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RESUMO 

 

 

PINTO, Isaac Leandro Lira. Análise citológica, detecção e caracterização molecular de 

bactérias das famílias Anaplasmataceae e Mycoplasmataceae em populações de pequenos 

mamíferos em áreas de Floresta Amazônica. 2023. 72p. Dissertação. (Mestrado em Ciências 

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

Federal Rural do Rio de Janeiro, Seropédica, RJ, 2023. 

 

O presente trabalho teve por objetivo realizar a detecção e a caracterização molecular de 

bactérias da família Anaplasmataceae e Mycoplasmataceae em populações de pequenos 

mamíferos em áreas de Floresta Amazônica, no estado do Acre, Brasil. A importância desta 

investigação está pautada em bactérias intracelulares obrigatórias que participam nos ciclos 

silvestres como agentes zoonóticos, e, portanto, de interesse para a saúde humana, além de 

parasitos de importância para os animais domésticos, e a própria ecologia e ciclo de vida do 

animal hospedeiro. As áreas de estudos se concentram em áreas de mata da floresta amazônica, 

na cidade de Rio Branco, estado do Acre, Brasil. Para o diagnóstico direto foram utilizadas 186 

amostras de lâminas de esfregaço sanguíneo, oriundas de roedores, marsupiais e morcegos 

capturados previamente, visando a detecção e caracterização de bactérias da família 

Anaplasmataceae e Mycoplasmataceae. Amostras de parênquima hepático armazenadas em 

RNA Later® tiveram seu DNA extraído pelo kit “DNeasy Blood & Tissue” (Qiagen®) e foram 

utilizadas no diagnóstico molecular. Dentre as amostras analisadas 14,52% (n=27/186) foram 

consideradas positivas para hemoplasmas hemotrópicos através de PCR usando os primers 

Myco 322s e Myco 938as, que amplificam 620 pares de bases do fragmento de 16S rDNA. O 

diagnóstico para Anaplasmataceae foi dificultado pela inespecificidade das reações de PCR 

com os pares de primers testados, e quando a técnica foi específica, resultou em fragmento de 

16S rDNA de Wolbachia sp. Por esse motivo, estes dados de positividade não foram 

considerados para análise. A positividade em lâmina de esfregaço sanguíneo para bactérias da 

família Anaplasmataceae foi de 6,99% (n=13/186), enquanto para micoplasmas hemotrópicos 

foi de 1,61% (n=3/186). A localidade de Santa Cecília apresentou a maior frequência de 

positividade para no diagnóstico molecular de Mycoplasma spp. (25,9%, n=7/48). Com relação 

ao resultado de sequenciamento do fragmento do 16S rDNA de micoplasmas hemotrópicos, três 

amostras de morcegos dos gêneros Glossophaga (ID 22052), Artibeus (ID 22108), Carollia (ID 

22152) tiveram suas sequências com boa leitura no cromatograma, com aproximadamente 

600pb. O maior percentual de similaridade Blast para 22052 foi de 98,41% com amostra de 

Mycoplasma sp. de um Glossophaga commissarisi (LR699022) da Costa Rica; para 22108 foi 

de 99,82% com amostra de Mycoplasma sp. de um Platyrrhinus lineatus (MZ048291) do Mato 

Grosso do Sul, Brasil; e para 22152 foi de 98,28% com amostra de Mycoplasma sp. de um 

Desmodus rotundus de Belize (KY932722). Este estudo revelou diferentes genótipos de 

micoplasmas hemotrópicos presentes em morcegos e demonstrou a presença de mórulas 

características de bactérias da família Anaplasmataceae em leucócitos e plaquetas de roedores, 

marsupiais e morcegos. Estes achados sugerem que micoplasmas hemotrópicos circulem entre 

morcegos do Acre, e que muito ainda há de ser descoberto em relação as espécies de bactérias 

intracelulares obrigatórias nestes animais. 

 

 

Palavras-chave: Anaplasma, Ehrlichia, Mycoplasma, Morcegos, Roedores. 



 

ABSTRACT 

 

 

PINTO, Isaac Leandro Lira. Cytological analysis, detection and molecular characterization 

of bacteria from the Anaplasmataceae and Mycoplasmataceae families in populations of 

small mammals in areas of the Amazon Rainforest. 2023. 72p. Dissertation. (Master in 

Veterinary Sciences). Institute of Veterinary Medicine, Department of Animal Parasitology, 

Federal Rural University of Rio de Janeiro, Seropedica, RJ, 2023. 
 

The aim of this study was to detect and molecularly characterize bacteria from the 

Anaplasmataceae and Mycoplasmataceae families in populations of small mammals in areas of 

the Amazon rainforest in the state of Acre, Brazil. The importance of this research is based on 

obligate intracellular bacteria that participate in wild cycles as zoonotic agents, and therefore of 

interest to human health, as well as parasites of importance to domestic animals, and the host 

animal's own ecology and life cycle. The study areas are concentrated in jungle areas of the 

Amazon rainforest, in the city of Rio Branco, state of Acre, Brazil. For the direct diagnosis, 186 

samples of blood smear slides from previously captured rodents, marsupials and bats were used 

to detect and characterize bacteria from the Anaplasmataceae and Mycoplasmataceae families. 

Liver parenchyma samples stored in RNA Later® had their DNA extracted using the "DNeasy 

Blood & Tissue" kit (Qiagen®) and were used for molecular diagnosis. Of the samples 

analyzed, 14.52% (n=27/186) were positive for hemotropic hemoplasmas by PCR using the 

primers Myco 322s and Myco 938as, which amplify 620 base pairs of the 16S rDNA fragment. 

Diagnosis for Anaplasmataceae was hampered by the non-specificity of the PCR reactions with 

the primer pairs tested, and when the technique was specific, it resulted in a 16S rDNA fragment 

of Wolbachia sp. For this reason, these positivity data were not considered for analysis. 

Positivity on blood smear slides for bacteria from the Anaplasmataceae family was 6.99% 

(n=13/186), while for hemotropic mycoplasmas was 1.61% (n=3/186). Santa Cecília had the 

highest positive rate in molecular diagnosis of Mycoplasma spp. (25.9%, n=7/48). The results 

of sequencing of the 16S rDNA fragment of hemotropic mycoplasmas, three bat samples from 

the genera Glossophaga (ID 22052), Artibeus (ID 22108), Carollia (ID 22152) had their 

sequences read well on the chromatogram, with approximately 600pb. The highest percentage 

of Blast similarity for 22052 was 98.41% with a sample of Mycoplasma sp. from a Glossophaga 

commissarisi (LR699022) from Costa Rica; for 22108 it was 99.82% with a sample of 

Mycoplasma sp. from a Platyrrhinus lineatus (MZ048291) from Mato Grosso do Sul, Brazil; 

and for 22152 it was 98.28% with a Mycoplasma sp. sample from a Desmodus rotundus from 

Belize (KY932722). This study revealed different genotypes of hemotropic mycoplasmas 

present in bats and demonstrated the presence of morulae characteristic of bacteria from the 

Anaplasmataceae family in leukocytes and platelets from rodents, marsupials and bats. These 

findings suggest that hemotropic mycoplasmas circulate among bats in Acre, and that much 

remains to be discovered about the species of obligate intracellular bacteria in these animals. 

 

 

Keywords: Anaplasma, Ehrlichia, Mycoplasma, Bats, Rodents. 
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1  

1 INTRODUÇÃO 

 

 

Humanos, animais e o meio ambiente desempenham um papel significativo no surgimento 

e na transmissão de diversas doenças infecciosas (THOMPSON & KUTZ, 2019). Tratando-se da 

vertente animal, a riqueza de espécies hospedeiras encontradas na vida selvagem é considerada um 

preditor significativo para o surgimento de doenças infecciosas emergentes de caráter zoonótico 

(JONES et al., 2008). Além disso, os crescentes desequilíbrios ambientais gerados pela invasão do 

homem em nichos selvagens têm proporcionado um estreitamento da relação de novas espécies de 

agentes zoonóticos circulantes com possíveis hospedeiros (SACRISTÁN et al., 2019; 

GONÇALVES et al., 2020). 

Rodentia, Didelphimorphia e Chiroptera compreendem três das principais ordens do grupo 

dos mamíferos, e desempenham um papel crucial na manutenção do equilíbrio ecológico (PAGLIA 

et al., 2012). Dentre os seus diferentes papéis ecológicos, os animais pertencentes ao grupo dos 

pequenos mamíferos silvestres atuam como importantes reservatórios para muitos patógenos e 

desempenham um papel crucial nos estágios imaturos de vetores responsáveis pela manutenção de 

agentes etiológicos (LABRUNA, 2009; STUEN et al., 2013; ROQUE et al., 2014; RODRIGUES 

et al., 2019). 

Os micoplasmas hemotrópicos ou hemoplasmas são bactérias não cultiváveis que se 

localizam na superfície de eritrócitos individualmente ou em grupos, e tal característica epi-

eritrocítica facilita uma possível transmissão através de vetores hematófagos (WOODS et al., 

2005). Embora os hemoplasmas sejam mais conhecidos por acometerem felinos domésticos, essas 

bactérias já foram descritas infectando uma gama de hospedeiros, abrangendo uma grande 

variedade de espécies de mamíferos, incluindo o homem (NEIMARK et al., 2001; TANAKA et 

al., 1965). Dentre os pequenos mamíferos não voadores diversos relatos confirmam a circulação 

de hemoplasmas entre roedores e marsupiais selvagens que habitavam regiões periurbanas 

(GONÇALVES et al., 2015; DE SOUSA et al., 2017; MASSINI et al., 2019). Equitativamente, já 

é sabido que morcegos também são suscetíveis a infecções por esses agentes apresentando uma 

alta diversidade de hospedeiros descritas apresentando hábitos alimentares diferentes 

(VOLOKHOV et al., 2017; IKEDA et al., 2017; MILLÁN et al.,2019; BECKER et al., 2020). 

Os agentes da família Anaplasmataceae são bactérias intracelulares pertencentes a ordem 

Rickettsiales, cujo ciclo envolve interações complexas entre vetores invertebrados e hospedeiros 

vertebrados (DE SOUSA et al., 2017). Alguns indivíduos pertencentes a essa família, como 

Ehrlichia spp. e Anaplasma spp., apresentam grande importância na medicina veterinária e na 

medicina humana por serem causadores de doenças zoonóticas como a Anaplasmose granulocítica 

humana (AGH), causada pela bactéria Anaplasma phagocytophilum (AARDEMA et al., 2022). 

Apesar do número de relatos seja menor comparado aos hemoplasmas, os agentes da família 

Anaplasmataceae também já foram descritos em pequenos mamíferos silvestres. Os gêneros 

Anaplasma e Ehrlichia representam grande parte das detecções dessa família em roedores, 

marsupiais e morcegos (BRAGA et al., 2018; IKEDA et al., 2021; Vieira et al., 2022; ANDRÉ et 

al., 2022). Entretanto, infeções por espécies do gênero Neorickettsia já foram relatadas em 

morcegos (DE MELLO et al. 2023). 

Para o diagnóstico desses agentes além de técnicas citológicas, técnicas moleculares que 

buscam a amplificação do gene 16S rDNA, bem como os genes enzima citrato sintetase (gltA), 

operon groESL, e genes responsáveis pela codificação de proteínas formadoras das ligações 

dissulfeto (dsb) ou proteínas de superfície (OMPs) tem sido amplamente utilizados para a detecção 
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de hemoparasitos da família Anaplasmataceae (DUMLER et al., 2001). Embora o gene 16S rDNA 

também seja utilizado para a detecção de hemoplasmas, é sugerida a utilização de forma 

complementar de marcadores como rpoB, rpoC, gyrB, dnaK, 23S rRNA ou a utilização de técnicas 

de sequenciamento para aumentar a confiabilidade do diagnóstico (SYKES & TASKER, 2013; 

MILLÁN et al., 2021; VALENTE et al., 2021). 

Apesar da infecção por hemoplasmas e agentes da família Anaplasmataceae em animais 

domésticos ser bem documentada, o potencial de infecção em espécies hospedeiras de vida 

selvagem, incluindo os pequenos mamíferos estudados nesse trabalho, ainda precisa ser elucidado. 

Da mesma forma, a diversidade genética das espécies circulantes, e fatores como ciclos de 

transmissão e o impacto direto da infecção na saúde desses animais ainda é pouco conhecido.  

O presente estudo teve como objetivo realizar a análise citológica, a detecção molecular a 

partir de fragmentos da sequência 16S rDNA, e a determinação da diversidade genética de 

micoplasmas hemotrópicos e bactérias da família Anaplasmataceae presentes em populações de 

pequenos mamíferos que habitam regiões de mata densa na cidade de Rio Branco, Acre.
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2 REVISÃO DE LITERATURA 

 

 

2.1 Pequenos Mamíferos Silvestres (Didelphimorphia, Rodentia e Chiroptera) 

 

De acordo com a última compilação a respeito da composição da fauna do planeta Terra, o 

Brasil detém a fauna mais rica do mundo, composta por mais de 701 espécies conhecidas. 

Entretanto, a diversidade de mamíferos no Brasil não se apresenta homogênea quando se trata de 

mamíferos. A ordem Rodentia é a mais diversificada e constituí 34,7% das espécies brasileiras, 

seguida da ordem Chiroptera com 24,8%, Primatas 16,8% e Didelphimorphia 7,9% (PAGLIA et 

al., 2012). 

Além da manutenção do funcionamento dos processos ecossistêmicos, os pequenos 

mamíferos contribuem para a manutenção das ligações tróficas, ao servirem como fontes de 

alimento para espécies carnívoras (HENDERSON et al., 1987; FACURE & MONTEIRO-FILHO, 

1996). Por fim, algumas espécies também podem ser consideradas como indicadores biológicos, 

por serem sensíveis às alterações no habitat, o que permite, por exemplo, a observação do 

desequilíbrio na relação parasito-hospedeiro em decorrência de ações antrópicas (BANKS-LEITE 

et al., 2014). 

A ordem Rodentia é composta por mamíferos caracterizados por apresentarem dentes 

incisivos que permanecem crescendo durante toda a sua vida (MUSSER, 2023). Os roedores 

compõem o maior grupo entre os mamíferos possuindo cerca de 2.277 espécies conhecidas em 33 

famílias, o que representa quase 42% da biodiversidade global da classe Mammalia (DAHMANA 

et al., 2020). Esse imenso plantel pode ser encontrado em quase todos os tipos de áreas terrestres, 

com exceção das regiões polares (DAHMANA et al., 2020; MUSSER, 2023). Esta ordem está 

atualmente dividida em cinco subordens꞉ Sciuromorpha, Hystricomorpha, Myomorpha, 

Anomaluromorpha e Castorimorpha, sendo apenas as três primeiras encontradas no Brasil 

(CARLETON & MUSSER, 2005; GARDNER, 2007; PAGLIA et al., 2012). Além dos ratos e 

camundongos “verdadeiros” (família Muridae), essa enorme ordem de animais abrange grupos 

diversos como porcos-espinhos, castores, capivaras, marmotas, esquilos e chinchilas (MUSSER, 

2023).  

Ao contrário de Rodentia a ordem Didelphimorphia é composta por um número de espécies 

mais limitado, sendo registradas apenas 98 espécies, que estão distribuídas em 17 gêneros e que 

habitam toda região neotropical e neártica (GARDNER, 2007; PATTON et al., 2015). Destas, 16 

gêneros e 55 espécies são encontradas no Brasil (GARDNER, 2007; PAGLIA et al., 2012). Os 

didelfídeos são providos de uma série de adaptações morfológicas que foram responsáveis por 

conceder a esses animais a possibilidade de adotar diferentes hábitos de vida, e que se alimentassem 

de diferentes fontes nutricionais, facilitando a sua colonização nos ambientes encontrados nas 

Américas (LOW, 1986; FLECK & HARDER, 1995). 

A riqueza total de pequenos mamíferos não-voadores descrita para o Bioma Amazônico é 

de 113 espécies, sendo 39 pertencentes à ordem Didelphimorphia e 74 pertencentes à ordem 

Rodentia. Dentro dos roedores, 44 espécies pertencem à família Cricetidae e 30 espécies pertencem 

à família Echimyidae (PERCEQUILLO et al., 2015). Os pequenos mamíferos não-voadores 

Amazônicos apresentam hábitos bastante variados em relação ao uso de estratos florestais, podendo 

ser arborícolas, terrícolas e escansoriais (PERCEQUILLO et al., 2015).  

Roedores da subfamília Sigmodontinae compõe o segundo grupo mais diverso dentro dos 

mamíferos, sendo superado em riqueza de espécies apenas pelos muróideos asiáticos da família 
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Muridae (MUSSER & CARLETON, 2005). Possuem uma extensa distribuição e estão presentes 

em diversos habitats, desde planícies em nível do mar até planaltos andinos com cerca de 4.000 a 

5.000 metros de altitude. Habitam florestas secas e úmidas, cerrados, campos secos e úmidos, 

estepes e desertos. Estes roedores podem ser terrestres, escansoriais, arborícolas, semi-aquáticos, 

semi-fossoriais, fossoriais e podem utilizar os mais variados recursos alimentares, sendo onívoros, 

carnívoros, frugívoros, granívoros e pastadores (PERCEQUILLO et al., 2015).  

Com relação à alimentação, em função das dificuldades metodológicas de estudos desta 

natureza, poucas espécies de pequenos mamíferos não voadores realmente têm suas dietas descritas 

baseadas em dados consistentes de estudos específicos, que envolvem análises de conteúdo 

estomacal e ou fecal (CASTILHEIRO & SANTOS-FILHO, 2013; PERCEQUILLO et al., 2015). 

A maioria das espécies de pequenos mamíferos não voadores é generalista, se alimentando 

principalmente de insetos, frutos, néctar e pequenos vertebrados. Entretanto a dieta destes animais 

pode variar de acordo com o que está disponível no habitat, dependendo inclusive da sazonalidade, 

da idade e de fatores reprodutivos (CASELLA & CÁRCERES, 2006). 

Os quirópteras compõem a segunda maior ordem entre os mamíferos, perdendo apenas para 

a ordem Rodentia, e embora sejam conhecidos por serem os únicos mamíferos capazes de voar, os 

indivíduos dessa ordem mantêm características comuns da classe Mammalia, como o corpo coberto 

por pelos, a presença de glândulas mamárias e a endotermia (ALTRINGHAM et al., 2005). A 

ordem Chiroptera é dividida nas subordens Megachiroptera e Microchiroptera, mas apesar da 

terminologia, elas não diferem pelo tamanho, e sim pela anatomia e ecologia (KUNZ, 2003; 

SIKES, 2011). De acordo com seu tipo de alimentação os morcegos podem ser classificados como 

insetívoros, frugívoros, carnívoros e nectívoros, e várias espécies usam a ecolocalização para 

caracterizar seu ambiente circundante e localizar possíveis presas (BRUSSEL & HOLMES, 2022). 

Assim como a ordem Rodentia as mais de 1.300 espécies de quirópteras podem ser encontradas 

em todos os continentes, exceto nas regiões polares e algumas ilhas oceânicas isoladas. No Brasil 

é possível encontrar aproximadamente 9 famílias, 65 gêneros e 179 espécies, distribuídas em todos 

os domínios morfoclimáticos brasileiros e áreas urbanas (BERNARD & FENTON, 2002; PAGLIA 

et al., 2012; REIS et al., 2013). 

A diversidade nas características alimentares dos morcegos, combinada com sua longa 

expectativa de vida e habilidade para ocupar diferentes nichos ecológicos (BROOCK & DOBSON, 

2015), permite que esses animais se movam por diversas matrizes ecológicas e explorando grandes 

distâncias. Vários morcegos, como os das subfamílias Stenodermatinae e Carolliinae, alimentam-

se predominantemente de frutas, atuando como "jardineiros da floresta" ao espalhar sementes por 

diversos locais (REGOLIN et al., 2020; LÓPEZ-BAUCELLS et al., 2016). Frequentemente, eles 

introduzem sementes em áreas anteriormente antropizados, auxiliando, assim, a floresta na 

recuperação de ambientes degradados pela ação humana. Algumas outras espécies da subfamília 

Glossophaginae são polinizadores eficazes contribuindo para a manutenção da diversidade 

genética das plantas floríferas (TREJO-SALAZAR et al., 2016; TURCHETTO et al., 2018). Esses 

grupos de morcegos frugívoros e nectarívoros são de grande relevância ecológica, pois são 

excelentes polinizadores de várias espécies vegetais e dispersores de uma ampla variedade de 

sementes na natureza. Aproximadamente 25% das espécies de árvores em florestas tropicais 

dependem deles para a dispersão, reforçando a ideia de que eles são fundamentais para a 

regeneração de florestas neotropicais (PAROLIN et al., 2021). Assim, em áreas de florestas 

alteradas ou fragmentadas, o papel dos morcegos como dispersores de sementes é de importância 

crucial. 

Entretanto, a maioria dos morcegos na Amazônia se alimenta de insetos e pode ser 
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classificada como obrigatória ou facultativa. Eles coletam insetos e outros artrópodes diretamente 

da vegetação no sub-bosque da floresta ou capturam presas em áreas abertas, seja acima ou abaixo 

do dossel florestal (LÓPEZ-BAUCELLS et al., 2016). Esses morcegos insetívoros desempenham 

um papel ecológico e econômico significativo, pois, devido aos seus hábitos alimentares, 

consomem várias espécies de insetos, ajudando a reduzir suas populações nas plantações. Estima-

se que os serviços ecológicos fornecidos por esses animais representem uma economia de 3,7 a 53 

bilhões de dólares por ano em custos com inseticidas (ADAMS & PEDERSEN, 2013; BOYLES 

et al., 2011). 

 

2.2 Pequenos Mamíferos Silvestres como Reservatórios de Agentes Infecciosos de 

Importância       em Saúde 

 

As alterações nas paisagens de diversos locais geradas por ações antropológicas ao longo 

dos anos, além da falta de saneamento básico, permitiram que animais periurbanos passassem a ter 

um contato mais estreito com o homem, levando a uma exposição humana à agentes de caráter 

zoonótico que antes circulavam apenas em ecossistemas naturais (MEERBURG et al., 2009; 

MURRAY & DASZA, 2013). Somado a isso, a alta capacidade de adaptação destes pequenos 

mamíferos e sua ampla distribuição e dispersão, aumentaram a relevância desses animais na 

perpetuação de diversas espécies de agentes etiológicos transmitidos por vetores artrópodes 

(ROQUE et al., 2014; RODRIGUES et al., 2019). 

Os pequenos mamíferos silvestres podem assumir um papel de hospedeiro paratênico ao 

atuarem como transportadores e permitirem que agentes infecciosos permaneçam circulando no 

ambiente, ou assumir um papel de reservatório quando demonstram competência para transmiti-

los a outros hospedeiros e vetores suscetíveis (HAN et al., 2016). Os riscos da interface silvestre-

urbano têm sido relatados em diversas partes do mundo, e em muitos casos animais silvestres 

podem atuar como reservatórios de agentes que são uma ameaça não só para populações de animais 

domésticos, mas também, para a população humana devido ao seu potencial zoonótico (SU et al., 

2020; KRUGEL et al., 2022). Até o presente momento são reconhecidas mais de 60 doenças onde 

há a participação ativa de pequenos mamíferos na manutenção de ciclos de agentes etiológicos, e 

embora vários estudos sobre patógenos zoonóticos tenham sido realizados em diferentes ordens 

taxonômicas de mamíferos na América do Sul, esses dados ainda são considerados qualitativos e 

geograficamente subestimados (POVILL et al., 2018; BITTENCOURT & BEZERRA, 2022). 

Vários fatores contribuem para que os morcegos sejam disseminadores de patógenos com 

potencial zoonótico, como por exemplo, sua facilidade de deslocamento e de se adaptar aos mais 

diversos ambientes. Além disso, os morcegos apresentam uma suscetibilidade reduzida a vários 

patógenos humanos e animais, permanecendo assintomáticos na maior parte do tempo (BROOK 

& DOBSON, 2015; ALLOCATI et al., 2016). 

Os pequenos mamíferos não voadores por outro lado, apresentam uma alta capacidade de 

adaptação e encontram-se presentes em ampla variedade de habitats e, por esse motivo, 

representam os mamíferos que mais frequentemente acompanharam os humanos em sua dispersão 

global (DAHMANA et al., 2020). Como consequência, esses animais tiveram a oportunidade de 

se estabelecer onde foram introduzidos e depois se tornaram invasivos, com vários efeitos sobre a 

biodiversidade e impactos profundos na saúde humana (CAPIZZI et al., 2014). 

Os pequenos mamíferos silvestres desempenham um importante papel como reservatórios 

de agentes causadores de infecções zoonóticas. Numerosos agentes infecciosos já foram 

identificados parasitando esses animais, incluindo vírus, bactérias, fungos e protozoários (BROOK 
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& DOBSON, 2015; PONTAROLO et al., 2021; DE OLIVEIRA et al., 2023). 

Os marsupiais são conhecidos por atuarem como reservatórios de diversas espécies de 

bactérias patogênicas para a espécie humana como, por exemplo, as Rickettsias (BARBIERI, 2016; 

UENO et al., 2020; FERNANDES et al., 2020; PONTAROLO et al., 2021). Além disso, existem 

diversos relatos da detecção molecular e sorológica de outras classes de agentes patológicos de 

caráter zoonótico nesses animais. Os gêneros Flavivírus e Lyssavírus, por exemplo, que abrangem 

as espécies responsáveis por causar a Dengue e a Raiva, respectivamente, já foram relatados em 

marsupiais (ARAÚJO et al., 2014; BERNAL et al., 2021). Adicionalmente, protozoários como 

Leishmania spp., Toxoplasma gondii, Trypanosoma spp. e Neospora caninum também já foram 

diagnosticados em indivíduos da ordem Didelphimorphia (HORTA et al., 2016; TRUEB et al., 

2018; BRITO-JUNIOR et al., 2020). 

Apesar dos roedores serem parte integrante dos ecossistemas, eles também carregam muitos 

patógenos que podem se espalhar e causar diversas enfermidades. Dentre as mais importantes em 

termos de saúde pública estão a Salmonelose, a Peste, a Leptospirose e a Leishmaniose 

(DAHMANA et al., 2020; MULL et al., 2023). Ademais, estes animais podem abrigar diferentes 

bactérias complexas como Mycobacterium tuberculosis, Escherichia coli, além de agentes 

encontrados em carrapatos conhecidos por causarem Erliquiose, Febre Q, Doença de Lyme, entre 

outras doenças (DAHMANA et al., 2020; PITTERMANNOVÁ et al., 2021). 

A associação entre morcegos e patógenos de doenças que acometem humanos tem sido 

reconhecida há mais de um século desde a primeira identificação de Lyssavírus responsável por 

causar a raiva em morcegos hematófagos assintomáticos (CARINI, 1911). Os morcegos têm sido 

cada vez mais reconhecidos como um reservatório excepcional para vírus zoonóticos emergentes. 

Estudos indicam que o sistema imunológico único dos morcegos pode ser parcialmente responsável 

por sua capacidade de coexistir com agentes virais apresentando doenças clínicas mínimas ou 

inexistentes (PAVLOVICH et al., 2018; IRVING et al., 2021). Por esse motivo diversos agentes 

virais já foram identificados em exemplares dessa ordem no mundo (BANERJEE et al., 2019; 

ARAI & YANAGIHARA, 2022; RAMOS et al., 2023). Para mais, alguns protozoários e fungos 

tem frequente associação com espécies de morcegos, sugerindo que esses animais possam 

contribuir também para a manutenção de agentes não-virais extremamente patogênicos como o 

fungo Histoplasma capsulatum e o protozoário Trypanosoma cruzi (BROOK & DOBSON, 2015; 

DIMKI’C et al., 2021). 

Tratando-se de organismos unicelulares, bactérias do gênero Bartonella têm sido descritas 

no Brasil e no mundo como um dos patógenos zoonóticos mais emergentes do mundo moderno. 

Atualmente, a doença da arranhadura do gato, causada principalmente pelas espécies B. henselae 

e B. clarridgeiae, é a doença humana mais comum dentre as muitas causadas por esse grupo 

(IANNINO et al., 2018). Embora a presença de Bartonella sp. seja constantemente associada a 

pequenos mamíferos silvestres pouco se sabe sobre o papel desses animais na transmissão das 

enfermidades causadas por esses organismos para animais domésticos e humanos 

(BREITSCHWERDT et al., 2010; ANDRÉ et al., 2019; ALCANTARA et al., 2020; 

GONÇALVES-OLIVEIRA, 2023). 

Os apicomplexos são parasitos intracelulares obrigatórios que podem causar graves doenças 

aos seus hospedeiros e provocar prejuízos econômicos significativos em todo o mundo 

(VOTÝPKA et al., 2017). As espécies de Babesia do complexo microti são agentes zoonóticos que 

já foram relatados em roedores em diversos continentes, sendo em alguns casos as cepas 

encontradas consideradas patogênicas (GOETHERT, 2021; SANTODOMINGO et al., 2022). 

Além disso, espécies do gênero Hepatozoon podem usar roedores e outros pequenos mamíferos 
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como hospedeiros intermediários e paratênicos com o objetivo de perpetuarem na natureza 

(MUÑOZ-LEAL et al., 2019; PERLES et al., 2019; SANTOS et al., 2020; ALABI et al., 2021). 

No Brasil, espécies da famíllia Trypanosomatidae são frequentemente encontradas em 

marsupais e roedores, sendo a espécie Trypanosoma cruzi a mais frequente (ZITELLI et al., 2021; 

SANTOS et al., 2023; DE OLIVEIRA et al., 2023). Entre os vírus, o Rotavírus A, o Hantavírus e 

o Alfacoronavírus, juntamente com o vírus da raiva, são as espécies virais que apresentam maior 

prevalência em morcegos que habitam os biomas brasileiros (CASTELO-BRANCO et al., 2023). 

A respeito da ordem Eucoccidiorida já foram identificados agentes do gênero Hepatozoon em 

roedores e marsupiais (ANDRÉ et al., 2022; WECK et al., 2022), e em morcegos (PERLES et al., 

2020; SANTOS et al., 2020) de diversos biomas, incluindo o Cerrado, o Pantanal e a Mata 

Atlântica. Adicionalmente, Colle et al. (2019) conseguiram não só observar a presença de 

Hepatozoon spp. em dois exemplares da espécie Didelphis marsupiais que habitavam a Floresta 

Amazônica, mas também a coinfecção com o gênero Babesia. 

 

2.3 Agentes Infecciosos da Família Mycoplasmataceae 

 

Reino: Bacteria (WOESE et al., 1990) 

Filo: Bacillota (GIBBONS & MURRAY, 2021) 

Classe: Mollicutes (EDWARD & FREUNDT, 1967) 

Ordem: Mycoplasmatales (FREUNDT, 1955)  

Família: Mycoplasmataceae (FREUNDT, 1955) 

Gênero: Mycoplasma (NOWAK, 1929) 

 

Micoplasmas são bactérias gram-negativas pertencentes a classe dos Mollicutes. Estes 

indivíduos não apresentam parede celular, e tem o seu diâmetro variando entre 0,3 e 0,8 μm 

(RAZIN, 1992; BERENT & MESSICK, 2003). Sua delimitação por membrana determina sua 

característica pleomórfica, o que faz com que sua visualização microscópica seja heterogênea, isto 

é, esses microrganismos podem se apresentar em formato de anel, ou ainda de forma circular ou 

como pequenos bacilos e filamentos (STALHEIM, 1990). 

A família Mycoplasmataceae contém dois gêneros, Mycoplasma e Ureaplasma, que 

abrangem patógenos de humanos, animais, plantas e insetos, sendo eles parasitos ou de vida livre, 

presentes em ambientes extremamente diversos como o intestino e o rúmen da vaca, fontes de 

águas termais e minas de carvão abandonadas (STALHEIM, 1990). A espécie Mycoplasma 

pulmonis é uma das principais bactérias dessa família que acomete pequenos mamíferos, sendo 

responsável por causar uma doença respiratória conhecida como “murine respiratory 

mycoplasmosis” (MRM) especialmente em roedores (LINDSAY et al., 1991; SCHOEB et al., 

1996). 

Micoplasmas hemotrópicos, amplamente conhecidos como hemoplasmas, são bactérias 

epieritrocíticas capazes de infectar uma grande diversidade de hospedeiros mamíferos, incluindo 

animais selvagens e humanos, e diferem das demais espécies da família Mycoplasmataceae por 

apresentarem tropismo por eritrócitos (MILLÁN et al., 2021). Os hemoplasmas são conhecidos por 

possuírem o menor genoma não-viral conhecido, e acredita-se que este fato esteja associado ao 

processo evolutivo que levou esses microrganismos a manterem apenas os genes essenciais para a 

sua sobrevivência, ou seja, aqueles responsáveis pela replicação, transcrição e síntese proteica, 

deixando de fora as vias metabólicas, o que ocasionou na necessidade de se tornarem parasitos das 

células de seus hospedeiros (WOESE, 1987). No passado esse grupo de bactérias foi classificado 
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como pertencente aos gêneros Haemobartonella e Eperythrozoon, porém análises moleculares do 

gene 16S rDNA verificaram que esses indivíduos pertenciam na verdade à Classe Mollicutes, 

Família Mycoplasmataceae (WILLI et al., 2007). 

Por meio de análises filogenéticas, o grupo dos hemoplasmas pode ser dividido em dois 

subgrupos, suis e haemofelis (MILLÁN et al., 2021). Até o presente momento, não há evidências 

de culturas axênicas bem-sucedidas para espécies de hemoplasmas. Por esse motivo quase todas as 

espécies de hemoplasmas conhecidas são consideradas como sendo incultiváveis in vitro, o que faz 

com que muitas dessas espécies apresentem o status de Candidatus, uma nomenclatura de caráter 

provisório proposta para procariotos não-cultiváveis cujas características biológicas e genômicas 

não estejam totalmente elucidadas (VOLOKHOV et al., 2012; OREN et al., 2020). 

O conhecimento sobre a patologia de hemoplasmas se restringe a espécies domésticas, onde 

esses agentes podem causar anemia aguda e crônica, especialmente em hospedeiros 

imunocomprometidos (MESSICK, 2004). As principais espécies envolvidas em infecções de 

animais de companhia são Mycoplasma haemofelis, ‘Candidatus M. haemominutum’ e 

‘Candidatus M. turicensis em felinos (MICELI et al., 2013; ANDRÉ et al., 2014; MARCONDES 

et al., 2018) e Mycoplasma haemocanis e ‘Candidatus M. haematoparvum’ em canídeos (ALVES 

et al., 2014; SILVA-SANTOS et al., 2014; SOARES et al., 2016;). Com relação aos ruminantes 

domésticos a espécie Mycoplasma ovis é associada aos ovinos (SOUZA et al., 2019; MONGRUEL 

et al., 2020) e ocasionalmente aos caprinos (MACHADO et al., 2017). A detecção molecular de 

hemoplasmas também já foi realizada em bovinos onde as espécies ‘Candidatus M. haemobos’ e 

Mycoplasma wenyonii foram encontradas (GIROTTO et al., 2012; DE MELLO et al., 2019). 

Muitos trabalhos buscam entender o papel de roedores como reservatórios de espécies de 

hemoplasmas que apresentam um potencial risco para a saúde humana. Roedores sinantrópicos 

como Rattus spp. e Mus musculus foram investigados como potenciais reservatórios de 

hemoplasmas em diversos continentes como América do Sul, Ásia e Europa. A prevalência de 

hemoplasmas em roedores sinantrópicos foi próximo ou acima de 50% (WILLI et al., 2007; 

SASHIDA et al., 2013; CONRADO et al., 2015; GONÇALVES et al., 2015; HORNOK et al., 

2015). 

Duas espécies conhecidas por infectarem camundongos de laboratório e espécies selvagens 

foram descritas em roedores entre as décadas de 50 e 60 (THURSTON, 1954; KREIER e HALL, 

1968). Mycoplasma coccoides e ‘Ca. M. haemomuris’ pertencem ao grupo haemofelis e a grande 

maioria das sequências genéticas oriundas de roedores do Brasil estão filogeneticamente agrupados 

com uma dessas duas espécies. Entretanto, um estudo realizado por Vieira et al. (2009) observaram 

uma positividade em capivaras (Hydrochoerus hydrochaeris) para hemoplasmas que apresentavam 

apenas 92% de similaridade genética pelo 16S rDNA para a espécie M. cocoides e 86% para ‘Ca. 

M. haemomuris’, sugerindo que capivaras possuem a sua própria espécie de Mycoplasma. Além 

disso, o mesmo genótipo foi observado onze anos depois em outro estudo com capivaras realizado 

por Gonçalves et al. (2020). Outra espécie de micoplasma hemotrópico foi descrita no estado do 

Paraná em porcos-espinhos anões (Sphiggurus villosus) por Valente et al. (2021), e assim como os 

estudos citados anteriormente os animais positivos apresentavam uma análise filogenética dos 

“amplicons” dos genes 16S e 23S rDNA que sugeriam uma nova espécie que também pertencia ao 

grupo haemofelis. A respeito de pequenos roedores selvagens, Gonçalves et al. (2015) 

identificaram 10 genótipos presentes em diferentes espécies de roedores selvagens, pertencentes a 

diferentes tipos de biomas encontrados no Brasil, incluindo a Floresta Amazônica. No estudo foi 

possível observar entre 86-99% de identidade com conhecidos hemoplasmas murinos. Dois anos 

depois De Sousa et al. (2017) também encontrou um genótipo relacionado filogeneticamente de 

https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0001706X19316122#bib0041
https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0001706X19316122#bib0002
https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0001706X19316122#bib0020
https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0001706X19316122#bib0013
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forma íntima com a espécie M. haemomuris em um roedor selvagem capturado no pantanal mato-

grossense, sugerindo que essa espécie seja o principal hemoplasma parasitando roedores no Brasil. 

Ao contrário dos roedores pouco se sabe sobre os hemoplasmas que acometem os 

marsupiais. O primeiro relato em indivíduos dessa espécie ocorreu em um gambá norte-americano 

(Didelphis virgianus) nos Estados Unidos, no qual a espécie Candidatus Mycoplasma 

heamatodidelphidis foi identificada (MESSICK et al., 2002). Anos depois um estudo realizado no 

Parque da cidade de Maringá no Paraná, detectou a presença de hemoplasmas em sete dos oito 

gambás-de-orelha-branca capturados que apresentavam 99% de identidade com a espécie citada 

anteriormente (MASSINI et al., 2019). Posteriormente Gonçalves et al. (2020) identificaram 

sequências genômicas idênticas às encontradas no estudo realizado por Massini et al. (2019) em 

gambás de orelha branca que habitavam florestas urbanas no estado do Mato Grosso do Sul. No 

mesmo ano Pontarolo et al. (2020) sugeriram, através de amplificação de fragmentos dos genes 

16S e 23S rRNA, que esta espécie de hemoplasma encontrada se tratava na verdade de uma nova 

espécie chamada ‘Candidatus Mycoplasma haemoalbiventris’. 

O potencial de morcegos como hospedeiros de agentes bacterianos tem instigado e 

motivado diversas pesquisas, e estudos envolvendo espécies de hemoplasmas em quirópteros 

cresceram consideravelmente na última década comparado a períodos anteriores. O primeiro relato 

aconteceu nos Estados Unidos onde foi possível diagnosticar por meio de técnicas moleculares 

micoplasmas hemotrópicos em morcegos marrons (Myotis lucifungus) que apresentavam 91,8% de 

semelhança filogenética com a espécie Mycoplasma haemomuris sugerindo que se tratava de uma 

nova espécie de Mycoplasma (MASCARELI et al., 2014). Desde então diversos trabalhos 

identificaram a presença de hemoplasmas em uma grande diversidade de espécies de quirópteros 

incluindo morcegos hematófagos como a espécie Desmodus rotundus (VOLOKHOV et al., 2017), 

morcegos frugívoros como Micropteropus sp. (DI CATALDO et al., 2020) e os molossídeos 

Molossus molossus e Molossus nigricans (IKEDA et al., 2017; BECKER et al., 2020). Ikeda et al. 

(2017) detectaram em indivíduos da espécie Molossus molossus hemoplasmas que apresentavam 

semelhanças filogenéticas que variavam entre 93-96% com a espécie M. cocoides conhecida até 

aquele momento por infectar roedores e felinos. Salientando o potencial zoonótico desses animais 

se tratando de patógenos bacterianos Millán et al. (2015) observaram resultados de 97% de 

similaridade para a espécie ‘Candidatus Mycoplasma haemohominis’, conhecida por infectar 

humanos, em morcegos da espécie Miniopterus schreibersii na Espanha e posteriormente no Chile 

na espécie Myotis chiloensis (MILLÁN et al., 2019). 

 

2.3.1 Fatores associados à positividade por micoplasmas hemotrópicos 

 

Alguns fatores ecológicos e evolutivos parecem aumentar o risco de aparecimento de 

hemoplasmas em animais silvestres. Espécies que apresentam hábitos sociais mais presentes estão 

mais suscetíveis a apresentarem altas taxas de prevalência de infecções por espécies de 

micoplasmas hemotrópicos como é o caso dos guaxinins (VOLOKHOV et al., 2017). Em relação 

aos quirópteros, espécies mais pesadas e com colônias maiores apresentaram uma prevalência 

maior, o que poderia apoiar ainda mais a transmissão dependente da densidade populacional 

(BECKER et al., 2020). 

Hábitos alimentares também podem estar associados a uma maior exposição de animais a 

espécies de hemoplasmas, especialmente os carnívoros, onde pode ter se originado uma rota de 

transmissão predador-presa (WILLI et al., 2007). Uma boa dieta e, consequentemente, uma boa 

manutenção do sistema imunológico parece estar diretamente ligada a resistência de mamíferos 
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predadores a infecções por hemoplasmas. Becker et al. (2018) sugeriram que uma presença 

abundante de gado pode reduzir de forma significativa as chances de morcegos hematófagos 

desenvolverem infecções por hemoplasmas. Além disto, sugeriram que a ausência da fome permite 

um melhor direcionamento energético desses animais ao fortalecimento de sua defesa inata que irá 

proporcionar uma maior atividade microbicida em momentos agudos da infecção, e o mesmo 

parece acontecer com roedores. Um estudo realizado por Gonçalves et al. (2020) constatou uma 

resistência à infecção desses patógenos por animais que viviam em áreas urbanas onde há uma 

oferta de alimento maior do que em áreas florestais onde vivem roedores silvestres que 

apresentaram uma prevalência maior de hemoplasmas. A grande disponibilidade de alimento nesse 

caso pode ter contribuído para diminuir a interação agressiva entre os indivíduos, diminuindo, 

portanto, a transmissão de agentes através de sangue e saliva contaminados (COHEN et al., 2018). 

A idade parece ser um fator relevante para a infecção de morcegos por hemoplasmas. Em 

um estudo realizado por Volokhov et al. (2017) foi possível observar que indivíduos subadultos e 

não reprodutivos de uma colônia de morcegos tiveram uma prevalência maior de infecção por 

hemoplasmas. 

Por fim, morcegos neotropicais expostos ao mercúrio, demonstraram apresentar uma 

vulnerabilidade menor a infecções por hemoplasmas em um estudo realizado por Becker et al. 

(2020), onde foi sugerido as hipóteses de que a ação do contaminante poderia modificar o habitat 

desses patógenos ao causar uma anemia severa ou ainda, diminuir a eficiência na transmissão 

mecânica por causar a morte de vetores. 

 

2.4 Agentes Infecciosos da Família Anaplasmataceae 

 

Reino: Bacteria (WOESE et al., 1990) 

Filo: Pseudomonadota (OREN & GARRITY, 2021)  

Classe: Alphaproteobacteria (GARRITY et al., 2005)  

Ordem: Rickettsiales (GIESZCZYKIEWICZ, 1939)  

Família: Anaplasmataceae (PHILIP, 1957) 

Gêneros: Neorickettsia, Anaplasma, Ehrlichia (DUMLER et al., 2001) e Wolbachia (HERTIG, 

1936) 

 

A família Anaplasmataceae é composta por alfa-proteobactérias, pequenas bactérias 

parasitos de células eucarióticas que se replicam dentro de vacúolos derivados da célula hospedeira 

(KERSTERS et al., 2006). Os gêneros Neorickettsia, Anaplasma, Ehrlichia e Wolbachia, que 

compõe essa família, são compostos por bactérias gram-negativas, muito pequenas com tamanho 

variando entre 0,3 e 2,0µm, pleomórficas, sem motilidade e com a característica de serem 

intracelulares obrigatórias se replicando no interior de vacúolos intracitoplasmáticos de neutrófilos, 

monócitos, macrófagos e eritrócitos, formando micro colônias características dessa família 

conhecidas como mórulas (DUMLER et al., 2001). Infecções por esses agentes são frequentemente 

vistas em animais domésticos e selvagens, e a espécie humana quando acometida geralmente 

apresenta viés zoonótico por meio da transmissão de carrapatos (ISMAIL et al., 2010; DOUDIER 

et al., 2010). A importância dos pequenos mamíferos silvestres na manutenção de agentes dessa 

família no ambiente também tem sido amplamente investigada, já que estes animais são potenciais 

reservatórios para patógenos por atuarem como hospedeiros para estágios imaturos de carrapatos 

vetores (OLIVEIRA et al., 2020; DIARRA et al., 2020; IKEDA et al., 2021). 

O gênero Neorickettsia abrange bactérias intracelulares obrigatórias que, diferentemente de 
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outros indivíduos da família Anaplasmataceae pertencentes aos gêneros Ehrlichia e Anaplasma, 

são endossimbióticas e dependentes de trematódeos para realizar o seu ciclo de vida (GREIMAN 

et al., 2015). Quatro enfermidades estão relacionadas a agentes desse gênero: febre do cavalo de 

Potomac (PHF) causada por N. risticii; doença do envenenamento por salmão em cães, que é 

principalmente causada por N. helminthoeca; febre do verme de Elokomin (EFF) em canídeos e 

ursos, causada por causada por N. elokominica; febre de Sennetsu em humanos causada pelo agente 

N. sennetsu (IKEDA et al., 2021). 

As espécies de bactérias englobadas pelo gênero Wolbachia, são amplamente encontradas 

em artrópodes, onde são difundidas, e em nematoides filariais, onde estão restritos a única, mas 

notável família de parasitos, Onchocercidae, que abrange os agentes da oncocercose humana e da 

filaríase linfática (TAYLOR et al., 2005). Assim como os espécimes do gênero Neorickettsia, as 

espécies de Wolbachia tendem a assumir um papel simbiótico ao se associarem a filarídeos 

(TAYLOR et al., 2005). Entretanto, a infecção de artrópodes por esses parasitos pode levar a 

incapacidade de machos infectados de se reproduzirem com fêmeas não infectadas (WERREN, 

1998). 

A anaplasmose é uma doença transmitida por carrapatos causada por várias espécies do 

gênero Anaplasma. As espécies Anaplasma marginale, Anaplasma centrale, Anaplasma ovis, são 

frequentemente associadas a infecções em ruminantes domésticos (VILLAR et al., 2023; LI et al., 

2023), sendo a primeira ocasionalmente encontrada em equídeos (ASIF et al., 2020). Já a espécie 

Anaplasma platys é conhecida principalmente por apresentar uma alta prevalência em caninos 

(BRANDÃO et al., 2019; YAN et al., 2023). Entretanto, felinos domésticos também já 

demonstraram potencial para serem hospedeiros dessa espécie (LIMA et al., 2010; SALAKIJ et 

al., 2012; ANDRÉ et al., 2022). Por outro lado, a espécie Anaplasma phagocytophilum, responsável 

por causar a Anaplasmose Granulocítica Humana (AGH), é uma bactéria patogênica para humanos 

e animais domésticos e pode ser transmitida por uma série de carrapatos, com destaque para os 

exemplares dos gêneros Ixodes, Amblyomma e Dermacentor (AARDEMA et al., 2022). 

A Erliquiose é causada por bactérias leucocitofílicas que se multiplicam dentro de vacúolos 

citoplasmáticos de monócitos circulantes e macrófagos teciduais (ETTINGER & FELDMAN, 

2005). O gênero Ehrlichia consiste em seis espécies formalmente descritas: Ehrlichia canis, 

Ehrlichia chaffeensis, Ehrlichia ewingii, Ehrlichia minasensis, Ehrlichia muris e Ehrlichia 

ruminantium, que acometem animais de companhia e selvagens de várias partes do mundo (PETER 

et al., 2020; RAR et al., 2020; CÂNDIDO et al., 2023). Carrapatos dos gêneros Rhipicephalus, 

Amblyomma e Ixodes são considerados os principais vetores na transmissão desses patógenos para 

animais, sendo a espécie Rhipicephalus sanguineus, conhecido vulgarmente como “carrapato 

vermelho do cão”, frequentemente associada a infecções por E. canis em cães (OLIVEIRA et al., 

2019; SEBASTIAN et al., 2021). 

Infecções humanas pela espécie E. chaffeensis vem sendo registradas desde 1986, quando 

se aumentou a conscientização sobre Ehrlichia spp. como um patógeno zoonótico (MAEDA et al., 

1987). Mais de duas décadas depois foi levantada a hipótese de que roedores eram possíveis 

hospedeiros vertebrados de E. chaffensis (CAO et al., 2000). Entretanto, até o presente momento a 

detecção dessa espécie só foi possível em roedores selvagens que habitam o continente asiático 

(CAO et al., 2000; CHAO et al, 2005; CHAE et al., 2008). Em contrapartida, o agente responsável 

pela AGH já foi reportado em roedores selvagens em diversos continentes (NIETO & FOLEY, 

2009; ROSSO et al., 2017; ZHENG et al., 2018), sendo em alguns casos a proximidade desses 

animais com os humanos considerado um fator de risco, já que algumas espécies, como a Tamias 

ochrogenys, já demonstraram ser capazes de sustentar longos períodos de infecção pelo A. 

phagocytophilum (NIETO & FOLEY, 2009). A detecção molecular do mesmo agente também foi 
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observada em DNA fecal de morcegos da espécie Rhinolophus hipposideros no interior da França 

(AFONSO & GOYDADIN, 2018), e nas espécies Pipistrellus pipistrellus e P. kuhlii presentes na 

Rússia, onde também foi possível a detecção de Ehrlichia spp. (ZABASHTA et al., 2019). 

Exemplares da espécie Didelphis virginiana já demonstraram potencial para atuarem como 

hospedeiros de A. phagocytophilum, primeiro nos Estados Unidos (KESSING et al., 2012) e anos 

depois no México (ROJERO-VASQUÉZ et al., 2017) quando também foi possível o diagnóstico 

deste agente na espécie Didelphis marsupialis. 

Apesar da ocorrência de espécies da família Anaplasmataceae transmitidas por carrapatos 

em uma variedade de vertebrados, poucos estudos relataram até o momento evidências sorológicas 

e moleculares desses agentes em marsupiais, sendo o conhecimento sobre a presença de agentes do 

gênero Ehrlichia, por exemplo, restrito a espécies que habitam continente sul-americano (LOPES 

et al., 2018; ANDRÉ et al., 2022; TARRAGONA et al., 2022). 

Poucos estudos foram realizados até o momento no Brasil a respeito da prevalência de 

agentes da família Anaplasmataceae em pequenos mamíferos silvestres. Um estudo realizado por 

Benevute et al. (2017) observou uma prevalência dos agentes da família Anaplasmataceae 

parasitando roedores do Brasil variando entre 1,96% e 2,40% para indivíduos do gênero Anaplasma 

e entre 0,44% e 1,09% para agentes do gênero Ehrlichia. Em estudo realizado por Wolf et al. 

(2016), no qual houve a investigação da circulação de Ehrlichia e Anaplasma spp. em pequenos 

mamíferos capturados no Pantanal do Mato Grosso do Sul, foi detectado a presença de um genótipo 

apresentando 99% de similaridade com Anaplasma spp. em um roedor da espécie Hylaeamys 

megacephalus. Braga et al. (2018), por sua vez, detectaram a presença de fragmentos genômicos 

de espécies dessa família em 4/24 (16,7%) cotias capturadas na Reserva Ambiental de Itapiracó no 

estado do Maranhão, que eram filogeneticamente compatíveis com a espécie Ehrlichia canis. Mais 

recentemente, Vieira et al. (2022) detectaram em capivaras a presença de uma nova espécie de 

Anaplasma sp. e de Ehrlichia sp. através de técnicas moleculares e de sequenciamento visando os 

genes 16S rDNA, dsb e sodB e groEL. 

Em relação aos marsupiais, o número de trabalhos visando a detecção de agentes dessa 

família é ainda menor sendo eles restritos as regiões sudeste, centro-oeste e nordeste do Brasil 

(GUIMARÃES et al., 2018; LOPES et al., 2018; ANDRÉ et al., 2022; BRAGA et al., 2023). 

Guimarães et al. (2018) detectaram a presença de um novo genótipo de Ehrlichia sp., que se 

assemelhava de forma íntima a genótipos de E. Canis previamente encontrados em espécies 

domésticas e selvagens, em um exemplar da espécie Didelphis aurita capturado no estado do Rio 

de Janeiro. O mesmo feito foi realizado por André et al. (2022) quatro anos depois na espécie 

Didelphis abiventris. Um novo genótipo também foi encontrado por Lopes et al. (2018) em um 

exemplar da espécie Didelphis albiventris presente em Natal, estado do Rio Grande do Norte, 

cidade que deu nome à nova variante encontrada, chamada de Ehrlichia sp. variante Natal. Mais 

recentemente, Braga et al. (2023) obtiveram através da utilização da técnica de PCR positividade 

em oito (17,77%) amostras oriundas da espécie Didelphis marsupialis para Ehrlichia spp. 

baseando-se no gene dsb. 

Já em morcegos, Ikeda et al. (2021) observaram positividade para Ehrlichia spp., 

Anaplasma spp. e Neorickettsia spp. em amostras de DNA extraídas de ectoparasitos, sangue e 

baço de morcegos não-hematófagos pertencentes a uma área periurbana da cidade de Campo 

Grande, Mato Grosso do Sul. Recentemente, De Mello et al. (2023) detectaram o DNA de 

Neorickettsia sp. através de Nested PCR baseada no 16SrDNA em amostras de fígado de morcegos 

hematófagos, sendo o primeiro relato de bactérias desse gênero nesse grupo de quirópteros. 
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2.5 Métodos de Diagnóstico de Agentes Infeciosos das Famílias Anaplasmataceae e 

Mycoplasmataceae em Pequenos Mamíferos Silvestres 

 

2.5.1 Diagnóstico citológico 

 

A citologia é o exame que busca classificar e entender um determinado grupo de células 

presente em diferentes fluídos corporais e tecidos (RASKIN & MEYER, 2009). O diagnóstico de 

hemoparasitoses pode ser feito através da confecção de esfregaços sanguíneos feitos a partir de 

uma gota de sangue extraído por punção venosa e devidamente corados por corantes do tipo 

Romanowsky ou panótico rápido (VIDAL, 2013; THRALL, 2014). 

Na microscopia os hemoplasmas podem ser visualizados como estruturas basofílicas 

podendo assumir o formato cocóide, em bastão ou anel, e podendo ser encontrados 

individualmente, agrupados, em pares (diplococos) ou em cadeias ao longo da superfície dos 

eritrócitos (NEIMARK et al., 2001; TANAKA et al., 1965). 

Em relação aos agentes da família Anaplasmataceae, estes podem ser visualizados como 

estruturas basofílicas de formato cocóide a elipsóide, que estão presentes em vacúolos 

intracitoplasmáticos formando mórulas em células de origem hematopoiética (POPOV et al., 

1998). 

Embora essa técnica possua grandes vantagens como, o baixo custo, ser pouco invasiva, 

apresentar uma alta segurança, permitir ampla amostragem e um curto tempo entre a realização da 

técnica e o resultado, a sua eficiência está diretamente associada a execução de uma boa fase pré-

analítica, ou seja, uma coleta adequada e uma coloração que evidencie características 

citoplasmáticas e nucleares (RASKIN & MEYER, 2009). Além disso, essa técnica apresenta uma 

baixa sensibilidade, sendo cocos de hemoplasmas e mórulas frequentemente ausentes em lâminas 

de animais infectados (SYKES & TASKER, 2013; VIDAL, 2013). Ademais, a alta especificidade 

do exame citológico é proporcional ao nível de experiência do profissional realizando a técnica. A 

presença de artefatos gerados por colorações indesejadas e outros tipos de inclusões na lâmina de 

esfregaço sanguíneo podem levar a um diagnóstico falso positivo (THRALL, 2014). A presença 

de vestígios nucleares em eritrócitos como o corpúsculo de Howell-Jolly e o pontilhado basofílico 

podem ser facilmente confundidos por profissionais inexperientes com o parasitismo de cocos de 

hemoplasmas (THRALL, 2014; STOCKHAM & SCOTT, 2011). Por outro lado, a presença de 

inclusões virais em leucócitos, como por exemplo o corpúsculo de Lentz, podem ser facilmente 

confundidas com a infecção por agentes da família Anaplasmataceae (THRALL, 2014). 

 

2.5.2 Diagnóstico sorológico 

 

Essa técnica consiste no ensaio diagnóstico baseado na detecção de anticorpos séricos de 

animais infectados. A utilização de técnicas sorológicas para o diagnóstico de hemoplasmas se 

resumem a animais domésticos até o presente momento a animais de companhia, sendo uma 

excelente alternativa para casos em que se deseja superar lacunas deixadas pelo diagnóstico 

molecular, isto é, situações em que a bacteremia se apresente baixa após o início do tratamento 

com antibióticos ou em situações em que o hospedeiro apresente um status de portador crônico 

(WOLF-JACKEL et al., 2010). 

No entanto, os dados publicados sobre esse tipo de diagnóstico se demonstram promissores 

para futuros estudos a respeito da patogênese, podendo ter aplicação em diagnósticos de 

hemoplasmoses em animais silvestres (WILLI et al., 2007; WOLF-JACKE et al., 2010). 
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Por outro lado, o uso isolado de técnicas sorológicas para o diagnóstico de espécies da 

família Anaplasmataceae em animais silvestres é raro, mesmo a nível experimental, sendo poucos 

trabalhos encontrados na literatura com esse objetivo (NICHOLSON et al., 1998; PUSTERLA et 

al., 1999). Em contrapartida, sua associação com técnicas moleculares pode auxiliar de forma 

complementar quando se tem por objetivo elucidar possíveis infecções superadas tanto em animais 

domésticos, como em animais silvestres (ANDRÉ et al., 2010; ÇETINKAYA et al., 2016). 

 

2.5.3 Diagnóstico molecular 

 

A Reação em Cadeia da Polimerase (PCR) é uma técnica molecular poderosa e amplamente 

utilizada no diagnóstico de hemoparasitoses em animais domésticos e selvagens. Essa técnica de 

diagnóstico se assemelha a uma forma elementar e in vitro da replicação do DNA, um processo 

fisiológico usado por todas as células vivas para duplicar seu material genético antes de divisão 

celular (JALALI et al., 2017). A técnica de PCR consiste na multiplicação de um trecho específico 

do DNA (gene completo ou parte dele) através de ciclos repetidos de aquecimento e resfriamento 

de um mix contendo o DNA molde (BAYNES & DOMINICZAK, 2009). Comparada a outras 

técnicas de diagnóstico a PCR apresenta uma alta sensibilidade visto que apresenta alta eficiência 

na amplificação de baixas quantidades de DNA alvo na maioria dos tecidos vivos, resultando em 

milhões de cópias com apenas um fragmento de DNA (JALALI et al., 2017). 

Estudos têm mostrado o uso de diferentes genes conservados como alvo para a detecção de 

agentes patogênicos da família Anaplasmataceae, tais como: o gene 16S rDNA, o gene que codifica 

a enzima citrato sintetase (gltA), o operon groESL, genes responsáveis por codificação de proteínas 

formadoras das ligações dissulfeto (dsb) e genes que codificam outras proteínas de superfície 

(OMPs) (DUMLER et al., 2001). O diagnóstico molecular de hemoplasmas também pode ser 

realizado pela amplificação do fragmento do gene 16S rDNA (HIDALGO-HERMOSO et al., 2022; 

MAGGI, 2013; SANTOS et al., 2019; PONTAROLO et al., 2021). Mas embora seja usado com 

frequência o gene 16rRNA não é capaz de fornecer um diagnóstico preciso quando utilizado de 

forma isolada para a identificação ao nível de espécie de bactérias das famílias Anapasmataceae e 

Mycoplasmataceae filogeneticamente semelhantes. De forma complementar a utilização de outros 

marcadores genéticos como genes de limpeza e o sequenciamento parcial ou completo de genomas 

podem diminuir de forma significativa os riscos de identificação incorreta (VOLOKHOV, 2012, 

2017). 

Tratando-se de hemoplasmas vale salientar que até mesmo as espécies de Mycoplasma mais 

conhecidas por afetarem animais de companhia (Mycoplasma haemocanis e Mycoplasma 

haemofelis) não são distinguíveis em primers que codificam sequências do gene 16S rDNA, 

necessitando de marcadores mais específicos como rpoB, rpoC, gyrB, dnaK, 23S rRNA (SYKES 

& TASKER, 2013; MILLÁN et al., 2021; VALENTE et al., 2021). Por esse motivo, hemoplasmas 

detectados a partir de amostras oriundas de animais silvestres, que foram submetidas ao 

sequenciamento parcial com base no gene 16S rDNA e que apresentam uma semelhança genética 

considerada muito semelhante a espécies conhecidas (>97%) são frequentemente classificadas 

como “espécies semelhantes”. 

Da mesma forma algumas espécies de Ehrlichia spp. também apresentam uma grande 

semelhança genética. A espécie causadora da AGH, por exemplo, possui membros do genogrupo 

Anaplasma phagocytophilum intimamente relacionados, senão co-específicos (ALTAY et al., 

2022). Grande parte dessa semelhança genética é baseada em análises de sequência do gene 16S 

rDNA. Análises adicionais de sequências gênicas e análises antigênicas são necessárias para 
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esclarecer as posições taxonômicas desses agentes com precisão (NICHOLSON et al., 1998; 

ALTAY et al., 2022). Adicionalmente, quase todos os primers publicados para detecção de 

hemoplasmas apresentam potencial para amplificar de forma cruzada o gene 16S rDNA de outras 

espécies bacterianas que são estreitamente relacionadas aos hemoplasmas. Logo, é altamente 

recomendado que após a reação de PCR seja realizado o sequenciamento direto de “amplicons” 

(MILLÁN et al., 2021). 

O sequenciamento de nova geração (NGS) é uma alternativa para a identificação de novas 

espécies de hemoparasitos. O NGS, por exemplo, é capaz de amplificar e detectar de forma 

aleatória e imparcial todo e qualquer microrganismo que possivelmente possa estar presente em 

uma amostra (GU et al., 2019). Entretanto, essa técnica pode apresentar uma sensibilidade inferior 

a apresentada pela técnica de PCR em casos em que o patógeno se encontre em baixas quantidades 

na amostra (ANIS et al., 2018). Outro fator a ser considerado é o fato de que o NGS sequencia todo 

e qualquer material genético presente numa amostra. Dessa forma, os produtos de ácido nucléico 

que possuem como origem as células do hospedeiro também serão amplificadas. Logo, milhões de 

leituras de NGGs precisarão ser analisadas a partir de ferramentas bioinformáticas para identificar 

o patógeno de interesse (HATTORI et al., 2020). 

A ausência de protocolos específicos para a identificação de hemoplasmas na vida selvagem 

demanda que cada caso seja avaliado individualmente levando em consideração o tipo de amostra 

e o patógeno alvo (MILLÁN et al., 2021). A eficiência de uma reação de PCR não é igual para a 

detecção de hemoplasmas em diferentes tipos de tecido. A intensidade da presença de DNA do 

patógeno nesse caso está inversamente associada ao tempo de infecção (MILLÁN et al., 2021). A 

comparação entre diferentes tipos de tecido no diagnóstico molecular, embora seja indicada, nem 

sempre é viável quando se trata de animais silvestres, especialmente no caso de pequenos 

mamíferos. Logo, na ausência do sangue total, fragmentos de tecidos que participam ativamente 

na manutenção dos componentes sanguíneos, como o fígado e baço, são frequentemente utilizados 

para o diagnóstico molecular de patógenos em pequenos mamíferos (BERTÃO-SANTOS et al., 

2023; MELLO et al., 2023). 

 

 

3 MATERIAL E MÉTODOS 

 

 

3.1 Aspectos Éticos de Pesquisa e Licenças Envolvendo Coletas de Mamíferos Hospedeiros 

 

Todos os procedimentos na coleta das amostras foram realizados após a sedação dos 

animais, e seguem o protocolo experimental aprovado pela Comissão de Ética no Uso de Animais 

da Fundação Oswaldo Cruz (L- 036/2018). 

Os animais coletados foram taxidermizados e seus esqueletos preparados para depósito na 

coleção científica do LABPMR/IOC-Fiocruz e na coleção do Museu Nacional, UFRJ. Todas as 

expedições de coleta estão de acordo com as licenças de captura do ICMBIO, número 13373 para 

todo o território nacional. 

 

3.2 Áreas de Estudo 

 

As áreas de estudos se concentram em áreas adjacentes a cidade de Rio Branco localizada 

no estado do Acre (Figura 1) e representam 6 localidades diferentes inseridas em mata densa de 
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regiões de floresta amazônica, sendo elas nomeadas como: Área de proteção ambiental do Lago 

Amapá (APA do Amapá) (Figura 2), Colégio Agrícola (Figura 3), EMBRAPA (Figura 4), Floresta 

Piracema (Figura 5), Santa Cecília (Figura 6) e São Raimundo (Figura 7). As localidades estão 

inseridas em matrizes urbanas (Santa Cecília e São Raimundo) ou em matrizes rurais (APA do 

Amapá, EMBRAPA, Colégio Agrícola e Floresta Piracema). Em ambos os casos há a modificação 

da paisagem natural por ações antrópicas e o contato evidente entre animais silvestres e o Homem, 

alertando para a possível ocorrência de zoonoses na região estudada. 
 
 

 

Figura 1. Áreas de captura de pequenos mamíferos silvestres nas regiões periurbanas da cidade de 

Rio Branco, Acre, e suas respectivas coordenadas. Barra de escala: 7.000 m. Fonte: Google Earth. 

 

 

 

 

Figura 2. Área de coleta de pequenos mamíferos silvestres APA do Amapá. Barra de 

escala: 200 m. Fonte: Google Earth. 
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Figura 3. Área de coleta de pequenos mamíferos silvestres Colégio agrícola. Barra de escala: 

200 m. Fonte: Google Earth. 

 

 

 
 
 

 
 

 

Figura 4. Área de coleta de pequenos mamíferos silvestres EMBRAPA. Barra de 

escala: 600 m. Fonte: Google Earth. 
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Figura 6. Área de coleta de pequenos mamíferos silvestres Santa Cecília. Barra de escala: 

400 m. Fonte: Google Earth. 

 

 

Figura 5. Área de coleta de pequenos mamíferos silvestres Floresta Piracema. Barra de 

escala: 400m. Fonte: Google Earth. 
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As regiões periurbanas avaliadas nesse trabalho apresentam diferentes graus de 

fitofisionomias (Figura 8). As regiões da EMBRAPA e de Santa Cecília são caracterizadas por uma 

extensa área de floresta com pouca influência de antropização. Em contraste, a região de São 

Raimundo é o local mais próximo do centro urbano de Rio Branco, e por consequência, a área que 

apresenta o maior grau de antropização. As demais áreas de coleta apresentam graus intermediários 

de fitofisionomias. 

 

Figura 7. Área de coleta de pequenos mamíferos silvestres São Raimundo. Barra de escala: 

200 m. Fonte: Google Earth. 
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Figura 8. Áreas de captura de pequenos mamíferos silvestres em regiões com diferentes 

fitofisionomias na região periurbana da cidade de Rio Branco, Acre. 

 

3.3 Tamanho da Amostragem e Coleta 

 

A expedição de campo, realizada pelo Laboratório de Biologia e Parasitologia de Pequenos 

Mamíferos Silvestres Reservatórios (LABPMR/IOC/FIOCRUZ), na qual foram feitas as coletas 

das amostras utilizadas nesse estudo foi realizada no período correspondente entre 29 de outubro a 

09 de novembro de 2021 por conveniência não probabilística. O número total de amostras coletadas 

nas seis regiões localizadas dentro das áreas periurbanas da cidade de Rio Branco foi de 186 

pequenos mamíferos silvestres, sendo 111 de pequenos mamíferos voadores e 75 de pequenos 

mamíferos não voadores. Os animais foram capturados em armadilhas modelos Tomahawk® 

(40,64cm x 12,70cm x 12,70cm), Sherman® (7,62cm x 9,53cm x 30,48cm) e redes de neblina para 

a captura de quirópteros (Figura 9), tendo como base um esforço de captura de 120 armadilhas por 

noite. Todos os espécimes capturados foram removidos para um laboratório de campo respeitando 

as normas de biossegurança de nível 3. Os animais capturados foram eutanasiados para a coleta de 

amostras de sangue e órgãos.   

Antes do protocolo de eutanásia os animais foram pesados para o cálculo da dose de 

sedação. Sob a supervisão de um médico veterinário responsável, foi realizada a assepsia com 

álcool 70% e a anestesia utilizando-se agulhas de tamanho 13 x 0,38 mm acoplada em seringa de 

1ml, e introduzidas de forma intramuscular (IM) na parte externa do músculo quadríceps femoral 

dos animais ou de forma intraperitoneal (volume máximo = 0,05 mL por membro para pequenos 



 

21  

mamíferos com menos de 100 g). Em seguida, os animais permaneceram no saco até o início do 

efeito da anestesia. O protocolo anestésico incluiu a associação de 200mg/Kg de Cloridrato de 

Quetamina à 10% e 20 mg/Kg de Cloridrato de Xilazina à 2%, na proporção de 2:1. Dose = 0,30 

ml / 100 g peso vivo (P.V.). O tempo de duração foi de 20 a 30 minutos, sendo a manutenção da 

anestesia, quando necessário feita com metade da dose inicial. Os animais foram retirados do saco 

quando constatado a ausência de consciência, e colocados em decúbito dorsal para verificação do 

reflexo corneal e resposta à estímulo nociceptivo. 

Caso não houvesse ocorrido a morte pela exsanguinação, administrava-se Tiopental Sódico 

(Dosagem = 120 mg/Kg) por via intracardíaca. A dose utilizada foi de 0,24 ml/100 g peso corpóreo 

de Tiopental Sódico à 5%. Ao final do procedimento foi realizada nova avaliação dos parâmetros 

cardiopulmonares e repetida a administração de Tiopental caso fosse necessário. Somente após a 

constatação clínica da morte do animal foram feitas a coleta de amostras biológicas.  

Os animais capturados foram identificados ao nível de espécie, através de análises de 

taxonomia integrativa, incluindo análises morfológicas, citogenéticas e moleculares 

(DALAPICOLLA & PERCEQUILLO, 2020). Além disso, informações inerentes aos pequenos 

mamíferos como o sexo, tamanho e peso (Figura 9), e inerentes ao local, como o bioma foram 

obtidos. 

 
 

 

Figura 9. A e B - Instalação de redes de neblina para a captura de quirópteros. C - Pesagem 

de morcego capturado. D - Coleta de valores relacionados ao tamanho do morcego da espécie 

Artibeus planirostris capturado. Fonte: Arquivo Pessoal. 
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As amostras biológicas coletadas foram recebidas pelo Laboratório de Hemoparasitos e 

Vetores (LHV-UFRRJ) e consistiam em fragmentos de parênquima hepático, armazenados em 

solução de RNAlater®. As amostras foram mantidas em temperatura ambiente até a chegada no 

laboratório, onde foram estocadas em freezer -80º C até que fosse feito o procedimento de extração 

de DNA. Para o diagnóstico citológico de infecção por hemoplasmas foram preparados dois 

esfregaços sanguíneos a partir de amostras de sangue fresco dos pequenos mamíferos coletados. 

 

3.4 Diagnóstico Direto em Lâmina de Esfregaço Sanguíneo 

 

Foram coletadas amostras de sangue fresco para a confecção do esfregaço sanguíneo em 

lâmina à campo. Em seguida as lâminas foram fixadas em metanol durante dez minutos, secas ao 

ar e armazenadas em caixas de lâminas. As lâminas confeccionadas foram enviadas para o LHV 

para serem coradas pelo método de Giemsa (1:10) por 45 minutos e submetidas a microscopia 

óptica através da objetiva de imersão (1000x). 

O diagnóstico direto em lâmina foi realizado a partir da visualização de cocos em eritrócitos 

sugestivos de micoplasmas hemotrópicos e de mórulas em leucócitos e plaquetas que sugerem a 

infecção pelos gêneros Ehrlichia e Anaplasma. As lâminas foram analisadas por dois observadores 

para confirmação do diagnóstico. Foram obtidas imagens de eritrócitos contendo estruturas 

compatíveis com cocos e de leucócitos apresentando mórulas bacterianas através do equipamento 

Olympus BX-51 no Laboratório Multiusuário de Bioimagem do Departamento de Parasitologia 

Animal – LAMBIO (DPA/IV/UFRRJ). 

 

3.5 Reação em Cadeia pela Polimerase (PCR) 

 

3.5.1 Extração de DNA de amostras de parênquima hepático 

 

Para a extração de DNA total das amostras de parênquima hepático foi utilizado o kit 

“DNeasy Blood and Tissue” (Qiagen, Hilden, Alemanha) seguindo orientações do fabricante com 

algumas adaptações. 186 amostras de fígado foram cortadas em fragmentos de 25mg com auxílio 

de tesoura oftálmica cirúrgica de ponta fina e armazenados em tubos de polipropileno 1,5 ml. Em 

seguida foram adicionados 180µl do Buffer ALT ao tubo contendo os fragmentos de fígado. Com 

o auxílio de uma tesoura oftálmica cirúrgica de ponta fina as amostras de 25mg de fígado foram 

cortadas em fragmentos menores. A fim de evitar contaminação, a tesoura foi higienizada com 

Hipoclorito de Sódio a 5%, álcool 70% e água destilada e foi flambada em chama fria, entre cada 

amostra. Posteriormente foi adicionado 20µl de Proteinase K, seguido de homogeneização no 

Vortex por 15 segundos. As amostras foram então incubadas à 56ºC no termobloco por 12 horas. 

Após este processo, as amostras foram homogeneizadas no Vortex por 15 segundos e, em seguida, 

foram adicionados 200µl de Buffer AL e 200µl de etanol absoluto (100%). Os tubos foram 

centrifugados a uma velocidade de a 6000 x g por 1 minuto. Em seguida o precipitado foi 

descartado juntamente com o tubo coletor. A coluna com a sílica foi reservada e introduzida em 

um novo tubo de 2ml onde na etapa seguinte foi adicionado 500µl de Buffer AW1. Após nova 

centrifugação a 6000 x g por 1 minuto, o precipitado obtido foi descartado novamente. A coluna 

foi novamente inserida em um novo tubo de polipropileno de 2ml onde foi adicionado 500µl de 

Buffer AW2. Nessa etapa foram feitas duas centrifugações, uma a 20000 x g por 3 minutos para 

secar a membrana da coluna e outra a 20000 x g por 1 minuto para eliminar possíveis resíduos de 
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álcool. A coluna foi colocada em um novo microtubo de polipropileno de 1,5ml que foi 

previamente identificado com o número da amostra. Na última etapa foram pipetados 200µl de 

Buffer AE delicadamente na membrana de cada coluna. As amostras foram incubadas por 1 minuto 

em temperatura ambiente e centrifugadas a 6000 x g por 1 minuto para eluir o DNA. A 

quantificação e avaliação da qualidade do DNA extraído foi realizada através do espectrofotômetro 

NanoDrop® 2000 (Thermo Fisher Scientific Inc, Wilmington, DE, EUA). Posteriormente a 

medição foi feita a padronização das amostras de DNA através de alíquotas na concentração de 60 

ng/μL. 

 

3.5.2 Reação em cadeia da polimerase 

 

Para o diagnóstico molecular de hemoplasmas foram utilizados os primers Myco 322s e 

Myco 938as (Tabela 1) que permitem a amplificação de fragmento de aproximadamente 620 pares 

de base (pb) do gene 16S rDNA (VARANAT et al., 2011). 

As reações de PCR foram realizadas com volume final de 25 µL, sendo 1,5mM de Mg, 0,2 

mM de dNTPs, 0,5µM de cada primer, 1,25U de Taq DNA Polimerase e 180ng de DNA. As 

condições de termociclagem foram de: 95°C por 2 minutos, 55 ciclos a 94°C por 15 segundos, 

68°C por 15 segundos e 72°C por 18 segundos, e extensão final a 72°C por 1 minuto. 

Para o controle positivo foi utilizado o DNA de um felino doméstico positivo para a espécie 

Mycoplasma haemofelis, e para o controle negativo foi utilizado água ultrapura (Nuclease-Free 

Water, Ambion®). 

Na tentativa de otimizar o diagnóstico molecular de bactérias da família Anaplasmataceae 

foram utilizados quatro pares de primers (Tabela 1). Os primers EHR16SD e EHR16SF, 

responsáveis por amplificar produtos de aproximadamente 345 pb do gene 16S rDNA de indivíduos 

da família Anaplasmataceae (PAROLA et al., 2000), foram utilizados em reações com volume 

final de 25 µL, sendo 3,0mM de Mg, 0,4mM de dNTPs, 0,5µM de cada primer, 1U de Taq DNA 

Polimerase e 180ng de DNA. As condições de termociclagem foram de: 95°C por 5 minutos, 35 

ciclos a 95°C por 30 segundos, 54°C por 30 segundos, 72°C por 90 segundos e 72°C por 5 minutos. 

Já os primers ECC e ECB, que amplificam 500 pb do gene 16S rDNA da família 

Anaplasmataceae (DAWNSON et al. 1996), foram utilizados em reações com volume final de 25 

µL, sendo 3,0mM de Mg, 0,2mM de dNTPs, 500nM de cada primer, 1,25U de Taq DNA 

Polimerase e 180ng de DNA. As condições de termociclagem foram de: 95°C por 5 minutos, 35 

ciclos a 95°C por 30 segundos, 62°C por 30 segundos, 72°C por 30 segundos e extensão final a 

72°C por 5 minutos. 

Os primers Ecp28-F e Ecp28-R, que amplificam 843 pb do gene p28 da família 

Anaplasmataceae (MCBRIDE et al., 2000), foram utilizados em reações com volume final de 25 

µL, sendo 2,5mM de Mg, 0,2mM de dNTPs, 500nM de cada primer, 1,25U de Taq DNA 

Polimerase e 180ng de DNA. As condições de termociclagem foram de: 95°C por 5 minutos, 40 

ciclos a 95°C por 30 segundos, 55°C por 1 minuto, 72°C por 2 minutos e extensão final a 72°C por 

5 minutos. 

Os primers DSB 330 e DSB 728, que amplificam 409 pb do gene Dsb da família 

Anaplasmataceae (LA BRUNA et al., 2007), foram utilizados em reações com volume final de 25 

µL, sendo 2,5mM de Mg, 0,4mM de dNTPs, 0,4µM de cada primer, 1U de Taq DNA Polimerase 

e 180ng de DNA. As condições de termociclagem foram de: 95°C por 2 minutos, 50 ciclos a 95°C 

por 15 segundos, 58°C por 30 segundos, 72°C por 30 segundos e extensão final a 72°C por 5 

minutos. 
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Para o controle positivo foi utilizado o DNA de um cão doméstico positivo para as espécies 

Anaplasma platys e Ehrlichia canis, e para o controle negativo também foi utilizado água ultrapura 

(Nuclease-Free Water, Ambion®). 

As amostras consideradas positivas nas reações de PCR onde foram utilizados os primers 

Myco 322s e Myco938as para hemoplasmas e EHR 16SD e EHR 16SR para Anaplasmataceae 

foram submetidas a uma Touchdown PCR, que tinha como objetivo amplificar um fragmento 

maior, de aproximadamente 1600 pb, do gene 16SrDNA, para posterior sequenciamento e análise 

filogenética. Para essa reação foram utilizados os primers 16SD e 16SR (BECKER et al., 2020). 

As reações foram realizadas com volume final de 25 µL, sendo 2,5mM de Mg, 0,2 mM de dNTPs, 

0,4µM de cada primer, 1,5U de Taq DNA Polimerase e 180ng de DNA. As condições de 

termociclagem foram de: 95°C por 2 minutos, 10 ciclos a 95°C por 30 segundos, 61°C diminuindo 

0,5°C a cada ciclo por 1 minuto e 72°C por 1 minuto, seguido de 30 ciclos a 95°C por 30 segundos, 

57°C por 1 minuto e 72°C por 1 minuto, e extensão final a 72°C por 7 minutos. 

 

Tabela 1. Primers, sequências, tamanho do amplicon e gene alvo utilizados em ensaios de PCR 

convencional e touchdown. 

Primer Sequência de DNA (5'-3') 
Tamanho do 

fragmento 
Gene Referência 

Myco 322s GCCCATATTCCTACGGGGAAGCAGCAG 
620pb 16SrDNA 

VARANAT 

et al., 2011 Myco 938as CTCCACCACTTGTTCAGGTCCCCGTC 

EHR 16SD GGTACCYACAGAAGAAGTCC 
345pb 16SrDNA 

PAROLA et 

al., 2000 EHR 16SR TAGCACTCATCGTTTACAGC 

ECC AGAACGAACGCTGGCGGCAAGC 
478pb 16SrDNA 

DAWSON 

et al., 1996 ECB CGTATTACCGCGGCTGCTGGCA 

Ecp28-F ATGAATTGCAAAAAAATTCTTATA 
843pb p28 

McBRIDE 

et al., 2000 Ecp28-R TTAGAAGTTAAATCTTCCTCC 

DSB 330 GATGATGTCTGAAGATATGAAACAAAT 
409pb Dsb 

LABRUNA 

et al., 2007 DSB 728 CTGCTCGTCTATTTTACTTCTTAAAGT 

16SD AGAGTTTGATCCTGGCTCAG 
1450-1560pb 16SrDNA 

BECKER et 

al., 2020 16SR CTCAAAACTGAAAGYCATCCGC 

 

3.5.3 Eletroforese em gel de agarose 

 

Os produtos de PCR foram submetidos a eletroforese por meio de gel de agarose na 

concentração de 1,5%. A corrida eletroforética foi de 45 minutos a 125V (5V/cm) em tampão TAE 

(Tris, acetato e EDTA). Foi utilizado um marcador de peso molecular de 100-15.000 pb (Invitrogen 

1 Kb Plus DNA – ThermoFisher Scientific) para determinar a tamanho dos produtos amplificados. 

Posteriormente, os géis foram corados com brometo de etídio e visualizados sob luz UV nos 

fotodocumentadores E-Gel™ Imager System with UV Light Base (Thermo Fisher Scientific) e L-

Pix Touch (Loccus) para que pudessem ser analisados quanto à presença e ausência de bandas. 

 

3.6 Caracterização Molecular e Análise Filogenética 

 

As amostras consideradas positivas nas reações de PCR onde foram utilizados os primers 
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Myco322s e Myco938as para Mycoplasma e EHR16SD e EHR16SR para Anaplasmataceae foram 

submetidas a uma Touchdown PCR, que tinha como objetivo amplificar um fragmento maior, de 

aproximadamente 1600 pb, do gene 16SrDNA. Os produtos de PCR foram, em seguida, purificados 

utilizando o kit Wizard® Genomic DNA Purification e enviados para sequenciamento pelo método 

de Sanger (SANGER; NICKLEN; COULSON, 1977) no Centro de Pesquisa Sobre o Genoma 

Humano e Células Tronco (IB/USP). 

Visando o aumento da cobertura de sequenciamento das amostras positivas para 

hemoplasmas foram enviados além dos primers 16SF e 16SR, dois primers internos, Myco322s e 

Myco938as, resultando em 4 cromatogramas para cada amostra. Já para o sequenciamento da 

amplificação dos primers EHR16SD e EHR16SR, foram enviados apenas os primers citados, 

resultando em dois cromatogramas para cada amostra. 

O resultado do sequenciamento, os cromatogramas, foram analisados, editados e montados 

em “contigs” utilizando o programa CLC Main Worbench 23 (CLC Bio-Qiagen, Aarhus, 

Dinamarca). Em seguida, o algoritmo “Nucleotide Basic Local Alignment Search Tool” (BLASTn) 

foi utilizado para identificar sequências similares na base de dados pública “National Center for 

Biotechnology Information” (ALTSCHUL et al., 1990). 

A análise filogenética de micoplasmas hemotrópicos em morcegos foi construída a partir 

de um banco de dados de 1181pb do 16S rDNA utilizando-se três sequências deste estudo sendo 

elas: Mycoplasma sp. em Glossophaga soricina (amostra número: 22052), em Artibeus lituratus 

(amostra número: 22108), e em Carollia brevicauda (amostra número: 22152) (Tabela 2). Outras 

sequências que compõem a análise foram selecionadas a partir de publicações existentes nesta área 

do conhecimento e baixadas através da base de dados Genbank. 

 

Tabela 2. Identificação da amostra neste estudo, hospedeiro, local de origem da amostra, 

tamanho do “contig” após sequenciamento, e característica da sequência depositada. 

ID 
Amostra 

Hospedeiro Local de Origem "Contig" (pb) 

22052 Glossophaga soricina APA do Amapá 630 

22108 Artibeus lituratus EMBRAPA 550 

22152 Carollia brevicauda São Raimundo 1104 

 

Para a análise filogenética foram utilizados um total de 86 sequências de 16S rDNA de 

Mycoplasma spp. Dentre eles, 58 foram detectados em morcegos (KM538691, KM538692, 

KM538693, KM538695, MK295626, MK295627, MK295628, MK295630, KY356747, 

KY356748, KY356749, KY356750, KY356751, KY932682, KY932684, KY932685, KY932693, 

KY932695, KY932696, KY932721, KY932722, KY932723, MN687571, MN715763, 

MN710404, MN710405, MN710406, MN710410, MN710412, LR699022, KF713538, 

MN170512, MH245135, MH245147, MH245148, MH245149, MH245163, MH245164, 

MH245165, MH245169, MH245170, MH245171, MH245176, MH245180, MH245188, 

MH245189, MH245190, MH245191, MH245192, MH245193, MH245194, MZ048287, 

MZ048288, MZ048289, MZ048290, MZ048291, MZ048295, MZ048296), sete em roedores 

(KT215636, U82963, AB758434, AB758436, AB758440, KM203857, AY171918), três em 

primatas (KT314160, KC512401, KT314161), uma em quatis (KU554425), nove em cães e gatos 

(U88563, EU145745, AY150973, AY831867, AY150984, DQ157155, DQ825453, AY297712, 

AY383241), duas em capivaras (FJ667773, FJ667774) uma em ruminantes (JF931133), duas em 



26 

 

suínos (U88565, EU603330), uma no homem (GU562823). As sequências utilizadas como 

“outgroup” foram Mycoplasmoides fastidiosum (NR024987) e Mycoplasma gallisepticum 

(CP001872). 

Os “contigs” gerados neste estudo foram alinhados com amostras de micoplasmas 

hemotrópicos de várias espécies animais e de todo o mundo usando o método ClustalW, com 

atenção e seleção especial às amostras de morcegos. A seleção das sequências deu-se através da 

busca em base de dados (Genbank) e escolha das que foram publicadas em revistas indexadas. A 

reconstrução filogenética foi realizada utilizando o método de máxima verossimilhança. O melhor 

modelo evolutivo foi Kimura-2 + G selecionado através do software jModelTest_2.1.4 (DARRIBA 

et al., 2012). As distâncias de divergência evolutiva foram calculadas utilizando parâmetros 

Kimura-2 (TAMURA, 1993). A combinação de grupos filogenéticos foi avaliada testando 500 

réplicas de “Bootstrap”. Um total de 1181 posições foram analisadas ao final do conjunto de dados. 

As análises foram realizadas utilizando o software MEGA10.2 (KUMAR et al., 2016). 

 

3.7 Análise estatística 

 

A frequência de positividade para micoplasmas hemotrópicos e bactérias da família 

Anaplasmataceae só foi analisada na ordem Chiroptera devido ao baixo número de amostras 

positivas apresentado pelas ordens Rodentia e Didelphimorphia. A frequência de positividade para 

hemoplasmas detectados molecularmente foi associada através do teste Qui-quadrado ou exato de 

Fisher em nível de 5% de significância com as variáveis em relação ao local de coleta e inerentes 

ao animal como gênero do hospedeiro (Artibeus e Carollia) e sexo (macho e fêmea). 

Para Anaplasmataceae a frequência de positividade para os animais positivos considerados 

positivos no exame citológico foi associada através do exato de Fisher em nível de 5% de 

significância com as mesmas variáveis citadas anteriormente para hemoplasmas. Todas as análises 

estatísticas básicas foram realizadas no BioEstat 5.3 (AYRES et al., 2007). 

 

 

4 RESULTADOS 

 

 

4.1 Frequência de Positividade no Exame Citológico e Molecular 

 

Entre 29 de outubro e 09 de novembro de 2021 foram coletados 186 pequenos mamíferos 

selvagens, entre eles: 59,68% (n=111/186) morcegos (Figura 10), 23,12% (n=43/186) roedores e 

17,20% (n=32/186) marsupiais, presentes em 6 localidades diferentes dentro da cidade de Rio 

Branco, Acre (Tabela 3). Com relação ao sexo dos animais coletados, entre morcegos foram 

coletados 60 machos, 49 fêmeas e 2 espécimes não tiveram seu sexo identificado. Dentre os 

roedores, foram coletados 14 machos e 29 fêmeas. Por fim, entre os marsupiais foram coletados 15 

machos, 16 fêmeas e 1 espécime dessa ordem não teve o seu sexo identificado. 
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Tabela 3. Número de pequenos mamíferos silvestres coletados separados por ordem, gênero, e 

área de estudo. Continua. 

Táxons Área de Estudo Total 
 

 Santa 

Cecília 
EMBRAPA 

Floresta 

Piracema 

Colégio 

Agrícola 

APA do 

Amapá 

São 

Raimundo 

Chiroptera        

Artibeus 10 17 7 6 1 4 45 

Carollia 1 7 3 3 5 7 26 

Desmondus 0 0 0 3 0 0 3 

Gardnerycteris 0 0 2 0 0 0 2 

Glossophaga 0 0 0 0 3 0 3 

Hsunycteris 0 0 2 0 2 0 4 

Lophostoma 5 1 0 0 0 0 6 

Phyllostomus 2 0 0 0 1 0 3 

Platyrrhinus 0 0 0 0 1 0 1 

Rhinophylla 0 0 0 1 1 0 2 

Sturnira 1 0 1 5 1 0 8 

Uroderma 1 3 0 1 3 0 8 

Didelphimorphia        

Caluromys 0 0 0 1 0 0 1 

Didelphis 0 1 1 1 0 0 3 

Marmosa (Micoureus) 0 1 2 1 0 0 4 

        

 
 

       

  

Figura 10. A - Espécime de Carollia perspicillata coletado. B - Espécime de Platyrrhinus sp. 

coletado. Fonte: Arquivo Pessoal. 
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Tabela 3. Continuação 
 

       

Marmosops 0 1 0 0 3 0 4 

Monodelphis 1 2 0 3 0 0 6 

Philander 1 0 0 3 10 0 14 

Rodentia        

Mesomys 3 0 0 0 0 0 3 

Neacomys 0 0 2 1 0 0 3 

Oecomys 0 0 0 1 0 0 1 

Oligoryzomys 0 0 0 0 0 1 1 

Proechimys 23 9 0 2 0 1 35 

Total 48 42 20 32 31 13 186 

 

Na análise citológica das lâminas de esfregaço sanguíneo foi possível observar a presença 

de cocos em eritrócitos sugestivos de micoplasmas hemotrópicos em 1,61% (n=3/186) das lâminas. 

As espécies consideradas positivas nessa técnica de diagnóstico foram: Artibeus planirostris 

(n=1/3), Carollia perspicillata (n=1/3) e Glossophaga soricina (n=1/3), todas pertencentes a ordem 

Chiroptera. A espécie Artibeus planirostris, pertencente a ordem Chiroptera, foi responsável por 

apresentar a maior positividade na PCR para os hemoplasmas (n=7/27) (Tabela 4). Dentro da 

mesma ordem também foi possível observar resultados positivos nas espécies Artibeus lituratus 

(n=2/27), Artibeus obscurus (n=1/27), Artibeus anderseni (n=1/27), Carollia perspicillata 

(n=4/27), Carollia brevicauda (n=3/27), Desmodus rotundus (n=1/27), Glossophaga soricina 

(n=1/27), Lophostoma silvícola (n=1/27), Sturnira giannae (n=2/27), e Phyllostomus hastatus 

(n=1/27). As demais amostras positivas pertenciam as espécies Proechimys simonsi (n=1/27) e 

Proechimys brevicauda (n=1/27) da ordem Rodentia e Philander canus (n=1/27) da ordem 

Didelphimorphia. 

 

Tabela 4. Número de pequenos mamíferos silvestres amostrados entre outubro e novembro de 

2021 em regiões de floresta de Rio Branco, Acre, por espécie, e frequência de positividade para 

micoplasmas hemotrópicos através de análise citológica e PCR baseada no 16S rDNA. Continua. 

 

Espécie 

 

N 

 
Positivos na 

PCR 

 
Positivos na 

citologia 

Artibeus lituratus 10 2 (20,0%) 0,0 

Artibeus obscurus 3 1 (33,3%) 0,0 

Artibeus planirostris 31 7 (22,6%) 1 (3,2%) 
Artibeus anderseni 1 1 (100,0%) 0,0 
Caluromys lanatus 111 0,0 0,0 

Carollia brevicauda 7 3 (42,9%) 0,0 

Carollia perspicillata 19 4 (21,1%) 1 (5,3%) 

Desmodus rotundus 3 1 (33,3%) 0,0 
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Tabela 4. Continuação.    

    

Didelphis marsupialis 3 0,0 0,0 

Gardnerycteris crenulatum 2 0,0 0,0 

Glossophaga soricina 3 1 (33,3%) 1 (33,3%) 

Hsunycteris pattoni 4 0,0 0,0 

Lophostoma brasiliense 2 0,0 0,0 

Lophostoma silvícola 4 1 (25,0%) 0,0 

Marmosa (Micoureus) 

constantiae 
4 0,0 0,0 

Marmosops noctivagus 1 0,0 0,0 

Marmosops ocellatus 3 0,0 0,0 

Mesomys hispidus 3 0,0 0,0 

Monodelphis peruviana 2 0,0 0,0 

Monodelphis glirina 4 0,0 0,0 

Neacomys spinosus 3 0,0 0,0 

Oecomys bicolor 1 0,0 0,0 

Oligoryzomys microtis 1 0,0 0,0 

Philander canus 14 1 (7,1%) 0,0 

Phyllostomus elongatus 2 0,0 0,0 

Phyllostomus hastatus 1 1 (100,0%) 0,0 

Platyrrhinus brachycephalus 1 0,0 0,0 

Proechimys brevicauda 5 1 (20,0%) 0,0 

Proechimys gardneri 23 0,0 0,0 

Proechimys longicaudatus 1 0,0 0,0 

Proechimys simonsi 6 1 (16,7%) 0,0 

Rhinophylla pumilio 2 0,0 0,0 

Sturnira giannae 6 2 (33,3%) 0,0 

Stunira tildae 2 0,0 0,0 

Uroderma bilobatum 4 0,0 0,0 

Uroderma magnirostrum 4 0,0 0,0 

Total 186 27 3 

 

Por outro lado, 6,99% (n=13/186) das lâminas apresentavam mórulas sugestivas de 

bactérias da família Anaplasmataceae, sendo 38,46% (n=5/13) presentes em leucócitos e 61,54% 

(n=8/13) observadas em plaquetas. Todas as lâminas que apresentavam inclusões leucocitárias 

eram oriundas de roedores pertencentes ao gênero Proechimys, sendo quatro da espécie 

Proechimys gardneri e uma da espécie Proechimys brevicauda (Tabela 5). Já em plaquetas as 

lâminas apresentando inclusões sugestivas da família Anaplasmataceae pertenciam as espécies 

Artibeus planirostris (2/8), Carollia perspicillata (1/8), Rhinophylla pumilio (1/8) e Sturnira 

giannae (1/8) da ordem Chiroptera, as espécies Monodelphis glirina (1/8) e Philander canus (1/8) 

da ordem Didelphimorphia e a espécie Proechimys simonsi da ordem Rodentia (1/8) (Tabela 5).  

No diagnóstico molecular 14,52% (n=27/186) das amostras amplificaram o DNA de 

micoplasmas hemotrópicos na PCR utilizando os primers Myco 322s e Myco 938as. Com a 

utilização dos primers EHR16SD e EHR16SR, 5,91% (n=11/186) das amostras amplificaram DNA 

de hemoparasitos da família Anaplasmataceae. Nas reações de PCR onde foram utilizados os 
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primers ECC e ECB, Ecp28-F e Ecp28-R, DSB 330 e DSB 728, não foram observadas amostras 

positivas. 

Assim como nos resultados observados para micoplamas hemotrópicos a espécie Artibeus 

planirostris também foi responsável por deter o maior número de amostras positivas na PCR para 

espécies da família Anaplasmataceae (n=4/11) (Tabela 5). As demais amostras positivas 

pertenciam as espécies de morcego Carollia perspicillata (n=2/11), Sturnira giannae (n=2/11), e 

Uroderma bilobatum (n=1/11) e a dois individuos da espécie de roedor Proechimys brevicauda 

(n=2/11). Nenhuma das amostras oriundas de espécies da ordem Didelphimorphia apresentou 

positividade na PCR para Anaplasmataceae. 

 

Tabela 5. Número de pequenos mamíferos silvestres amostrados entre outubro e novembro de 

2021 em regiões de floresta de Rio Branco, Acre por espécie, e frequência de positividade para 

Anapasmataceae através de análise citológica e PCR baseada no 16S rDNA. Continua. 

 

 

Espécie 

 

N 

 
Positivos na 

PCR 

 
Positivos na 

citologia 

Artibeus lituratus 10           0,0 0,0 
Artibeus obscurus 3 0,0 0,0 

Artibeus planirostris 31 4 (10,9%) 2 (6,5%) 

Artibeus anderseni 1 0,0 0,0 

Caluromys lanatus 1 0,0 0,0 

Carollia brevicauda 7 0,0 0,0 

Carollia perspicillata 19 2 (10,5%) 1 (5,3%) 

Desmodus rotundus 3 0,0 0,0 

Didelphis marsupialis 3 0,0 0,0 

Gardnerycteris crenulatum 2 0,0 0,0 

Glossophaga soricina 3 0,0 0,0 

Hsunycteris pattoni 4 0,0 0,0 

Lophostoma brasiliense 2 0,0 0,0 

Lophostoma silvícola 4 0,0 0,0 

Marmosa (Micoureus) 
constantiae 

4 0,0 0,0 

Marmosops noctivagus 1 0,0 0,0 

Marmosops ocellatus 3 0,0 0,0 

Mesomys hispidus 3 0,0 0,0 

Monodelphis peruviana 2 0,0 0,0 

Monodelphis glirina 4 0,0 1 (25,0%) 

Neacomys spinosus 3 0,0 0,0 

Oecomys bicolor 1 0,0 0,0 

Oligoryzomys microtis 1 0,0 0,0 

Philander canus 14 0,0 1 (7,1%) 

Phyllostomus elongatus 2 0,0 0,0 
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Tabela 5. Continuação. 
    

Phyllostomus hastatus 1 0,0 0,0 

Platyrrhinus brachycephalus 1 0,0 0,0 

Proechimys brevicauda 5 2 (40,0%) 1 (20,0%) 

Proechimys gardneri 23 0,0 4 (17,4%) 

Proechimys longicaudatus 1 0,0 0,0 

Proechimys simonsi 6 0,0 1 (16,7%) 

Rhinophylla pumilio 2 0,0 1 (50,0%) 

Sturnira giannae 6 2 (33,3%) 1 (16,7%) 

Stunira tildae 2 0,0 0,0 

Uroderma bilobatum 4 1 (25,0%) 0,0 

Uroderma magnirostrum 4 0,0 0,0 

Total 186 11 13 

 

 

Em termos de análise comparativa, dos 1,61% (n=3/186) dos animais positivos na análise 

citológica 1,07% (n=2/186) também demonstraram positividade nos ensaios de PCR convencional 

para hemoplasmas com alvo no 16S rDNA, sendo essas amostras pertencentes as espécies 

Glossophaga soricina (n=1/2) e Artibeus planirostris (n=1/2). No caso de Anaplasmataceae dos 

6,99% (n=13/186) animais que apresentavam inclusões compatíveis com mórulas na citologia 

1,61% (n=3/186) mostraram-se positivos na PCR convencional onde foram utilizados os primers 

EHR16SD e EHR16R para o diagnóstico dessa família. Destes, 1,07% (n=2/186) apresentavam 

mórulas em plaquetas, sendo essas amostras pertencentes as espécies de morcego Sturnira giannae 

(n=1/2) e Carollia perspicillata (n=1/2), e 0,53% (n=1/186) em leucócitos de um roedor da espécie 

Proechimys brevicauda (n=1/1). 

A respeito do sexo dos pequenos mamíferos positivos na PCR para hemoplasmas, o total 

de machos positivos (n=15/27) foi ligeiramente maior do que o número de fêmeas (n=12/27) 

(Tabela 6), sendo na ordem Chiroptera o número de morcegos machos positivos (n=14/24) superior 

ao observado em espécimes do sexo feminino (n=10/24), na ordem Didelphimorphia a positividade 

observada em um macho (n=1/15) e na ordem Rodentia em duas fêmeas (n=2/29). 

 

Tabela 6. Número de pequenos mamíferos silvestres amostrados entre outubro e novembro de 

2021 em regiões de floresta de Rio Branco, Acre e positivos na PCR para micoplasmas 

hemotrópicos por ordem e sexo. 

 

Sexo 

Táxon 
Macho Fêmea Total 

Chiroptera 14/60 10/49 24/109 

Didelphimorphia 1/15 0/16 1/31 

Rodentia 0/14 2/29 2/43 

Total 15/118 12/94 27/183* 

*Três animais não tiveram o seu sexo identificado 
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Na PCR para Anaplasmataceae o número de amostras positivas para pequenos mamíferos 

silvestres machos foi ligeiramente inferior (n=5/11) ao encontrado em fêmeas (n=6/11) (Tabela 7). 

Assim como observado na família Mycoplasmataceae o número de morcegos machos positivos 

(n=5/60) foi ligeiramente superior ao visto em fêmeas (n=4/60), enquanto em roedores apenas 

fêmeas apresentaram amostras positivas (n=2/49) (Tabela 7). 

 

Tabela 7. Número de pequenos mamíferos silvestres amostrados entre outubro e novembro de 

2021 em regiões de floresta de Rio Branco, Acre, positivos na PCR para Anaplasmataceae por 

ordem e sexo. 

Sexo 

Táxon 
Macho Fêmea Total 

Chiroptera 5/60 4/49 9/109 

Didelphimorphia 0/15 0/16 0/31 

Rodentia 0/14 2/29 2/43 

Total 5/118 6/94 11/183* 

*Três animais não tiveram o seu sexo identificado 

 

Quanto à disposição morfológica das estruturas observadas nas lâminas de esfregaço 

sanguíneo dos pequenos mamíferos silvestres considerados positivos no exame citológico, os cocos 

sugestivos de hemoplasmas apresentaram-se com coloração basofílica e dispostos de forma única 

ou diplococos, agrupados ou em cadeias ao longo da superfície dos eritrócitos (Figura 11).  
 

Já as plaquetas apresentando inclusões sugestivas de hemoparasitos da família 

 

Figura 11. Bactérias dispostas em cocos, diplococos e em cadeia na superfície de eritrócitos 

(setas). A) Carollia perspicillata B) Glossophaga soricina C) Artibeus planirostris. 

Objetiva de 100x. Coloração Giemsa. Fonte: Arquivo Pessoal. 
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Anaplasmataceae apresentaram-se dispondo de uma ou mais estruturas arredondadas ou formato 

irregular em seu citoplasma, de coloração basofílica, apresentando pontilhados característicos de 

mórulas dessa família (Figura 12).  

 

 
 

Figura 12. Inclusões plaquetárias sugestivas de hemoparasitos da Família Anaplasmataceae 

(setas). A) Sturnira giannae B) Artibeus planirostris C) Monodelphis glirina D) Proechimys 

simonsi. Objetiva de 100x. Coloração Giemsa. Barra de escala: 10 µm. Fonte: Arquivo Pessoal. 

 

Por fim, foram observadas estruturas no interior de leucócitos com morfologia semelhante 

à de mononucleares que apresentaram de uma a duas inclusões com coloração basofílica, formato 

arredondado e apresentando um pontilhado sugestivo de mórulas da família Anaplasmataceae 

(Figura 13). 
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A área de coleta com maior frequência de positividade dentre as amostras positivas de 

pequenos mamíferos infectados por hemoplasmas na PCR para o gene 16S rDNA foi Santa Cecília 

(25,9%, n=7/48), seguida de São Raimundo (22,2%, n=6/13) e EMBRAPA (22,2%, n=6/42), 

Floresta Piracema (20,0%, n=4/20), e por fim, APA do Amapá (7,4%, n=2/31) e Colégio Agrícola 

(7,4%, n=2/32) (Tabela 8). Com relação ao diagnóstico citológico apenas três áreas de estudo 

apresentaram lâminas com estruturas semelhantes a cocos parasitando hemácias. De todas as 

lâminas de esfregaço sanguíneo oriundas de pequenos mamíferos das regiões do APA do Amapá, 

EMBAPA e São Raimundo apenas uma em cada uma das áreas de estudo citadas foi considerada 

positiva nessa técnica de diagnóstico (Tabela 8). 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 13. Inclusões leucocitárias em mononucleares sugestivas de hemoparasitos da Família 

Anaplasmataceae (setas). A) Proechimys gardneri B) Proechimys gardneri C) Proechimys 

gardneri D) Proechimys brevicauda. Objetiva de 100x. Coloração Giemsa. Barra de escala: 10 

µm. Fonte: Arquivo Pessoal. 
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Tabela 8. Número de amostras positivas de animais amostrados entre outubro e novembro de 2021 

em regiões de floresta de Rio Branco, Acre, para micoplasmas hemotrópicos na PCR para o gene 

16S rDNA e na análise citológica em cada área de estudo. 

 

Área de 

estudo 

 

N 

 
Positivos na 

PCR 

 
Positivos na 

citologia 

APA do AMAPÁ 31 2 1 

Colégio Agrícola 32 2 0 

EMBRAPA 42 6 1 

Floresta Piracema 20 4 0 

Santa Cecília 48 7 0 

São Raimundo 13 6 1 

Total 186 27 3 

 

Na região de Santa Cecília a positividade para hemoplasmas foi encontrada nas espécies 

Artibeus planirostris (n=1/4), Artibeus obscurus (n=1/2), Artibeus literatus (n=1/4), Phyllosmus 

hastatus (n=1/1), Lophostoma silvicola (n=1/4), pertencentes a ordem Chiroptera, Proechimys 

brevicauda (n=1/4) da ordem Rodentia e Phillander canus (n=1/1) da ordem Didelphimorphia. Em 

contrapartida, na EMBRAPA não foi observado positividade para hemoplasmas em indivíduos da 

ordem Didelphimorphia, sendo observada apenas nas espécies Artibeus planirostris (n=2/12), 

Artibeus lituratus (n=1/4), Carollia perpiscillata (n=1/4) e Carollia brevicauda (n=1/3) da ordem 

Chiroptera, e Proechimys simonsi (n=1/4) da ordem Rodentia. Já em São Raimundo a positividade 

para hemoplasmas foi ainda mais restrita sendo observada apenas em quirópteros das espécies 

Artibeus planirostris (n=2/3), Carollia perpiscillata (n=2/4) e Carollia brevicauda (n=2/3). Na 

Floresta Piracema a positividade também se resumiu a ordem Chiroptera e abrangeu as espécies 

Artibeus planirostris (n=3/6), Artibeus anderseni (n=1/1) e Sturnira giannae (n=1/1). As ordens 

Rodentia e Didelphimorphia também não demonstraram positividade para bactérias da família 

Mycoplasmataceae na área do APA do Amapá, sendo os resultados positivos restritos aos 

quirópteros Carollia perspicillata (n=1/5) e Glossophaga soricina (n=1/3). Por fim, duas amostras 

de quirópteros pertencentes as espécies Stunira giannae (n=1/4) e Desmodus rotundus (n=1/3) 

oriundas do Colégio Agrícola foram positivas na PCR para hemoplasmas. A tabela contendo todos 

os resultados encontrados em cada região avaliada na PCR para hemoplasmas encontra-se 

disponível como Anexo A. 

Para indivíduos da família Anaplasmataceae o maior número de amostras positivas na PCR 

foi observado na EMBRAPA (36,36%, n=4/11), seguido do Colégio Agrícola (27,27%, n=3/11) e 

das regiões de Santa Cecília (18,18%, n=2/11) e do APA do Amapá 18,18% (n=2/11) (Tabela 9). 

Não foram observadas positividades para essa família nas áreas de coleta Floresta Piracema e São 

Raimundo. Ao avaliar a frequência de positividade para Anaplasmataceae observou-se que a área 

de coleta que apresentou o maior percentual foi a EMBRAPA (9,5%, n=4/42), seguida de Colégio 

Agrícola (9,4%, n=3/32), APA do Amapá (6,5%, n=2/31) e Santa Cecília (4,2%, n=2/48). 

No diagnóstico citológico foram observadas mórulas em plaquetas e leucócitos em lâminas 

de cinco áreas de estudo, sendo ausentes nas lâminas da região de São Raimundo. Os animais 
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coletados na região do Colégio Agrícola apresentaram a maior frequência de lâminas contendo 

inclusões sugestivas de hemoparasitos da família Anaplasmataceae (n=4/32) (Tabela 9). As demais 

regiões apresentaram os seguintes valores: APA do Amapá (n=3/31), Santa Cecília (n=2/48), 

EMBRAPA (n=3/42) e Floresta Piracema (n=1/20). 

 

Tabela 9. Número de animais amostrados entre outubro e novembro de 2021 em regiões de floresta 

de Rio Branco, Acre, positivos para Anaplasmataceae na PCR para o gene 16S rDNA e na análise 

citológica em cada área de estudo. 

 

Área de estudo 

 

N 

 
Positivos na 

PCR 

 
Positivos na 

citologia 

APA do AMAPÁ 31 2 3 

Colégio Agrícola 32 3 4 

EMBRAPA 42 4 3 

Floresta Piracema 20 0 1 

Santa Cecília 48 2 2 

São Raimundo 13 0 0 

Total 186 11 13 

 

A positividade na PCR para Anaplasmataceae na EMBRAPA foi vista na espécie de 

quiróptero Artibeus planirostris (n=3/12) e no roedor Proechimys brevicauda (n=1/1). Por outro 

lado, na região de Santa Cecília a positividade para esta família de bactérias foi vista em um roedor 

da espécie Proechimys brevicauda (n=1/4) e em um morcego da espécie Artibeus planirostris 

(n=1/4). As ordens Rodentia e Didelphimorphia não demonstraram positividade para indivíduos da 

família Anaplasmataceae nos locais de coleta APA do Amapá e Colégio Agrícola, sendo observada 

apenas na espécie de morcego Carollia perspicillata (n=2/5) no APA do Amapá e nas espécies 

Uroderma bilobatum (n=1/1) e Stunira giannae (n=2/4) no Colégio Agrícola. A tabela contendo 

todos os resultados encontrados em cada região avaliada na PCR para Anaplasmataceae encontra-

se disponível como Anexo B. 

 

4.2 Fatores Associados à Positividade por Micoplasmas Hemotrópicos em Pequenos 

Mamíferos Silvestres 

 

A região de São Raimundo apresentou a maior frequência de positividade de pequenos 

mamíferos silvestres infectados por hemoplasmas (46,2%, n=6/13), seguida de Floresta Piracema 

(20,0%, n=4/20), Santa Cecília (14,6%, n=7/48), EMBRAPA (14,3%, n=6/42), APA do Amapá 

(6,5%, n=2/31) e por fim, Colégio Agrícola (6,2%, n=2/32). Houve diferença estatística da 

frequência de positividade entre as áreas de coleta São Raimundo e Floresta Piracema comparadas 

as demais áreas de estudo (p=0,0228) (Tabela 10). Entretanto, não houve diferença estatística entre 

as duas áreas citadas anteriormente (p > 0,5). 

Quanto ao táxon do hospedeiro, dois gêneros da ordem Chiroptera apresentaram uma maior 

frequência de amostras positivas para hemoplasmas na PCR para o gene 16SrDNA em relação aos 
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demais, sendo eles: Artibeus (24,4%, n= 11/45) e Carollia (26,9%, n=7/26) (Tabela 10). Entretanto, 

não houve diferença estatística de positividade entre os dois gêneros citados (p > 0,5). 

A respeito do sexo dos animais infectados por hemoplasmas, a ordem Chiroptera apresentou 

positividade em 23,3% (n=14/60) dos machos e 20,4% (n=10/49) das fêmeas amostradas (Tabela 

10). Todavia, não houve diferença estatística entre a positividade observada para machos e fêmeas 

na PCR para micoplasmas hemotrópicos (p > 0,5). 

 

Tabela 10. Análise bivariada da frequência de Hemoplasmas em pequenos mamíferos silvestres 

amostrados entre outubro e novembro de 2021 em regiões de floresta de Rio Branco, Acre, através 

da PCR baseada no 16S rDNA, em função da área de estudo, gênero do hospedeiro e sexo. 

 

Variáveis N % 
 Bivariada 

 χ2 P 

Áreas de estudo*      

São Raimundo 13 46,2% a   

Floresta Piracema 20 20,0% a   

Santa Cecília 48 14,6% b 
- 0,0228 

Embrapa 42 14,3% b 

APA do Amapá 31 6,5% b   

Colégio Agrícola 32 6,2% b   

Gênero do Hospedeiro*/y 

Carollia 26 26,9% a 
- 0,5155 

Artibeus 45 24,4% a 

Sexo do Hospedeiroz 
     

Macho 60 23,3% a 
0,134 0,7139 

Fêmea 49 20,4% a 

*Exato de Fisher      
yForam avaliados apenas gêneros de morcegos que apresentavam N 

amostral maior do que 10. 
zForam considerados apenas o sexo de animais da ordem Chiroptera. 

 

4.3 Fatores Associados à Positividade para Anaplasmataceae em Pequenos Mamíferos 

Silvestres 

 

O exame citológico foi utilizado como padrão para o diagnóstico de bactérias da família 

Anaplasmataceae de importância para animais e humanos (Ehrlichia e Anaplasma) nesta 

amostragem, pois os resultados de sequenciamento de fragmento do 16SrDNA amplificado para 

diagnóstico molecular resultaram no gênero Wolbachia para todas as amostras submetidas para 

esta técnica abordado no tópico caracterização molecular. 

No exame citológico a maior frequência de positividade foi observada na região do Colégio 

Agrícola (12,5%, n=4/32), seguido das regiões APA do Amapá (9,7%, n=3/31), Santa Cecília 

(6,2%, n=2/48), Floresta Piracema (5,0%, n=1/20) e por fim, EMBRAPA (4,8%, n=3/42) (Tabela 
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11). Não houve diferença estatística entre as áreas de coleta nas frequências de positividade no 

exame citológico (p > 0,5). 

Quanto ao táxon do hospedeiro, os gêneros da ordem Chiroptera que apresentaram a maior 

frequência de positividade no exame citológico foram Artibeus (4,4%, n=2/45) e Carollia (3,8%, 

n=1/26) (Tabela 11). Entretanto, não houve diferença estatística de positividade entre os dois 

gêneros citados (p > 0,5). 

A respeito do sexo dos animais positivos no exame citológico, a ordem Chiroptera 

apresentou positividade em 8,3% (n=5/60) dos machos e 8,2% (n=4/49) das fêmeas amostradas 

(Tabela 11). Não houve diferença estatística entre machos e fêmeas no exame citológico para a 

família Anaplasmataceae (p > 0,5). 

 

Tabela 11. Análise da frequência de Anaplasmataceae em pequenos mamíferos silvestres 

amostrados entre outubro e novembro de 2021 em regiões de floresta de Rio Branco, Acre, através 

da análise citológica, em função da área de estudo, gênero do hospedeiro e sexo. 

 

Variáveis N % 
Bivariada 

 χ2 p 

Áreas de estudo*      

Colégio Agrícola 32 12,5% a   

APA do Amapá 31 9,7% a   

Santa Cecília 48 6,2% a 
- 0,2177 

Floresta Piracema 20 5,0% a 

Embrapa 42 4,8% a   

São Raimundo 13 0% -   

Gênero do Hospedeiroy 

Artibeus 45 4,4% a 
- 0,6986 

Carollia 26 3,8% a 

Sexo do Hospedeiro*/z 

Macho 60 8,3% a 
- 0,6272 

Fêmea 49 8,2% a 

*Exato de Fisher      
yForam avaliados apenas gêneros de morcegos que apresentavam N 

amostral maior do que 10. 
zForam considerados apenas o sexo de animais da ordem Chiroptera. 

 

4.4 Caracterização Molecular de Bactérias das Famílias Anaplasmataceae e 

Mycoplasmataceae em Pequenos Mamíferos Silvestres 

 

Com relação ao resultado de sequenciamento de fragmento do 16S rDNA de Mycoplasma 

sp., três amostras de morcegos das espécies Glossophaga soricina (ID 22052), Artibeus lituratus 

(ID 22108), Carollia brevicauda (ID 22152) tiveram suas sequências com boa leitura no 

cromatograma, apresentando 630pb, 550pb e 1104pb, respectivamente. O maior percentual de 



 

39  

similaridade Blast para 22052 foi de 98,41% com uma amostra de Mycoplasma sp. Isolada de um 

espécime de Glossophaga commissarisi (LR699022) da Costa Rica; para 22108 foi de 99,82% 

com amostra de Mycoplasma sp. isolada de um espécime de Platyrrhinus lineatus (MZ048291) do 

Mato Grosso do Sul, Brasil; e para 22152 foi de 98,28% com amostra de Mycoplasma sp. 

encontrada em um espécime de Desmodus rotundus de Belize (KY932722) (Tabela 12). 

 

Tabela 12. Resultado do sequenciamento baseado no 16S rDNA de amostras positivas para 

micoplasmas hemotrópicos. 

 

ID 

Amostras 

 
Maior similaridade Blast 

 
Origem 

Percentual 

de 

Identidade 

Query 

Coverage 

 
Referência 

 
22052 

Glossophaga commissarisi 

(LR699022) 

 
Costa Rica 

 
98,41% 

 
99% 

FRITSCHI et 

al., 2020 

 
22108 

Platyrrhinus lineatus 
(MZ0482911) 

Mato Grosso 

do Sul 
 

99,82% 

 
100% 

IKEDA et al., 

2022 

 
22152 

Desmodus rotundus 
(KY932722) 

 
Belize 

 
98,28% 

 
100% 

VOLOKHOV 
et al., 2017 

 

A análise filogenética de um alinhamento de aproximadamente 1181pb do gene 16S rRNA 

posicionou as sequências oriundas de morcegos obtidas no presente estudo dentro do grande “grupo 

hemofelis”, em um ramo com alto valor de Bootstrap (100%) junto com outras sequências de 

hemoplasmas detectados previamente em morcegos hematófagos (D. rotundus, D. ecaudata) e 

morcegos não-hematófagos (Artibeus lituratus, Platyrrhinus lineatus, Glossophaga soricina, 

Glossophaga commissarisi) do Brasil, Costa Rica, Belize e Peru (Figura 14). 
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Figura 14. Árvore filogenética de Mycoplasma spp. com a probabilidade mais alta, inferida usando 

o método de Máxima Verossimilhança. Esta análise envolveu 86 sequências de nucleotídeos, com 

um dataset final de 1181 posições.  
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A respeito de Anaplasmataceae, a presença de bandas fracas ou inespecíficas resultaram na 

dificuldade do sequenciamento das amostras positivas na PCR para os primers 16SF e 16SR, 

gerando cromatogramas apresentando picos duplos ou triplos. Como alternativa, os produtos de 

PCR da reação utilizando os primers EHR16SD e EHR16SF (345pb) das amostras 22068, 22089, 

22091, 22116, 22119 e 22120 (Figura 15) foram enviados para sequenciamento. Os “contigs” 

montados resultaram em similaridade Blast de 100% para Wolbachia sp. 

 
 

 

 

5 DISCUSSÃO 

 

 

Embora os agentes das famílias Mycoplasmataceae e Anaplasmataceae sejam bem 

documentados em animais de companhia e de produção, ainda há um número limitado de trabalhos 

que buscam entender o papel de animais silvestres como reservatórios de indivíduos dessas 

famílias. A nível de táxons a ordem Chiroptera apresenta menos estudos quando comparados a 

pequenos mamíferos não-voadores. Tratando-se especificamente do Brasil os trabalhos que 

buscaram amplificar o DNA de hemoplasmas em morcegos concentram-se nas regiões Sul e 

Centro-oeste (DOS SANTOS et al., 2020; IKEDA et al., 2022; COLLERE et al., 2022), sendo 

poucos os trabalhos que amostraram morcegos nas demais regiões do país (IKEDA et al., 2017; 

DE MELLO et al., 2023). 

22068 22089   22091   22116   22119    22120 L 

 

Figura 15. Produtos de PCR de aproximadamente 345pb das amostras enviadas para 

amplificação usando os primers EHR16SD e EHR16SR em Gel de agarose à 2,0%. L 

representa o marcador Low DNA Mass Ladder. 
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O diagnóstico citológico, realizado através da visualização de estruturas compatíveis com 

o organismo alvo em lâminas de esfregaço sanguíneo coradas com o método de Giemsa é 

considerado um exame de triagem para o diagnóstico de hemoparasitos (NEIMARK et al., 2001). 

Ainda que a análise citológica de microrganismos seja altamente utilizada devido à sua 

simplicidade e acessibilidade, sabe-se que essa técnica de diagnóstico apresenta uma baixa 

sensibilidade quando comparada a outras técnicas de diagnóstico, uma vez que a eficiência dessa 

técnica está diretamente associada a parasitemia. 

A visualização de estruturas compatíveis com cocos de hemoplasmas nesse estudo foi 

possível em 1,61% (3/186) dos animais amostrados, sendo todos pertencentes a ordem Chiroptera. 

Mesmo com uma baixa prevalência, a positividade observada no diagnóstico citológico para 

Hemoplasmas nesse trabalho foi superior à de estudos com amostragens superiores. Volokhov et 

al. (2017), por exemplo, não observaram cocos sugestivos de micoplasmas em nenhum dos 223 

morcegos amostrados no trabalho. Por outro lado, Dos Santos et al. (2020) observaram positividade 

em 20% (2/10) das lâminas de esfregaço sanguíneo, ambas de morcegos da espécie Desmodus 

rotundus. Corroborando com o presente estudo a descrição das estruturas observadas no trabalho 

citado anteriormente foram descritas como redondas ou em formato de bastonete, sendo dispostas 

de forma individual ou em cadeias na superfície de eritrócitos. 

Já no diagnóstico citológico de indivíduos da família Anaplasmataceae a observação de 

lâminas contendo estruturas semelhantes a mórulas possivelmente pertencentes a essa família foi 

superior ao observado na família Mycoplasmataceae sendo possível a visualização de mórulas em 

leucócitos e plaquetas em 2,68% (5/186) e 4,30% (8/186) das lâminas, respectivamente. 

Previamente a esse trabalho estruturas semelhantes foram visualizadas em plaquetas de morcegos 

da espécie Noctilio albiventris (VILLALBA-ALEMÁN et al., 2020) e em monócitos de um 

didelfídeo da espécie Didelphis albiventris (ANDRÉ et al., 2022). 

A baixa prevalência de bactérias em eritrócitos, leucócitos e plaquetas de morcegos pode 

ser explicada pela sensibilidade inferior apresentada pela citologia quando comparada a técnicas 

de sensibilidade superior como a PCR. É possível que a infecção por bactérias das famílias 

Mycoplasmataceae e Anaplasmataceae em morcegos possa assumir uma característica subclínica, 

resultando em baixos níveis de parasitemia, já que é sugerido que os quirópteros podem ter 

desenvolvido mecanismos para controlar a replicação viral de forma mais eficaz do que a maioria 

dos outros mamíferos, podendo provavelmente ser aplicado também a infecções bacterianas 

(O’SHEA et al.; 2014; PAVLOVICH et al., 2018; IRVING et al., 2021). Vale salientar que as 

condições extremamente úmidas de florestas ombrófilas, como é o caso da Floresta Amazônica, 

acarretam dificuldades para a confecção do esfregaço sanguíneo, como, por exemplo, o aumento 

do tempo no processo de secagem das lâminas, diminuindo a sua qualidade e, por consequência, 

os resultados do exame citológico.  

Estudos que buscaram amplificar o DNA de hemoplasmas em morcegos na PCR 

encontraram taxas de positividade variando entre 6-97% (MILLÁN et al., 2015; VOLOKHOV et 

al., 2017; IKEDA et al., 2017; MILLÁN et al., 2019; BECKER et al., 2020; DI CATALDO et al., 

2020; IKEDA et al., 2022, DE MELLO et al., 2023). Nesse estudo a taxa de positividade 

encontrada para esse agente na ordem Chiroptera foi de 21,6% (24/111). Entretanto, vale salientar 

que os estudos citados anteriormente tinham como alvo apenas um grupo de morcegos como, por 

exemplo, morcegos hematófagos (VOLOKHOV et al., 2017; DE MELLO et al., 2023) e morcegos 

frugívoros (DI CATALDO et al., 2020) ou uma única espécie de morcegos (MILLÁN et al., 2019). 

Por outro lado, esse trabalho objetivou a detecção de micoplasmas hemotrópicos em morcegos 
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encontrados na cidade de Rio Branco sem distinção de espécie ou hábitos ecológicos, sendo 

possível a detecção do DNA de hemoplasmas em 11 espécies de morcegos. 

Em contraste com o presente trabalho, estudos anteriores que investigaram a ocorrência de 

hemoplasmas em morcegos utilizaram amostras de sangue ou baço (VOLOKHOV et al., 2017; 

BECKER et al., 2020; DI CATALDO et al., 2020; SANTOS et al., 2020; IKEDA et al., 2022). 

Estudos que utilizaram o sangue total de morcegos para o diagnóstico molecular de hemoplasmas 

demonstraram uma taxa de frequência mais elevada do que a observada no presente trabalho. 

Entretanto, o fígado pode ser uma alternativa para a detecção de hemoplasmas na ausência do 

sangue total como uma amostra viável. O sequestro hepático da espécie ‘Candidatus Mycoplasma 

turicensis’, por exemplo, foi reportado por Novacco et al. (2013) em gatos inoculados com essa 

espécie de hemoplasma. No mesmo estudo também foi observado que com o passar da infecção a 

quantidade de cópias de hemoplasmas presentes em órgãos menos vascularizados diminuía, 

enquanto tecidos extremamente vascularizados como o fígado, o baço e o pulmão mantinham 

níveis mais altos de hemoplasmas mesmo na fase crônica da infecção. A nível de comparação um 

estudo realizado por Wang et al. (2023) identificou uma taxa de positividade para hemoplasmas 

através de PCR para o gene 16S rDNA em morcegos de 78,8% (78/99) para sangue total, 21,7% 

(20/92) para fígado e 2,3% (2/88) para baço, entretanto nem todas as amostras pertenciam ao 

mesmo morcego. A diferença entre as taxas de positividade entre o sangue e tecidos como fígado 

e baço pode ser explicada pela alta ação fagocítica de células mononucleares, presente 

principalmente em tecidos linfoides que causam uma rápida eliminação do DNA de hemoparasitos 

após a fagocitose (MILLÁN et al., 2021; IKEDA et al., 2021). Macrófagos intravasculares 

presentes nos seios do fígado, da medula óssea e baço removem os microrganismos da circulação 

através da imunidade inata. Entretanto, cabe ao baço gerar uma resposta prolongada e específica, 

conhecida como imunidade adaptativa, através da produção de anticorpos IgM e IgG pelas células 

B dias após o início da infecção (MARQUES et al., 2003; KASHIMURA, 2020). Essa atuação do 

baço como órgão central do sistema de defesa do sangue pode explicar o porquê na maioria dos 

estudos esse órgão apresenta uma taxa de positividade menor para hemoplasmas do que o sangue 

e o fígado, especialmente em infecções prolongadas. Um estudo realizado por De Mello et al. 

(2023) também utilizou apenas o parênquima hepático de morcegos para identificar a presença do 

DNA de hemoplasmas na PCR e obtiveram uma taxa de positividade de (6,06%, n=12/198), 

inferior a observada no presente trabalho (21,6%, n= 24/111). 

Dentre todos os pequenos mamíferos coletados para esse trabalho a espécie que apresentou 

a maior positividade para hemoplasmas foi a Artibeus planirostris (7/27), resultado equivalente ao 

encontrado por Ikeda et al. (2022) que avaliou a prevalência de micoplasmas hemotrópicos em 

morcegos presentes em regiões peri-urbanas de Campo Grande, Mato Grosso do Sul. O mesmo 

trabalho observou positividade para as espécies Artibeus lituratus, Glossophaga soricina e 

Carollia brevicauda, que também se demonstraram positivas para hemoplasmas nesse trabalho. 

A respeito dos hábitos alimentares, os morcegos hematófagos são espécies óbvias para 

constatar a detecção de hemoplasmas e possíveis relações filogenéticas, já que se alimentam de 

sangue de mamíferos onde já foi descrita a infecção por essas bactérias. Previamente a esse 

trabalho, Volokhov et al. (2017) detectaram a presença de Mycoplasma spp. a partir de amostras 

de sangue de Desmodus rotundus em 67% (n=150/223) dos espécimes capturados em Belize e no 

Peru, país que faz fronteira com o estado do Acre. A alta prevalência de hemoplasmas encontrada 

em morcegos hematófagos sugere que este grupo de quirópteros apresenta um alto potencial para 

propagar infecções por essas bactérias. Tal fato pode estar relacionado com a sua grande e 

expansiva população amplamente distribuída, além dos seus hábitos de partilha de sangue, higiene 
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social e coexistência com outras espécies de morcegos (BAI et al., 2011). Das três espécies de 

morcegos hematófagos conhecidas por habitarem habitats sul-americanos (Desmodus rotundus, 

Diphylla ecaudata e Diaemus youngi) apenas a espécie Desmodus rotundus foi coletada para esse 

estudo, sendo possível a amplificação de DNA de hemoplasmas em 33,3% dos espécimes coletados 

(n=1/3). Ainda que o resultado para essa espécie não seja expressivo devido ao número de 

indivíduos coletados, foi possível constatar que possivelmente há a circulação de micoplasmas 

hemotrópicos nessa espécie nas regiões periurbanas de Rio Branco. 

Dentre os pequenos mamíferos silvestres avaliados nesse trabalho dois gêneros da ordem 

Chiroptera apresentaram as maiores frequências de amostras positivas na PCR para hemoplasmas. 

Animais que apresentam o hábito de viver em sociedade apresentam maiores chance de infecção 

por hemoplasmas (ALTRINGHAM et al., 2005; DE SOUZA et al., 2017). Dessa forma, a alta 

positividade observada em morcegos dos gêneros Artibeus e Carollia pode estar associada aos seus 

padrões sociais, uma vez que as espécies desses gêneros apresentam uma alta tendência a viver em 

comunidade, seja em haréns, compostos por apenas um macho e várias fêmeas ou em poleiros 

habitados por machos que não possuem harém e fêmeas sazonalmente (MORRISON, 1980; 

CLOUTIER & THOMAS, 1992). O hábito de viver em comunidade faz com que esses animais 

possam possivelmente transmitir hemoplasmas por meio da saliva, já que a alimentação de 

morcegos não- hematófagos, ocorre de forma simultânea por todos os membros do harém ou 

poleiro para evitar o risco de predação (OPREA et al., 2007). Volokhov et al. (2017) sugeriram que 

a transmissão de hemoplasmas possa ocorrer entre morcegos através desse tipo de fluído ao 

identificarem sequências apresentando uma alta taxa de similaridade com micoplasmas 

hemotrópicos em swabs orais de morcegos infectados por micoplasmas hemotrópicos. Embora as 

rotas de transmissão de hemoplasmas entre morcegos ainda não sejam elucidadas, ectoparasitos 

associados a morcegos, como ácaros, carrapatos, moscas, percevejos e pulgas, que podem ser 

encontrados tanto em morcegos quanto em locais habitados por esses animais, já foram 

incriminados como potenciais vetores de patógenos (GRACIOLLI et al., 2010; MUHLDORFER, 

2013). 

Três sequências de hemoplasmas obtidos a partir de amostras de fígado de morcegos das 

espécies Artibeus lituratus, Glossophaga soricina e Carollia brevicauda estavam intimamente 

relacionadas com outros genótipos detectados anteriormente em morcegos hematófagos e não- 

hematófagos do Brasil, Costa Rica, Peru e Belize, corroborando com estudos anteriores (IKEDA 

et al., 2022; DE MELLO et al., 2023). Os resultados de filogenia sugerem que hemoplasmas de 

morcegos não-hematófagos descritos nesse trabalho estejam filogeneticamente associados aos 

descritos em morcegos não-hematófagos e morcegos hematófagos de Belize, Peru, Costa Rica e 

Brasil. A similaridade genética de hemoplasmas encontrada em morcegos hematófagos e não-

hematófagos pode estar associada ao fato desses animais coabitarem as mesmas áreas e, 

consequentemente, compartilharem os mesmos vetores que podem estar associados a transmissão 

de hemoplasmas em morcegos. 

As bactérias simbióticas do gênero Wolbachia são amplamente encontradas em muitos 

artrópodes e nematóides filariais (WERREN, 1998). A detecção molecular dessas bactérias já foi 

observada em dípteros das famílias Nycteribiidae e Streblidae e ácaros do gênero Spinturnix 

parasitando espécies de morcego (LEE et al., 2021; OLANRATMANEE et al., 2021). Embora o 

presente trabalho não tenha utilizado os ectoparasitos dos morcegos coletados como fonte para o 

diagnóstico molecular de bactérias da família Anaplasmataceae, foram observadas filárias durante 

as análises citológicas das lâminas de esfregaço sanguíneo de quirópteros, podendo esses filarídeos 
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estarem associados ao sequenciamento dos produtos de PCR de 16SrDNA que resultaram em 

similaridade com Wolbachia sp. Todavia, tais parasitos não eram alvos de estudo desse trabalho. 

Nesse estudo foram observadas diferenças estatísticas significativas entre regiões que 

apresentam graus de antropização maior comparadas a regiões menos antropizadas. A região de 

São Raimundo, que corresponde a área de coleta com o maior grau de modificação sobre a sua 

paisagem natural, apresentou uma prevalência de positividade maior para micoplasmas 

hemotrópicos do que áreas que mantém sua paisagem mais conservada. Sabe-se que tipos de 

habitat, influenciam diretamente nas chances de um animal se encontrar parasitado, sendo maiores 

para animais que habitam ambientes mais urbanizados do que ambientes não antropizados 

(GONÇALVES et al., 2020; SACRISTÁN et al. 2019; VOLOKHOV et al., 2017). 

A positividade para micoplasmas hemotrópicos observada neste trabalho sugere que possa 

haver a circulação de espécies de hemoplasmas em quirópteros que habitam áreas periurbanas de 

Rio Branco e salienta a necessidade de que mais estudos sejam realizados para compreender o 

papel de morcegos hematófagos e não-hematófagos na transmissão de hemoplasmas, sobretudo em 

São Raimundo, devido à alta prevalência encontrada nos espécimes coletados nessa região e a sua 

proximidade com o centro urbano. 

 

 

6 CONCLUSÕES 

 

 

Para concluir, a considerável taxa de positividade de hemoplasmas em quirópteros sugere 

que micoplasmas hemotrópicos estejam circulando entre morcegos que habitam o estado do Acre. 

Os resultados de filogenia indicaram que hemoplasmas de morcegos não-hematófagos aqui 

descritos estão filogeneticamente associados aos referidos em diferentes espécies de morcegos que 

habitam biomas da América Latina. A maior frequência de amostras positivas para hemoplasmas 

em São Raimundo pode indicar que a infecção por hemoplasmas em morcegos esteja diretamente 

relacionada ao grau de antropização, sendo necessário mais estudos que associem a presença desses 

hemoparasitos aos diferentes graus de fitofisionomias na região de Rio Branco. Por fim, embora 

não tenham sido detectadas na PCR, a presença de inclusões plaquetárias e leucocitárias observadas 

no exame citológico sugerem que bactérias pertencentes a família Anaplasmataceae possam estar 

circulando entre espécies de pequenos mamíferos nas regiões periurbanas de Rio Branco. 

 

 

7 CONSIDERAÇÕES FINAIS 

 

 

Embora a circulação de micoplasmas hemotrópicos seja bem demonstrada em pequenos 

mamíferos silvestres que habitam os diferentes biomas brasileiros, o presente estudo foi o primeiro 

a evidenciar a presença de hemoplasmas em morcegos que vivem em regiões de floresta amazônica 

do Acre e um dos primeiros a ilustrar a presença de cocos parasitando hemácias de morcegos em 

lâminas de esfregaço sanguíneo. A baixa parasitemia observada no exame citológico indica que 

quirópteros possam manter infecções por hemoplasmas a níveis subclínicos, assim como é 

observado em infecções por agentes virais. Estudos que busquem elucidar a transmissão de 

micoplasmas hemotrópicos em morcegos são necessários, assim como o papel de ectoparasitos na 

perpetuação desses agentes nas regiões periurbanas de Rio Branco. A associação filogenética de 

https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0001706X19316122#bib0062
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amostras oriundas desse trabalho com morcegos hematófagos sugere que a coabitação de diferentes 

grupos de morcegos possa ser um fator significativo para transmissão de hemoplasmas entre 

diferentes espécies, salientando dessa forma, para que estudos futuros associem variáveis 

ecológicas e comportamentais a infecção por essas bactérias. 

Apesar da filogenia das amostras positivas na PCR para a família Anaplasmataceae terem 

resultado em similaridade com espécies de Wolbachia, as inclusões observadas no exame 

citológico levam a acreditar que os primers disponíveis para o diagnóstico de espécies dos gêneros 

Anaplasma e Ehrlichia não apresentem a especificidade necessária para a amplificação do DNA 

de espécies que possivelmente estejam circulando em pequenos mamíferos silvestres no Acre, 

sendo a padronização de reações de PCR para a família Anaplasmataceae a partir da extração de 

DNA do parênquima hepático ou diretamente das lâminas de esfregaço sanguíneo desses 

hospedeiros um dos objetivos futuros desse trabalho. 
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ANEXOS 

 

 

Anexo A - Número de pequenos mamíferos silvestres amostrados por localidade e espécie, e 

frequência de positividade para Mycoplasma através de análise citológica e PCR baseada no 

16S rDNA 

 

Espécies por localidade N 
Positivos por 

PCR 

Positivos por 

citologia 

APA do Amapá    

Artibeus lituratus 1 0 0 

Carollia perspicillata 5 1 (20,0%) 0 

Glossophaga soricina 3 1 (33,3%) 1 (33,3%) 

Hsunycteris pattoni 2 0 0 

Marmosops ocellatus 3 0 0 

Philander canus 10 0 0 

Phyllostomus elongatus 1 0 0 

Platyrrhinus brachycephalus 1 0 0 

Rhinophylla pumilio 1 0 0 

Sturnira giannae 1 0 0 

Uroderma bilobatum 2 0 0 

Uroderma magnirostrum 1 0  

Colégio Agrícola    

Artibeus planirostris 6 0 0 

Caluromys lanatus 1 0 0 

Carollia perspicillata 3 0 0 

Desmodus rotundus 3 1 (33,3%) 0 

Didelphis marsupialis 1 0 0 

Marmosa constantiae 1 0 0 

Monodelphis glirina 2 0 0 

Monodelphis peruviana 1 0 0 

Neacomys spinosus 1 0 0 

Oecomys bicolor 1 0 0 

Philander canus 3 0 0 

Proechimys simonsi 2 0 0 

Rhinophylla pumilio 1 0 0 

Sturnira tildae 1 0 0 

Sturnira giannae 4 1 (25,0%) 0 

Udoderma bilobatum 1 0 0 
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EMBRAPA    

Artibeus lituratus 4 1 (25,0%) 0 

Artibeus obscurus 1 0 0 

Artibeus planirostris 12 2 (16,7%) 1 (8,3%) 

Carollia brevicauda 3 1 (33,3%) 0 

Carollia perspicillata 4 1 (25,0%) 0 

Didelphis marsupialis 1 0 0 

Lophosthoma brasiliense 1 0 0 

Marmosa constantiae 1 0 0 

Marmosops noctivagus 1 0 0 

Monodelphis glirina 1 0 0 

Monodelphis peruviana 1 0 0 

Proechimys brevicauda 1 0 0 

Proechimys gardneri 4 0 0 

Proechimys simonsi 4 1 (25,0%) 0 

Uroderma bilobatum 1 0 0 

Uroderma magnirostrum 2 0 0 

Floresta Piracema    

Artibeus anderseni 1 1 (100,0%) 0 

Artibeus planirostris 6 2 (33,3%) 0 

Carollia brevicauda 1 0 0 

Carollia perspicillata 2 0 0 

Didelphis marsupialis 1 0 0 

Gardnerycteris crenulatum 2 0 0 

Hsunycteris pattoni 2 0 0 

Marmosa constantiae 2 0 0 

Neacomys spinosus 2 0 0 

Sturnira giannae 1 1 (100,0%) 0 

Santa Cecília    

Artibeus lituratus 4 1 (25,0%) 0 

Artibeus obscurus 2 1 (50,0%) 0 

Artibeus planirostris 4 1 (25,0%) 0 

Carollia perspicillata 1 0 0 

Lophosthoma brasiliense 1 0 0 

Lophosthoma silvicola 4 1 (25,0%) 0 

Mesomys hispidus 3 0 0 

Monodelphis glirina 1 0 0 

Philander canus 1 1 (100,0%) 0 

Phyllostomus elongatus 1 0 0 
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Phyllostomus hastatus 1 1 (100,0%) 0 

Proechimys brevicauda 4 1 (25,0%) 0 

Proechimys gardneri 19 0 0 

Sturnira tildae 1 0 0 

Uroderma magnirostrum 1 0 0 

São Raimundo    

Artibeus lituratus 1 0 0 

Artibeus planirostris 3 2 (66,6%) 0 

Carollia brevicauda 3 2 (66,6%) 0 

Carollia perspicillata 4 2 (50,0%) 1 (25,0%) 

Oligoryzomys microtis 1 0 0 

Proechimys longicaudatus 1 0 0 

TOTAL 186 27 3 

 

 

Anexo B - Número de pequenos mamíferos silvestres amostrados por localidade e espécie, 

e frequência de positividade para Anaplasmataceae através de análise citológica e PCR 

baseada no 16S rDNA 

 

Espécies por localidade N 
Positivos por 

PCR 

Positivos por 

citologia 

APA do Amapá    

Artibeus lituratus 1 0 0 

Carollia perspicillata 5 2 (40,0%) 1 (20,0%) 

Glossophaga soricina 3 0 0 

Hsunycteris pattoni 2 0 0 

Marmosops ocellatus 3 0 0 

Philander canus 10 0 1 (10,0%) 

Phyllostomus elongatus 1 0 0 

Platyrrhinus brachycephalus 1 0 0 

Rhinophylla pumilio 1 0 1 (100,0%) 

Sturnira giannae 1 0 0 

Uroderma bilobatum 2 0 0 

Uroderma magnirostrum 1 0 0 

Colégio Agrícola    

Artibeus planirostris 6 0 1 (16,7%) 

Caluromys lanatus 1 0 0 

Carollia perspicillata 3 0 0 

Desmodus rotundus 3 0 0 
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Didelphis marsupialis 1 0 0 

Marmosa constantiae 1 0 0 

Monodelphis glirina 2 0 1 (50,0%) 

Monodelphis peruviana 1 0 0 

Neacomys spinosus 1 0 0 

Oecomys bicolor 1 0 0 

Philander canus 3 0 0 

Proechimys simonsi 2 0 1 (50,0%) 

Rhinophylla pumilio 1 0 0 

Sturnira tildae 1 0 1 (100,0%) 

Sturnira giannae 4 2 (50,0%) 0 

Udoderma bilobatum 1 1 (100,0%) 0 

EMBRAPA    

Artibeus lituratus 4 0 0 

Artibeus obscurus 1 0 0 

Artibeus planirostris 12 3 (25,0%) 0 

Carollia brevicauda 3 0 0 

Carollia perspicillata 4 0 0 

Didelphis marsupialis 1 0 0 

Lophosthoma brasiliense 1 0 0 

Marmosa constantiae 1 0 0 

Marmosops noctivagus 1 0 0 

Monodelphis glirina 1 0 0 

Monodelphis peruviana 1 0 0 

Proechimys brevicauda 1 1 (100,0%) 0 

Proechimys gardneri 4 0 2 (50,0%) 

Proechimys simonsi 4 0 0 

Uroderma bilobatum 1 0 0 

Uroderma magnirostrum 2 0 0 

Floresta Piracema    

Artibeus anderseni 1 0 0 

Artibeus planirostris 6 0 1 (16,7%) 

Carollia brevicauda 1 0 0 

Carollia perspicillata 2 0 0 

Didelphis marsupialis 1 0 0 

Gardnerycteris crenulatum 2 0 0 

Hsunycteris pattoni 2 0 0 

Marmosa constantiae 2 0 0 

Neacomys spinosus 2 0 0 

Sturnira giannae 1 0 0 
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Santa Cecília    

Artibeus lituratus 4 0 0 

Artibeus obscurus 2 0 0 

Artibeus planirostris 4 1 (25,0%) 0 

Carollia perspicillata 1 0 0 

Lophosthoma brasiliense 1 0 0 

Lophosthoma silvicola 4 0 0 

Mesomys hispidus 3 0 0 

Monodelphis glirina 1 0 0 

Philander canus 1 0 0 

Phyllostomus elongatus 1 0 0 

Phyllostomus hastatus 1 0 0 

Proechimys brevicauda 4 1 (25,0%) 1 (25,0%) 

Proechimys gardneri 19 0 2 (10,5%) 

Sturnira tildae 1 0 0 

Uroderma magnirostrum 1 0 0 

São Raimundo    

Artibeus lituratus 1 0 0 

Artibeus planirostris 3 0 0 

Carollia brevicauda 3 0 0 

Carollia perspicillata 4 0 0 

Oligoryzomys microtis 1 0 0 

Proechimys longicaudatus 1 0 0 

TOTAL 186 11 13 

 


