com uma extensão final de 72º por 5 minutos. 

O controle positivo foi obtido através de uma amostra previamente analisada e 

sequenciada, demonstrando positividade para Ehrlichia canis, e como controle negativo foi 

utilizado água ultrapura livre de DNases aplicadas dentro e fora do fluxo laminar de preparação 

do Master Mix.  

3.6.5 Análise molecular para família Trypanosomatidae 

Para a detecção dos agentes da família Trypanosomatidae foi realizada uma PCR 

convencional para amplificação do gene 24Sα-rDNA. Para a reação de PCR convencional, 3µL 

do DNA extraído. Foram acrescidos de 22 µL do Master Mix [0,2 µL de Taq polimerase a 1U 

(GoTaq DNA Polymerase, Promega®), 1 µL de cada iniciador a 10µM (D75 e D76) (tabela 1), 

2 µL de dNTP a 2,5 mM, 1µL de MgCl2 a 25 mM (Promega® MgCl2 Solution), 5µL de tampão 

(5X Colorless GoTaq®, Promega®) e 11,8µL de água ultrapura livre de DNases]. O protocolo 

de termociclagem utilizado foi de 95 ºC por 2 minutos, seguidos de 40 ciclos de 94 ºC por 1 

minuto, 57 ºC por 1 minuto e 72 ºC por 1 minuto e, por fim, uma extensão final de 72º por 5 

minutos. 

O controle positivo utilizado foi amostra previamente analisada e sequenciada, 

positiva para Trypanosoma cruzi, e como controle negativo foi utilizado água ultrapura livre de 

DNases aplicadas dentro e fora do fluxo laminar de preparação do Master Mix.  

 

3.6.6 Análise molecular para a ordem Haemosporida 

Para a detecção de agentes da ordem Haemosporida, foi utilizada nested-PCR para 

amplificação do gene CytB. Na primeira reação foi utilizado os iniciadores HaemNFI (5′-

CATATATTAAGAGAAITATGGAG-3′) e HaemNR3 (5'-

ATAGAAAGATAAGAAATACCATTC-3') para amplificar DNA de parasitos dos gêneros 

Haemoproteus, Plasmodium e Leucocytozoon. A reação de PCR foi composta por 2µL do DNA 



16  

extraído acrescido de 23µL do Master Mix [0,5 µL de Taq polimerase a 1U (GoTaq DNA 

Polymerase, Promega®), 2,5 µL dos iniciadores a 10 µM (HaemNFI e HaemNR3) (tabela 1), 

2µL de dNTP a 2,5mM, 3µL de MgCl2 a 25 mM (Promega® MgCl2 Solution), 2,5µL de tampão 

(5X Colorless GoTaq®, Promega®) e 12,5 µL de água ultrapura livre de DNases]. Já na 

segunda reação, os iniciadores HaemF (5'-ATGGTGCTTTCGATATATGCATG-3') e HaemR2 

(5'-GCATTATCTGGATGTGATAATGGT-3') foram usados para detecção de Plasmodium 

spp. e Haemoproteus spp., sendo utilizado 2 µL de produto da primeira reação, acrescido de 23 

µL do Master Mix [0,5µL de Taq polimerase a 1U (GoTaq DNA Polymerase, Promega®), 

1,5µL dos iniciadores a 10µM (HaemF e HaemR2) (tabela 1), 2µL de dNTP a 2,5mM, 3µL de 

MgCl2 a 25mM (Promega® MgCl2 Solution), 2,5µL de tampão (5X Colorless GoTaq®, 

Promega®) e 13,5µL de água ultrapura livre de DNases].  

O protocolo de termociclagem para ambas as reações foram: 95ºC por 5 minutos, 

seguidos de 35 ciclos de 95ºC por 30 segundos, 54º por 30 segundos, 72º por 45 segundos e, 

por fim, extensão final de 72 ºC por 10 minutos.  

O controle positivo utilizado foi de uma amostra previamente analisada e sequenciada, 

sendo positiva para Plasmodium gallinaceum, e como controle negativo água ultrapura livre de 

DNases aplicadas dentro e fora do fluxo laminar de preparação do Master Mix. 
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 Quadro 1. Oligonucleotídeos e suas características utilizados para detecção de hemoparasitos em aves silvestres sob cuidados humanos e vida livre.

Gene Sequência dos Oligonucleotídeos (‘5-3’) Especificidade Fragmento Referências 

 

18S rDNA 

BTF1 GGCTCATTACAACAGTTATAG 

BTR1 CCCAAAGACTTTGATTTCTCTC 

BTF2 CCGTGCTAATTGTAGGGCTAATAC 

BTR2 GGACTACGACGGTATCTGATCG 

 

Piroplasmida 

930pb 

 

800pb 

 

 

(JEFFERIES et 

al., 2007) 

     

 

FlaB 

FlaLL ACATATTCAGATGCAGACAGAGGT 

FlaRL GCAATCATAGCCATTGCAGATTGT 

FlaLS AACAGCTGAAGAGCTTGGAAT 

FlaRS CTTTGATCACTTATCATTCTAATAGC 

 

Borrelia spp. 

665pb 

 

354pb 

 

(STROMDAHL 

et al., 2003) 

   
 

 
 

 

Dsb 

DSB-330 GATGATGTTTGAAGATATSAAACAAAT 

DSB-720 CTATTTTACTTCTTAAAGTTGATAWATC 

DSB-380 ATTTTTAGRGATTTTCCAATACTTGG 

DSB-720 CTATTTTACTTCTTAAAGTTGATAWATC 

 

Ehrlichia spp. 

401pb 

 

349pb 

(DOYLE et al., 

2005) 

(ALMEIDA, 

2011) 

     

24Sα-rDNA 
D75 GCAGATCTTGGTTGGCGTAG 

D76 CGTTCTCTGTTGCCCCTTTT 
Trypanosomatidae 270pb 

(SOUTO et al., 

1999) 

     

 

CytB 

HaemFNI CATATATTAAGAGAAITATGGAG 

HaemNR3 ATAGAAAGATAAGAAATACCATTC 

Haem F ATGGTGCTTTCGATATATGCATG 

Haem R2 GCATTATCTGGATGTGATAATGGT 

Haemoproteus spp. 

Plasmodium spp. 

 

~ 479pb 

(BENSCH et al., 

2000) 

(HELLGREN et 

al., 2004) 
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3.7 Eletroforese e análise dos resultados 

Um volume de 10 μL dos produtos de PCR foram aplicados em gel de agarose a 2% 

(UltraPureTM LMP Agarose, Invitrogen®), separados por eletroforese (5V/cm), corado em 

brometo de etídio e visualizados em transiluminador de luz UV (L-PIX Sti, Loccus). Para se 

estimar o tamanho dos fragmentos amplificados, os mesmos foram comparados com um padrão 

de peso molecular de 100pb (100bp Ladder Plus, Ready To Use - Sinapse Inc - M1071). 

3.8 Sequenciamento e análise filogenética 

 

O material para sequenciamento foi purificado a partir de 5µL do produto de PCR das 

amostras positivas, sendo tratados com Exo-Sap-IT (GE Healthcare®), seguindo o protocolo 

indicado pelo fabricante. Os fragmentos foram sequenciados em ambas as direções em um 

analisador genético automatizado (ABI 3500 Genetic Analyzer (Applied Biosystems®) alocado 

no Laboratório Multiusuário de Biologia Molecular PPGCV/ UFRRJ. As sequências obtidas 

foram alinhadas através do programa DNA Baser®. 

A ferramenta “Basic Local Alignment Search Tool” (BLAST) foi usada para avaliar a 

similaridade dos genes analisados nesse estudo com sequências de nucleotídeos disponíveis no 

GenBank. As sequências obtidas neste estudo foram alinhadas com as sequências do GenBank 

para os genes 24Sα-rDNA e cytB usando o software “Clustal W”. As sequências foram ajustadas 

manualmente, e os nucleotídeos dos genes alvos foram analisadas no conjunto de dados final. 

Leucocytozoon quynzae (KF309188.1) foi usada como outgroups para o gene cytB. 

Trypanosoma cruzi (GQ303145.1) e Trypanosoma rangeli (JN016745.1) foram usadas como 

outgroups na análise do gene 24Sα-rDNA. A reconstrução filogenética de Trypanosomatidae 

isolado de ave foi inferida usando o método Maximum Likelihood. O modelo Tamura-Nei foi 

usado para calcular a distância evolucionária. Para análise das sequências obtidas com alvo no 

gene cytB de Plasmodium sp., o método Neighbor-Joining foi adotado, considerando o modelo 

Kimura 2-parameter para calcular distância evolucionária. Para análise das sequências obtidas 

com alvo no gene cytB de haemosporídeos do gênero Haemoproteus, o método Maximum 

Likelihood foi adotado, considerando o modelo Tamura-Nei para calcular distância 

evolucionária. A combinação de clusters filogenéticos foi avaliada usando um teste de bootstrap 

com 1000 réplicas para testar diferentes reconstruções filogenéticas. Análise evolucionária foi 

conduzida usando o programa MEGA-X (KUMAR et al., 2018). 
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4 RESULTADOS 

 

4.1 Caracterização e localização das amostras coletadas 

          Do total de aves provindas do ambiente de vida livre, foram encontradas 18 espécies 

representantes das famílias Caprimulgidae, Cracidae, Sulidae, Psittacidae, Strigidae, 

Falconidae, Columbidae, Cathartidae, Ramphastidae e Accipitridae, conforme demonstrado na 

Tabela 1. 

 

Tabela 1. Relação de Famílias, espécies, nomes populares e quantidade de aves silvestres de 

vida livre coletadas no Centro de Reabilitação de Animais Silvestres – UNESA/RJ. 

 

Famílias Espécies Nomes populares N* 

Accipitridae 
Parabuteo unicinctus Gavião asa-de-telha 4 

Rupornis magnirostris Gavião-carijó 12 

Caprimulgidae Hydropsalis longirostris Bacurau-da-telha 1 

Cathartidae Coragyps atratus Urubu-de-cabeça-preta 3 

Columbidae Columbina talpacoti Rolinha-roxa 2 

Cracidae Penelope superciliaris Jacupemba 1 

Falconidae 

Caracara plancus Carcará 1 

Falco femoralis Falcão-de-coleira 1 

Falco sparverius Quiriquiri 1 

Mivalgo chimachima Gavião-carrapateiro 1 

   

Psittacidae 
Diopsittaca nobilis Maracanã-nobre 2 

Psittacara leucophthalmus Maracanã-pequena 13 

Ramphastidae 

Ramphastos toco Tucano-toco 1 

Ramphastos vitellinus Tucano-de-bico-preto 2 

   

Strigidae 

Asio clamator Coruja-mocho-orelhuda 4 

Glaucidium brasilianum Caburé 3 

Megascops choliba Corujinha-do-mato 2 

   

Sulidae Sula leucogaster Atobá-pardo 1 

    

Total 55 
* Número de amostras coletadas no presente estudo. 

 

Das aves mantidas sob cuidados humanos, teve representação de 12 espécies 

distribuídas nas famílias Psittacidae, Phasianidae, Ramphastidae, Anatidae e Gruidae, conforme 

descrito na Tabela 2. 
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Tabela 2. Relação de Famílias, espécies, nomes populares e quantidade de aves silvestres 

coletadas em Criação Comercial e Jardim zoológico. 

  

Famílias Espécies Nomes populares N* Localidade 

Anatidae Cygnus atratus Cisne-negro 4 
Jardim 

Zoológico 

Gruidae Balearica regulorum Grou-coroado 2 
Jardim 

Zoológico 

Phasianidae 
Gallus gallus 

domesticus 
Galinha-doméstica 12 

Jardim 

Zoológico 

Psittacidae 

Amazona aestiva Papagaio-verdadeiro 17 

Criação 

Comercial 

Amazona amazónica Papagaio-do-mangue 2 

Amazona farinosa Papagaio-moleiro 2 

Amazona festiva Papagaio-de-várzea 3 

Amazona ochrocephala Papagaio-campeiro 1 

Ara ararauna Arara-canindé 3 

    

Ramphastidae 

Ramphastos toco Tucano-toco 1 
Jardim 

Zoológico 
Ramphastos tucanus Tucano-de-papo-branco 1 

Ramphastos vitellinus Tucano-de-bico-preto 1 

Total 49  
* Número de amostras coletadas no presente estudo. 

 

4.2 Diagnóstico de Parasitos 

 

 Do total de 104 aves inspecionadas, nenhum ectoparasito foi encontrado. De todas as 

aves, distribuídas em vida-livre (n=55) e oriundas de ambientes cativos (n=49), foram obtidas 

amostras sanguíneas às quais foram submetidas a exames diretos de detecção de hemoparasitos. 

 

4.2.1 Diagnóstico direto de hemoparasitos por esfregaços sanguíneos 

 Durante a amostragem, não foi possível realizar a confecção do esfregaço sanguíneo 

de seis aves, em virtude do momento de manejo e contenção, para minimizar estresse e priorizar 

o bem-estar animal.  

 Na amostra de número de identificação 51, correspondente a material proveniente de 

S. leucogaster foi observada a presença de estruturas semelhantes a merozoitos 

intraeritrocitários (Figura 5), sugestivo de agente da ordem Piroplasmida. 

 Outro achado interessante foi de inclusão intraeritrocitária encontrada em C. talpacoti 

(amostra de identificação 53) (Figura 6), sugestivo de gametócito observado na ordem 

Haemosporida, característico de Haemoproteus sp. 
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Figura 5. Presença de merozoítos (setas vermelhas) intracelulares em eritrócitos de Sula 

lecogaster de vida livre, observado sob microscopia óptica em aumento de 1000X. Fonte: 

Arquivo pessoal. 

 

Figura 6. Presença de gametócito (seta vermelha) de Haemosporida em eritrócito de 

Columbina talpacoti de vida livre, observado sob microscopia óptica em aumento de 1000X. 

Fonte: Arquivo pessoal. 
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 Durante a leitura das lâminas, estruturas suspeitas de formas tripomastigotas de 

tripanosomatídeos foram visualizadas (Figura 7), como observado na amostra 66 

correspondente a A. clamator, conhecida popularmente como Coruja-mocho-orelhuda. Além 

disso, na amostra de identificação 78, proveniente de R. magnirostris observaram-se formas 

intraeritrocitárias sugestivas de haemosporídeos (Figura 8). 

 

Figura 7. Presença de estrutura extra-eritrocitária suspeita de tripanosomatídeo em amostra de  

Asio clamator de vida livre, observado sob microscopia óptica em aumento de 1000X. Fonte: 

Arquivo pessoal. 

 

Figura 8. Presença de estruturas intra-eritrocitárias suspeita de haemosporídeos em amostra de  

Rupornis magnirostris de vida livre, observado sob microscopia óptica em aumento de 1000X. 

Fonte: Arquivo pessoal. 
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4.2.2 Detecção de DNA de agentes da Ordem Piroplasmida 

 

           Das 104 amostras de aves submetidas ao diagnóstico molecular, somente uma amostra 

amplificou 800pb do gene 18S rDNA de Piroplasmida (Figura 9). Essa amostra era proveniente 

de um S. leucogaster resgatado no Bairro do Recreio dos Bandeirantes e encaminhado para o 

CRAS-UNESA. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 9. Representação dos produtos da PCR para o gene 18S rDNA (800 pb), aplicado em 

gel de agarose a 2% (UltraPureTM LMP Agarose, Invitrogen®), separado por eletroflorese 

(5V/cm), corado em brometo de etídio e visualizado em transilumiador de Luz UV. Poços 1-19 

e 21-58: Amostras testes negativas; Poço 20: Amostra teste positiva; Poço 59: Controle 

negativo; Poço 60: Controle positivo. 
 

 

4.2.3 Detecção de DNA para Ehrlichia spp. e Borrelia spp.  

              Das 104 amostras analisadas por testes moleculares, nenhuma amostra amplificou os 

fragmentos do gene dsb de Ehrlichia spp. (Figura 10) e do gene flaB de Borrelia spp. (Figura 

11). 

01   02    03   04   05   06  07   08   09  10   1 1   12  13   14   15   16  17   18   19   20   21  22   23   24   25  26   27 28   29   30

31 32    33   34   35  36   37   38   39  40   41   42   43  44   45   46  47   48   49   50   51  52   53   54   55   56  57   58  59   60
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Figura 10. Representação do produto da PCR para o gene dsb (seta amarela: ~349 pb), aplicado 

em gel de agarose  a 2% (UltraPureTM LMP Agarose, Invitrogen®), separado por eletroflorese 

(5V/cm), corado com brometo de etídio e visualizado em transilumiador de Luz UV. Poço 01: 

Ladder; Poços 2-28: Amostras testes negativas; Poço: 29: Controle negativo; Poço 30: Controle 

positivo. 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 11. Representação dos produtos da PCR para o gene flaB (seta amarela: 354 pb), 

aplicado em gel de agarose  a 2% (UltraPureTM LMP Agarose, Invitrogen®), separado por 

eletroflorese (5V/cm), corado com brometo de etídio e visualizado em transilumiador de Luz 

UV. Poço 01: ladder; Poços 2-27: Amostras testes negativas; Poço 28: Controle negativo; Poços 

29 e 30: Controles positivos. 

 

01    02   03   04  05   06   07   08   09  10   1 1   12   13   14  15  16   17   18   19   20   21  22   23   24  25   26   27 28   29   30 

01  02  03 04 05  06 07  08  09 10 1 1 12  13 14 15  16  17 18 19  20  21 22 23  24 25 26 27  28  29  30
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4.2.4 Diagnóstico e caracterização molecular: família Trypanosomatidae 

               Durante a realização de PCR com alvo no fragmento do gene 24Sα-rDNA da família 

Trypanosomatidae, houve amplificação de DNA-alvo em uma amostra (amostra 66) (Figura 

12) provinda do CRAS, sendo esta pertencente ao espécime A. clamator, que foi resgatada no 

município de Niterói.  

 

 

           

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 12. Representação dos produtos da PCR para o gene 24S rDNA (seta amarela: 270 pb), 

aplicado em gel de agarose a 2% (UltraPureTM LMP Agarose, Invitrogen®), separado por 

eletroflorese (5V/cm), corado com brometo de etídio e visualizado em transilumiador de Luz 

UV. Poço 01: ladder; Poços 2-5 e 7-28: Amostras testes negativas; Poço 06: Amostra teste 

positiva; Poço 29: Controle negativo; Poço 30: Controle positivo. 
 

 A amostra positiva foi analisada e demonstrou uma identidade de 91,60% com 

sequências depositadas no GenBank correspondentes a Trypanosoma theileri (XM_029023350 

e LC618031). Contudo, durante análise filogenética, e montagem de cladograma, observou-se 

que pouquíssimas sequências do gene 24Sα-rDNA da família Trypanosomatidae encontram-se 

depositadas no GenBank. Dessa forma, restando algumas sequências da classe Protozoa 

desejáveis para alinhamento, onde foram selecionadas as seguintes para construção 

filogenética: Trypanosoma cruzi (GQ303145), Trypanosoma minansenses (KT369016), 

Trypanosoma rangeli (JN016745), Leishmania braziliensis (U73613), Leishmania 

amazonensis (U73615).  

 No cladograma (Figura 13), a amostra desse estudo se destacou das representações do 

gênero Trypanosoma, estando entre Leishmania spp. e T. minasenses, confirmando pertencer a 

ordem Kinetoplastida, família Trypanosomatidae, porém necessitando de amplificação em 

outros genes alvos para definição em nível de espécie. 

01   02   03   04  05   06   07  08   09  10   1 1   12   13  14   15  16   17   18   19  20  21   22   23   24  25   26   27 28   29  30 
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Figura 13. Análise filogenética de organismo da família Trypanosomatidae detectado em ave 

Asio clamator (Coruja Mocho Orelhuda), baseada na comparação da sequência do gene 24Sα-

rDNA (292 pares de base após ajuste manual). Números de acesso do GenBank estão 

apresentados em parênteses. A árvore foi construída usando o método Maximum Likelihood e 

modelo Tamura-Nei, e os números internos nos nós indicam os percentuais das réplicas em 

1000 bootstrap que suportaram o ramo. T. cruzi (GQ303145.1) e T. rangeli (JN016745.1) foram 

usadas como outgroups. Sequência do presente estudo: amostra 66. 

 

4.2.5 Diagnóstico e caracterização molecular: Ordem Haemosporida 

 

            Das 104 amostras analisadas para o gene cytB, 12 se apresentaram positivas para agentes 

da ordem Haemosporida, sendo quatro aves de vida livre (um R. toco, duas C. talpacoti, e um 

R. magnirostris) e oito aves mantidas sob cuidados humanos (um A. aestiva, uma A. ararauna 

e seis G. gallus domesticus). Uma das amostras positivas (amostra 126, A. aestiva) não 

apresentou eletrosferograma satisfatório no sequenciamento, sendo retirada das análises 

filogenéticas, mantendo diagnóstico apenas como Haemosporida. 

 A amostra de R. toco foi analisada e demonstrou uma identidade de 99,9% com a 

sequência do gene cytb depositada no GenBank correspondente a Plasmodium sp. (KX171628) 

também encontrada em R. toco, porém no estado de São Paulo em animal mantido sob cuidados 

humanos. A reconstrução filogenética demonstrou que a amostra positiva do presente estudo é 

idêntica a sequência depositada sob o código KX171628, formando um clado exclusivo dessa 

espécie, destacando-se das demais espécies de Plasmodium descritas em aves utilizadas no 

alinhamento (Figura 14). 
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Figura 14. Análise filogenética de Plasmodium sp. detectado em ave Ramphastos toco (Tucano 

toco), baseada na comparação da sequência do gene cytb (451 pares de base após ajuste 

manual). Números de acesso do GenBank estão apresentados em parênteses. A árvore foi 

construída usando o método Neighbor-Joining e modelo Kimura 2-parameter, e os números 

internos nos nós indicam os percentuais das réplicas em 1000 bootstrap que suportaram o ramo. 

Leucocytozoon quynzae (KF309188.1) foi usado como outgroup. Sequência do presente estudo: 

amostra 29. 

 

  

 As duas amostras obtidas de C. talpacoti de vida livre analisadas nesse estudo 

(amostras 52 e 53) apresentaram uma identidade de 99,57% com Haemoproteus 

(Haemoproteus) paramultipigmentatus (depósito no GenBank: OP701685.1). Durante a 

reconstrução filogenética, ocupou o clado com representantes do gênero Haemoproteus que 

infecta aves, estando mais próximo filogeneticamente das sequências respectivas a protozoários 

encontrados em aves columbriformes. Contudo, formou um cluster, destacando-se juntamente 

com Haemoproteus paramultipigmentatus (depósito citado anteriormente) (Figura 15). 
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Figura 15. Análise filogenética de protozoário da ordem Haemosporida detectado em ave 

Columbina talpacoti, baseada na comparação da sequência do gene cytb (342 pares de base 

após ajuste manual). Números de acesso do GenBank estão apresentados em parênteses. A 

árvore foi construída usando o método Maximum Likelihood e modelo Tamura-Nei, e os 

números internos nos nós indicam os percentuais das réplicas em 1000 bootstrap que 

suportaram o ramo. Leucocytozoon quynzae (KF309188.1) foi usado como outgroup. 

Sequências do presente estudo: amostra 52 e amostra 53. 

 

 As amostras obtidas de A. araruana (amostra 128) e G. gallus domesticus  

provenientes de cativeiro e de R. magnirostris (amostras 78) de vida livre foram analisadas 

nesse estudo, e apresentaram uma identidade que variou de 99,57% a 100% com P. 

juxtanucleare. Durante a reconstrução filogenética, as amostras dos animais silvestres e de 

galináceos (amostras 139, 142, 143 e 146) com melhor qualidade foram selecionadas para a 

análise preliminar pelo gene cytB. Nos cladogramas, as amostras analisadas ocuparam o cluster 

com sequencias representantes de P. juxtanucleare (Figura 16 e 17). 
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Figura 16. Análise filogenética de protozoários da ordem Haemosporida detectado em G. 

gallus domesticus, baseada na comparação da sequência do gene cytb (356 pares de base após 

ajuste manual). Números de acesso do GenBank estão apresentados em parênteses. A árvore 

foi construída usando o método Neighbor-Joining e modelo Kimura 2-parameter, e os números 

internos nos nós indicam os percentuais das réplicas em 1000 bootstrap que suportaram o ramo. 

Leucocytozoon quynzae (KF309188.1) foi usado como outgroup. Sequências do presente 

estudo: amostra 139, 142, 143 e 146. 
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Figura 17. Análise filogenética de protozoários da ordem Haemosporida detectado em animais 

silvestres das espécies Rupornis magniristris (vida livre) e Ara ararauna (cativeiro), baseada 

na comparação da sequência do gene cytb. Números de acesso do GenBank estão apresentados 

em parênteses. A árvore foi construída usando o método Neighbor-Joining e modelo Kimura 2-

parameter, e os números internos nos nós indicam os percentuais das réplicas em 1000 bootstrap 

que suportaram o ramo. Leucocytozoon quynzae (KF309188.1) foi usado como outgroup. 

Sequências do presente estudo: amostra 78 e 128. 
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5 DISCUSSÃO 

 

  Este estudo realizou o diagnóstico molecular para diversos hemoparasitos, com 

importância ecológica, conservação de avifauna e saúde publica, a partir do sangue de aves 

silvestres e domésticas provenientes de cuidados humanos e vida livre do estado do Rio de 

Janeiro. Estudos envolvendo aves vêm ocorrendo em diversas localidades do território nacional, 

mostrando a ocorrência de hemoparasitos em Centros de Triagem de Animais Silvestres 

(STOCCO, 2021), hospitais veterinários (BRUM et al., 2016) e vida livre (FECCHIO, 2011). 

  O presente estudo utilizou o gene flaB, para realizar o diagnóstico molecular para 

Borrelia spp., o que corrobora com estudos de Duneau e colaboradores (2008) que utilizaram 

o mesmo gene para identificação destes agentes em carrapatos Ixodes uriae provenientes de 

aves marinhas, constatando a presença nos ectoparasitos. Sabe-se que aves marinhas possuem 

ectoparasitos, entretanto, no presente trabalho nenhuma ave marinha continha ectoparasitos. 

Norte et al. (2015) usando carrapatos Ixodidae de aves passeriformes de Portugal, identificaram 

a presença de genótipos do complexo B. burgdoferi s.l, despertando o papel de aves silvestres 

como reservatórios e transportadores mecânicos de vetores do agente. Em pesquisas visando 

detectar  Borrelia spp. em vertebrados presentes na Reserva Biológica de Duas Bocas, 

localizada no Espírito Santo, não foi encontrado a presença do agente em aves, morcegos e 

marsupiais (CUNHA, 2020), o que concorda com a presente pesquisa, uma vez que não houve 

amplificação de nenhuma amostra para Borrelia sp.  

Nas amostras analisadas por este estudo não houve detecção molecular de DNA de 

Ehrlichia sp., porém, aves silvestres podem se infectar e albergar a presença do agente. Foi 

detectada a presença de Anaplasma phagocytophilum, Ehrlichia chaffeensis, uma espécie de 

Ehrlichia intimamente relacionada com Ehrlichia canis e uma espécie de 

Ehrlichia intimamente relacionada com Ehrlichia encontrada em felinos selvagens no 

Brasil, em amostras de sangue de aves carnívoras (MACHADO et al., 2012). Sacchi (2015), na 

PCR convencional baseada no gene 16S rDNA de Anaplasmataceae, oito aves (6,61%) foram 

positivas para Ehrlichia spp., sendo cinco na PCR para E. chaffeensis e três na PCR para E. 

canis. Na análise filogenética descrita no estudo realizado por Sacchi (2015), quatro amostras 

de Ehrlichia spp. posicionaram-se no mesmo ramo de Ehrlichia identificadas em animais 

selvagens no Brasil e de um isolado humano nos EUA. Com isso, demonstra-se que agentes 

erliquiais estão circulantes em aves brasileiras.  

 Uma amostra de A. clamator, amplificou produto de PCR para o gene 24Sα-rDNA, 

através de indicadores moleculares com especificidade para família Trypanosomatidae. Após o 

sequenciamento, foi possível verificar que se tratava de uma sequência com 91,60% de 

similaridade com T. theileri, porém, ressalta-se que o fragmento amplificado possuía 

aproximadamente 270 pb, sendo necessário a realização de outros genes para melhor 

caracterização do agente. Além disso, ao pesquisar no GenBank poucas sequências do gene 

24Sα-rDNA de trypanosomatídeos estão depositadas, o que reflete diretamente nas análises 

filogenéticas que sejam realizadas a posteriori, demonstrando a necessidade de analisar a 

sequência positiva nesse estudo em outras reações moleculares com alvos genéticos, como o 

18S rDNA que apresenta maior diversidade de sequências no banco de genes. É sabido que 

diferentes espécies de Trypanosoma podem infectar aves silvestres (BENNETT et al., 1994; 

DUARTE, 2020), sendo sugerido que a maior parte dos tripanossomatídeos transmitidos para 

aves de rapina são através dos mosquitos da família Simulidae (LACINA; BIRD, 2000). O 

estudo realizado por Duarte, (2020) foi pioneiro, por acessar a diversidade molecular de 

parasitos do gênero Trypanosoma em aves no Brasil. Com isso, o autor conseguiu observar que 

as espécies Turdus flavipes e Turdus albicollis foram identificados como novos hospedeiros de 

Trypanosoma sp. filogeneticamente relacionada com a espécie T. bennetti e sete novas 

sequências do gene 18S rDNA de tripanosomas aviários foram adicionadas aos bancos de dados 



32  

públicos, favorecendo a identificação de Trypanosoma em aves. Além disso, Tachyphonus 

coronatus foi considerado hospedeiro de mais de uma linhagem de Trypanosoma, uma vez que 

estavam relacionadas filogeneticamente com T. bennetti e outra com T. avium. A espécie 

Trypanosoma theileri é associada a ruminantes e o percentual de identidade descrito no presente 

estudo demonstra que há distanciamento dessa espécie, inferindo que possa pertencer a outra 

espécie que não esteja ainda depositada com o gene 24Sα-rDNA ou se tratar de algo ainda não 

descrito na literatura, precisando avançar em mais estudos para a correta caracterização 

molecular deste agente encontrado em A. clamator. 

Após análise de similaridade do gene cytB com sequências depositadas no GenBank, 

observou-se que houve um predomínio de infecção por Plasmodium sp. entre os animais 

positivos na reação visando a detecção de haemosporídeos quando comparados com 

Haemoproteus (9 animais positivos para Plasmodium sp. e apenas dois positivos para 

Haemoproteus sp.). Dentre os positivos, oito apresentaram similaridade com P. juxtanucleare. 

Destes oito animais, um deles corresponde a espécie R. magnirostris vindo do CRAS após 

resgate com lesão em asa, infectado por P. juxtanucleare. Os demais animais correspondem a 

ambientes de manutenção de espécimes sob cuidados humanos, sendo uma A. ararauna 

proveniente e seis G. gallus domesticus provenientes do Parque de Educação Ambiental. A 

presença de P. juxtanucleare em G. gallus domesticus se assemelha a diversos estudos que 

encontraram o agente infectando galinhas de criação domiciliar e galinhas de produção 

(PREZOTO et al., 2001; MOTA et al., 2000). O agente também foi descrito no estado do Rio 

de Janeiro por Massard (1976), demonstrando que o agente se encontra na região a um longo 

período de no mínimo 47 anos. Sua fase aguda pode ser altamente patogênica, levando a sinais 

clínicos como anemia, letargia, anorexia, penas arrepiadas, diarreia, paralisa total ou parcial, 

edema e sinais neurológicos (ATKINSON et al., 2008), e até levando a óbito, como ocorrido 

com Crossoptilon crossoptilon no Japão (MURATA et al., 2008). Além disso, trabalhos 

demonstram que a mesma linhagem do parasito e apresentando quase o mesmo sequenciamento 

de genoma mitocondrial completo se encontram em galinhas e passeriformes de vida livre, 

despertando a atenção para uma ameaça real para aves silvestres que possam ser infectadas pelo 

agente, levando ao desequilíbrio ecológico e prejuízo para espécies endêmicas da região que 

possuem o agente (FERREIRA-JUNIOR et al., 2018).  

O achado de R. magnirostris infectado por P. juxtanucleare neste estudo contrapõe a 

investigação realizada por Brum et al. (2016) que buscou a ocorrência de parasitismo em aves 

silvestres residentes e migratórias da Ilha da Marambaia, no estado do Rio de Janeiro, e entre 

os 11 espécimes de R. magnirostris analisados, nenhum apresentou evidência de Plasmodium 

sp. no exame direto. A ausência de hemosporídeo em investigação com realização de esfregaços 

seriados realizada por Zwarg (2010) em R. magnirostris corrobora os achados de Brum et al. 

(2016). Em estudo sobre a infecção por Plasmodium spp. em aves da Mata Atlântica brasileira 

realizado por Tostes et al. (2015) foi detectado tanto por microscopia quanto por reação em 

cadeia da polimerase a presença de Plasmodium sp. em três R. magnirostris e um espécime de 

A. ararauna provenientes da sede do IBAMA de Juiz de Fora, em Minas Gerais, onde os 

animais são recebidos ou por resgates pela população ou apreensões em cativeiros ilegais. 

Contudo, nesse estudo o diagnóstico não alcançou o nível de espécie, mantendo-se somente em 

nível de gênero. Em contrapartida, em outro estudo realizado por Tostes et al. (2017) dando 

continuidade as pesquisas de protozoários em aves silvestres, de cinco espécimes de R. 

magnirostris provenientes do IBAMA localizado no município de Seropédica, RJ, um esteve 

infectado por Plasmodium (Novyella) paranucleophilum. Morel et al. (2021) com o objetivo de 

analisar dados da sequência cytB de parasitos hemosporídeos de aves de rapina selvagens de 

vida livre, detectou Plasmodium sp. em R. magnirostris, apresentando 96% de identidade com 

Plasmodium sp. linhagem PESA01 encontrada em Calidris melanotos, conhecido 

popularmente como maçarico-de-colete (ave limícola da família Scolopacidae originária dos 
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EUA). Esses achados evidenciam a alta diversidade de Plasmodium spp. em aves de rapina 

neotropicais (MOREL et al., 2021). 

Estudos em aves mantidas sob cuidados humanos pelo Brasil, descrevem a ocorrência 

de Plasmodium spp. em psitacídeos (BELO et al., 2009), corroborando com o achado em A. 

ararauna do presente trabalho. Estudos envolvendo rapinantes da Itália demonstrou a presença 

de Plasmodium nesses indivíduos (SCAGLIONE et al., 2016), semelhante ao achado no estudo. 

Reconhecendo que o espécime A. ararauna em que foi detectado o DNA de P. juxtanucleare é 

mantida no mesmo Parque Ambiental de Educação onde foram encontrados seis G. gallus 

domesticus também infectados por P. juxtanucleare, reforça a associação de que as condições 

de cativeiro podem interferir na distribuição e prevalência de hemosporídeos (TOSTES et al., 

2015). As aves são mantidas próximas, o que não reflete as condições naturais de muitas 

espécies, logo, facilitando a exposição das aves aos vetores do agente malariogênico, incluindo 

insetos dípteros hematófagos da família Culicidae, que são comuns em regiões tropicais 

(VALKIŪNAS, 2005). Esses insetos também são encontrados perto de dos abrigos dos animais, 

e podem servir como criadouros para insetos que fazem a manutenção e transmissão de agentes 

patogênicos no ambiente de cativeiro (TOSTES et al., 2015). 

 Diante da análise dos sequenciamentos depositados no Genbank, Plasmodium sp. 

encontrado em R. toco foi similar a sequência encontrada e depositada neste banco de genes 

por Chagas et al. (2016) em indivíduos da mesma família (R. toco e R. vitellinus) do Zoológico 

de São Paulo. A presença do agente no presente estudo, corrobora com os achados, e desperta 

o interesse em novos estudos para entender a relação entre agente-hospedeiro e se realmente se 

trata de uma nova espécie de hemoparasito que infecta principalmente indivíduos da família 

Ramphastidae. 

 Ainda sobre o diagnóstico de Haemosporida nas amostras analisadas nesse estudo, foi 

confirmado que Haemoproteus (Haemoproteus) paramultipigmentatus tem uma estrita relação 

com aves da espécie Columbina talpacoti. Haemoproteus paramultipigmentatus foi descrito 

inicialmente por análises morfológicas e moleculares em 2013 infectando aves Columbiformes 

(Columbina passerina socorrensis) no México (VALKIUNAS et al., 2013). Posteriormente, a 

prevalência de Haemoproteus spp. em Columbiformes brasileiros foi analisada um estudo 

taxonômico integrativo alcançando o diagnótsico de espécie Haemoproteus 

paramultipigmentatus com alta prevalência em Columbina talpacoti (MATOSO et al., 2021), 

corroborando os achados do presente estudo. 

 Um indivíduo S. leucogaster foi positivo para ordem Piroplasmida na biologia 

molecular e o esfregaço sanguíneo apresentava inclusões intraeritrocitárias sugestivas de 

agentes da ordem Piroplasmida. Quillfeldt et al. (2013) utilizando aves marinhas de cinco 

espécies dentro de dois gêneros, de ilhas da costa brasileira, identificaram a presença de Babesia 

sp. em S. leucogaster e Sula dactylatra (Atobá-grande), sendo o primeiro relato na região. 

Bonsergent et al. (2022) detectaram a presença de Babesia sp. em PCR e lâminas de esfregaço, 

em filhotes de aves marinhas, de Larus michahellis (Gaivota-de-patas-amarelas) presentes no 

sul da França e Sgarioni et al. (2023) em pesquisa com animais vivos resgatados e carcaças 

encontradas ao longo da costa sul do Brasil de aves Procellariiformes, descreveram a presença 

de Babesia em uma fêmea adulta de Thalassarche chlororhynchos (albatroz-de-nariz-amarelo 

do Atlântico), sendo o isolado denominado Babesia sp. estirpe Albatroz.  Estudos como esses 

despertam a atenção para a região de nidificação e aves marinhas que se encontram debilitadas 

em região costeira, visto que a presença do parasito sugere prejuízo na aptidão das aves 

(MERINO et al. 2000; MARZAL et al. 2005) e em fragatas a presença do parasito sugeriu a 

redução da cor da bolsa gular, fator importante para a reprodução do indivíduo em natureza 

(MADSEN et al. 2007).  
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6 CONCLUSÃO 

 

O presente estudo conclui que hemoparasitos apicomplexos e tripanosomatídeos estão 

presentes em aves silvestres no estado do Rio de Janeiro. Ressalta-se que animais provenientes 

de condições de in situ apresentaram uma maior diversidade de espécies de hemoparasitos em 

relação a aqueles mantidos em condições ex situ sob cuidados humanos.  

Este estudo faz a primeira descrição científica de agente da ordem Piroplasmida em S. 

leucogaster de vida livre com a detecção molecular e observação de merozoítos 

intraeritrocitários no estado do Rio de Janeiro. 

O percentual de identidade genética encontrado para a espécie de Trypanosoma em A. 

clamator indica que mais estudos devem ser realizados a fim de caracterizar molecularmente e 

morfologicamente este protozoário. 

A espécie H. paramultipigmentatus infecta aves columbiformes, especialmente a 

espécie C. talpacoti, e este é o primeiro relato nessa ave no estado do Rio de Janeiro. 

P. juxtanucleare apesar de comumente infectar galinhas domésticas, também tem 

capacidade de infectar aves silvestres mantidas em condições de cativeiro, como A. ararauna. 

Este estudo relata a primeira descrição de R. magnirostris naturalmente infectado por P. 

juxtanucleare.  

Todos esses achados demonstram a diversidade hemoparasitária em aves silvestres na 

região sudeste do Brasil, e como a forma de manutenção dessas espécies, incluindo as condições 

ex situ podem interferir na propagação de agentes patogênicos e inter-relações ecológicas. 
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