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RESUMO 

 

Comiche KJM. Malária aviária: desenvolvimento eritrocítico de parasitas através de 

infecção experimental, identificação e classificação de novas espécies de hemosporídeos 

(dissertação). São Paulo: Instituto de Medicina Tropical de São Paulo da Universidade 

de São Paulo; 2019. 

 

 

A taxonomia dos agentes etiológicos da malária aviária é bastante controversa e a 

grande maioria dos estudos se baseia apenas na identificação morfológica. Embora 

estudos recentes utilizando técnicas de biologia molecular tenham gerado sequências no 

GenBank, muitas delas foram diagnosticadas somente ao nível do gênero. A correta 

identificação destes parasitas é essencial para melhor entendimento da interação 

hospedeiro-parasita. Assim, a combinação da microscopia com métodos moleculares, e 

em alguns casos a realização de infeções experimentais, contribuem para a obtenção de 

informações sobre as características do parasita bem como permitem analisar 

coinfecções em aves por diferentes espécies de hemosporídeos. O presente trabalho 

visou identificar as espécies das linhagens de Plasmodium detectadas em aves 

amostradas na Fundação Parque Zoológicas de São Paulo (FPZSP) em um estudo 

anterior, através de um modelo experimental para o desenvolvimento eritrocítico de 

parasitas da malária. Paralelamente, buscou identificar hemosporídeos (Plasmodium, 

Haemoproteus e Leucocytozoon) em aves de vida livre da região Neotropical. Para a 

primeira proposta, 15 pintinhos naives foram inoculados com uma mistura de solução de 

citrato de sódio e sangue coletado de 8 aves da FPZSP. A cada 4 dias durante 35 dias, as 

aves inoculadas foram testadas para verificar a parasitemia através de esfregaços 

sanguíneos, onde constatou-se a presença de trofozoítos no 4° dia pós inoculação (dpi) 

nas aves inoculadas com sangue de Pavo muticus (pavão-verde). Porém, ao longo do 

período do experimento a parasitemia não aumentou. Não foram verificadas formas 

evolutivas dos parasitas e as poucas formas que existiam desapareceram. Ao fim de 35 

dpi foram efetuados testes moleculares, porém as aves inicialmente positivas 

apresentaram resultados negativos, o que se acredita tratar de uma infecção abortiva. 

Em relação às aves de vida livre, foram testadas 531 amostras de sangue para a 
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identificação de hemosporídeos em comunidades de aves da região Neotropical. Dessas, 

72 foram positivas para hemosporídeos. As amostras positivas foram sequenciadas 

tendo-se obtido 42 diferentes linhagens de cytb, sendo 12 Haemoproteus, 25 

Plasmodium e 5 Leucocytozoon. Algumas das linhagens encontradas no presente 

trabalho já foram descritas no Brasil e em outros países, mas 18 linhagens são novas 

descrições. Entretanto, as baixas parasitemias encontradas nas lâminas positivas 

impossibilitaram a descrição de novas espécies. Os resultados obtidos no presente 

estudo reforçam a necessidade do estabelecimento de um modelo para identificação de 

espécies de linhagens, assim como a importância da combinação 

microscopia/PCR/sequenciamento para a correta identificação de parasitas. Essas 

abordagens são essenciais para o conhecimento da biodiversidade e história evolutiva 

dos hemosporídeos, principalmente na região Neotropical.  

 

 

Descritores: Malária. Aves. Infecção experimental animal. Plasmodium. 
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ABSTRACT 

 

Comiche KJM. Avian malaria: erythrocytic development of parasites through 

experimental infection, identification and classification of new species of 

haemosporidian parasites (dissertation). São Paulo: Instituto de Medicina Tropical de 

São Paulo da Universidade de São Paulo; 2019. 

 

The taxonomy of avian malaria etiological agents is quite controversial, and most 

studies are based only on morphological identification. Although recent studies using 

molecular biology techniques have generated sequences in GenBank, many of them 

have been diagnosed only at the genus level. Correct identification of these parasites is 

essential for a better understanding of host-parasite interaction. Thus, the combination 

of microscopy with molecular methods, and in some cases the realization of 

experimental infections, contribute to obtain information on the parasite characteristics 

as well as to analyze different species of hemosporidian parasites in coinfections. The 

present work aimed to identify the species of Plasmodium lineages widely detected in 

birds sampled at the São Paulo Zoological Park Foundation (FPZSP) in a previous 

study, through an experimental model for the erythrocytic development of malaria 

parasites. At the same time, it sought to identify hemosporidian parasites (Plasmodium, 

Haemoproteus and Leucocytozoon) in free-living birds of the Neotropical region. For 

the first proposal, 15 naive chicks were inoculated with a mixture of sodium citrate 

solution and blood collected from 8 FPZSP birds. Every 4 days for 35 days, the 

inoculated birds were tested for parasitemia by thin blood smears, where trophozoites 

were found on the 4th post-inoculation day (dpi) in birds inoculated with Pavo muticus 

(green peafowl) blood. However, over the period of the experiment, parasitemia did not 

increase. No evolutionary forms of the parasites were verified and the few forms that 

existed disappeared. After 35 dpi, molecular tests were performed, but initially positive 

birds showed negative results, which is believed to be an abortive infection. Regarding 

free-living birds, 531 blood samples were tested for identification of hemosporidian 

parasites in Neotropical bird communities. Of these, 72 were positive and 42 different 

lineages of cytb were obtained: 12 Haemoproteus, 25 Plasmodium and 5 

Leucocytozoon. Some of the lineages have already been described in Brazil and other 

countries, but 18 are new descriptions. However, the low parasitemias found in the 
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positive slides made it impossible to describe new species. The results obtained in the 

present study reinforce the need to establish a model for the identification species, as 

well as the importance of the microscopy/PCR/sequencing combination for the correct 

identification of parasites. These approaches are essential for knowledge of the 

biodiversity and evolutionary history of hemosporidian parasites, especially in the 

Neotropical region. 

 

 

 

Descriptors: Malaria. Birds. Animal experimental infection. Plasmodium. 
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1 INTRODUÇÃO  

 

As aves abrigam uma grande diversidade de parasitas sanguíneos, sendo os hemosporídeos 

pertencentes aos gêneros Plasmodium, Haemoproteus e Leucocytozoon os mais estudados em 

relação à sua ecologia e evolução 
1,2

. Estes parasitas são igualmente estudados porque os 

membros do gênero Plasmodium têm graves impactos sobre a saúde humana e de aves 

especialmente em países tropicais e subtropicais, onde causam a malária humana e aviária
1,3,4

. 

 

A malária aviária é uma importante doença infecciosa que acomete diversas espécies de aves, 

principalmente as aves cativas comprometendo deste modo a conservação
3,4

. Estudos em 

malária aviária possuem grande importância ecológica e são amplamente utilizados em 

investigações da interação parasita-hospedeiro, essenciais para conservação de espécies
2,5,6,7

. Os 

protocolos moleculares recentes para detectar e caracterizar linhagens de malária aviária, tem 

revelado uma grande diversidade genética dos parasitas maior que aquela sugerida pela 

taxonomia tradicional
8-10.

  

 

Apesar da sensibilidade dos métodos moleculares comparativamente à microscopia, há 

limitações no seu uso na identificação de parasitas aviários devido à dificuldade de associar a 

sequência genética à respectiva espécie
11,12

.  Vários têm sido os esforços para vincular as 

linhagens genéticas às espécies descritas, indicando a necessidade de mais estudos usando 

exame microscópico, análise molecular
13-17

 e infeções experimentais
18,19

. A infeção 

experimental de aves constitui uma ótima abordagem para solucionar problemas de 

identificação de parasitas bem como para analisar a coinfecção, pois possibilita o isolamento da 

linhagem, o aumento da parasitemia e a visualização de todas as fases do ciclo eritrocítico
18,20

. 

Embora existam muitos estudos sobre hemosporídeos em aves, há poucos estudos sobre o 

gênero Leucocytozoon na região Neotropical
21-23

. A identificação de linhagens brasileiras 

adicionais será benéfica para a compreensão da história evolutiva deste gênero de parasitas 

quanto à prevalência, diversidade e distribuição na região Neotropical
23

. 
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2 REVISÃO BIBLIOGRÁFICA 

 

 

2.1   Etiologia 

 

 

A malária aviária, também chamada de hemoproteose
1
, leucocytozoonose

1.21,24
, é uma doença 

infeciosa causadas por hemosporídeos dos gêneros Plasmodium, Haemoproteus e 

Leucocytozoon
1,24

 sendo transmitidos as aves por vetores dípteros hematófagos
4,5

. Os 

hemosporídeos (hemoprotozoários/hematozoários) são parasitas sanguíneos (hemoparasitas) 

que parasitam anfíbios, répteis, aves e mamíferos
4,5,25

. Os hemoparasitas descritos em aves 

compreendem os gêneros: Atoxoplasma, Babesia, Haemoproteus, Hepatozoon, Leucocytozoon, 

Trypanosoma, Plasmodium além de hemogregarinas e microfilárias 
26,27

.  

Os hemosporídeos formam um grupo cosmopolita de protistas pertencentes ao filo 

Apicomplexa, ordem Haemosporida, da qual fazem parte as famílias Haemoproteidae, 

Garniidae, Leucocytozoidae e Plasmodiidae e dentre estas os gêneros Plasmodium, 

Haemoproteus, Leucocytozoon e Fallisia como segue na classificação taxonômica, segundo 

Valkiūnas
5
: 

 

Reino: Protista (Haeckel, 1866) 

       Filo: Apicomplexa (Levine, 1970) 

           Classe: Coccidea (Leuckart, 1879) 

                Subclasse: Coccidia (Leuckart, 1879) 

                      Ordem: Haemosporida (Danilewsky, 1885) 

                            Familía: Haemoproteidae (Doflein, 1916) 

                                   Gênero: Haemoproteus (Kruse, 1890) 

                             Familía: Plasmodiidae (Mesnil, 1903) 

                                    Gênero: Plasmodium (Marchiafava e Celli, 1885) 

                             Família: Leucocytozoidae (Fallis e Bennett, 1961) 

                                    Gênero: Leucocytozoon (Berestneff, 1904) 

                             Família: Garniidae (Lainson, Landau e Shaw, 1971) 

                                    Gênero: Fallisia (Lainson, Landau e Shaw, 1974) 
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O gênero Plasmodium é o grupo de parasitas sanguíneos mais bem estudado e conhecido pelo 

fato de incluir espécies tidas como agentes etiológicos da malária humana, uma doença comum 

em regiões tropicais
4
.  As espécies de Plasmodium que infectam aves são divididas em cinco 

subgêneros classificados com base na morfologia dos gametócitos, merontes e preferência por 

eritrócitos maduros ou imaturos nomeadamente: Haemamoeba, Giovannolaia, Novyella, 

Bennettinia e Huffia
4
. O subgênero Haemamoeba é o mais estudado sendo as espécies 

Plasmodium gallinaceum, Plasmodium relictum e Plasmodium cathemerium com maior 

descrição do ciclo biológico
4,7,24

. Os parasitas do gênero Plasmodium são transmitidos por 

mosquitos da família Culicidae, sendo os gêneros Culex, Mansonia, Culiseta e Aedeomyia 

considerados vetores competentes e, Aedes, Anopheles e Armigeres com capacidade vetorial 

para transmissão do parasita para aves
1,4

. Os gêneros Culex, Aedes, Culiseta e Anopheles são 

capazes de transmitir Plasmodium relictum no laboratório. Porém apenas três espécies foram 

comprovadas como vetores naturais de Plasmodium relictum na California e no Hawaii em 

condições laboratoriais, nomeadamente: Culex quinquefasciatus, Culex tarsalis e Culex 

stigmatasoma 
1,28

. 

 

Os parasitas do gênero Haemoproteus destacam-se por serem os parasitas sanguíneos mais 

comuns e amplamente disseminados, que acometem uma grande diversidade de aves 

selvagens
1,4

. O gênero tem uma grande variedade de espécies e, subdivide-se em dois 

subgêneros nomeadamente: Haemoproteus e Parahaemoproteus, sendo o subgênero 

Haemoproteus o que apresenta menor número de espécies (8 espécies) acometendo apenas aves 

da ordem Columbiformes (pombos e rolinhas) e algumas aves marinhas (Pelecaniformes e 

Charadriiformese). O subgênero Parahaemoproteus é o mais numeroso em espécies (137 

espécies) e infecta as demais ordens, com exceção da ordem Columbiformes
1,24,26

. Os parasitas 

do subgênero Parahaemoproteus são transmitidos por membros da família Ceratopogonidae 

(mosquito-pólvora, maruins) gênero Culicoides e os do subgênero Haemoproteus por moscas 

da família Hippoboscidae sendo as espécies mais implicadas pertencentes aos gêneros: 

Lynchia, Microlynchia, Ornithomyia, Pseudolynchia, Stilbometopa
1,24

. 

 

O gênero Leucocytozoon subdivide-se em dois subgêneros nomeadamente: Akiba e 

Leucocytozoon, transmitidos por dípteros ornitofílicos da família Simulidae (borrachudo) e da 

família Ceratopogonidae, gênero Culicoides
 4,24,27

. O subgênero Akiba é representado por uma 

única espécie, Leucocytozoon caulleryi, descrita em galinhas domésticas do Sudeste asiático
2,24

, 

onde a ocorrência do parasita está relacionada com a localização das fazendas de frangos, nas 
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proximidades de fontes de água, habitat natural dos vetores (Simulium sp. e Culicoides 

arakawae)
29

. O subgênero Leucocytozoon apresenta uma grande diversidade de espécies 

descritas (cerca de 143) das quais 36 são válidas mediante abordagens morfológicas
21

.  

 

Há poucos estudos sobre os parasitas do gênero Fallisia em aves, sendo a maioria das espécies 

com desenvolvimento em répteis.  Apenas a espécie Fallisia neotropicalis (subgênero 

Plasmodioides) acomete aves
4
. A espécie é considerada um achado raro, só tendo sido relatada 

na Venezuela, infectando aves da ordem Ciconiiformes e Columbiformes
4,24

. Pouco se sabe 

sobre o desenvolvimento no vetor, especulando-se que Aedeomyia squamipennis (Diptera: 

Culicidae) seja o vetor implicado na transmissão do parasito
4
.  

 

 

2.2    Epizootiologia 

 

 

Os hemosporídeos compartilham características morfológicas e de desenvolvimento comuns
5
. 

Apesar de serem geneticamente relacionados, eles diferem nos vetores, ciclo de vida, bem 

como na sua epidemiologia
4,5

. Os estágios invasivos dos parasitas (merozoítos e esporozoítos) 

do filo Apicomplexa apresentam um complexo apical composto por organelas especializadas 

que são importantes para a adesão e invasão às células hospedeiras, são elas: micronemas, 

roptrias, grânulos densos, mitocôndrias, núcleo e microtúbulos subpeliculares
4,5,30,31

. Enquanto 

as características de desenvolvimento estão relacionadas com um ciclo de vida que ocorre 

alternando a reprodução sexuada (gametogonia) e assexuada (esquizogonia e esporogonia)
5
. 

 

A transmissão do parasita ao hospedeiro pode ocorrer por inoculação de esporozoítos presentes 

nas glândulas salivares do vetor durante o repasto sanguíneo ou também mediante inoculação 

de sangue contendo merontes/esquizontes eritrocíticos (via de infecção iatrogênica). A via 

iatrogênica pode ocorrer acidentalmente em procedimentos clínicos (p.e transfusão sanguínea) 

ou intencionalmente em estudos de infecção experimental, porém só é possível para os 

parasitas do gênero Plasmodium, uma vez que os gêneros Haemoproteus e Leucocytozoon não 

possuem merontes circulantes
4,5,18,24

. 

 

O sucesso na transmissão dos hemoparasitas por um vetor depende da capacidade dos 

esporozoítos invadir e acumular nas glândulas salivares do vetor, da susceptibilidade das aves à 
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infecção, presença de vetor competente, virulência do parasito e das condições ambientais
2,30,32

. 

Estes fatores fazem com que mesmo em áreas endêmicas a malária, onde a taxa de transmissão 

é extremamente elevada apenas alguns mosquitos sejam infectados pelo parasita. Outros 

mecanismos referentes as defesas do vetor contra o parasito também vêm sendo descritos, eles 

incluem: as enzimas digestivas, a membrana peritrófica, mucinas, Óxido Nítrico Sintase (NOS) 

e serpinas que atuam nas diferentes fases de desenvolvimento do parasito no vetor podendo 

eliminar ou reduzir a sua viabilidade
33

. 

 

 

2.2.1 Ciclo de vida de hemosporídeos Plasmodium, Haemoproteus e Leucocytozoon 

 

 

O ciclo de vida dos hemosporídeos é obrigatoriamente heteróxeno e bastante complexo com 

fases alternadas de reprodução sexuada e assexuada, exigindo um hospedeiro vertebrado e um 

vetor invertebrado hematófago (moscas ou mosquitos hematófagos)
 4,5,25

. As fêmeas dos 

vetores hematófagos são os hospedeiros definitivos onde ocorre o ciclo sexuado, enquanto as 

aves são os hospedeiros intermediários onde se dá o desenvolvimento do parasita no sangue e 

outros tecidos
4,5

. 

 

 

2.2.1.1 Ciclo de vida no hospedeiro invertebrado 

 

 

 

Em geral, o ciclo de vida dos hemosporídeos no vetor hematófago se assemelha nos diferentes 

gêneros
5
. Os vetores se infectam após a ingestão de gametócitos (masculinos e femininos) 

durante o repasto sanguíneo no hospedeiro vertebrado infectado. Uma vez no estômago do 

vetor os gametócitos, diferenciam-se em macrogametas (feminino) e microgameta 

(masculinos). Durante a transferência do sangue do hospedeiro vertebrado para o vetor, a 

concentração de oxigênio e dióxido de carbono bem como a temperatura alteram, estimulando 

os gametócitos à gametogênese resultando num processo sexuado do tipo oogâmico. A 

gametogênese causa o arredondamento do gametócitos permitindo a sua liberação das células 

do hospedeiro vertebrado. Uma vez no intestino, os microgametas sofrem exflagelação e 

fusionam-se aos macrogametas no intestino médio do inseto onde ocorre a reprodução sexuada 

formando um zigoto móvel alongado (oocineto). Por sua vez, o oocineto migra até o epitélio e 

a lâmina basal do intestino (um dia após a ingestão) formando o oocisto, o qual é envolvido por 
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parede tipo cápsula construída a partir do material do hospedeiro. Durante o processo de 

desenvolvimento cada oocisto multiplica-se por esporogonia formando os esporozoítos (corpos 

alongados numerosos e haploides) que após o rompimento do oocisto maduro (10 a 14 dias), 

caem na hemolinfa e então penetram nas glândulas salivares do vetor aguardando um a 

continuidade do ciclo a partir de um novo repasto em um hospedeiro vertebrado suscetível 

(Figura 1 e 2). Os esporozoítos são as formas infectantes para as aves e são liberadas em 

pequenas quantidades da glândula salivar toda vez que o mosquito pica um hospedeiro 

vertebrado
4,5,7,24,25,30,33

. 

 

O processo alimentar dos insetos hematófagos é caraterizado por diferentes etapas: fase de 

sondagem, na qual ocorre a penetração das peças bucais na pele do hospedeiro e a localização 

do sangue e a fase de ingurgitamento, onde o alimento entra no canal alimentar
34

. A refeição 

sanguínea realizada por muitas espécies de insetos é indispensável para suprir suas demandas 

nutricionais, somente sendo possível evoluir e reproduzir-se realizando a hematofagia desde a 

primeira fase de vida até a fase adulta (p.e triatomíneos). Para o caso dos vetores da malária 

aviária, a hematofagia serve apenas como uma fonte de proteínas e aminoácidos necessária para 

a maturação dos ovários
35

. Durante a transferência do sangue do hospedeiro para o intestino 

médio, os insetos apresentam bombas de sucção localizadas na sua cabeça que funcionam 

criando uma diferença de pressão entre a abertura do canal alimentar na pele do hospedeiro e o 

lúmen da cavidade criada pela contração da musculatura associada às mesmas
36

. Durante a 

hematofagia, os insetos podem ter sua temperatura elevada até cerca de 20ºC, devido a rápida 

ingestão de sangue e, também pelo contato com o hospedeiro de modo a viabilizar a refeição 

sanguínea
35-38

. 

 

 

 

 

2.2.1.2 Ciclo de vida no hospedeiro vertebrado 

 

 

O desenvolvimento do parasita no hospedeiro vertebrado pode ser dividido em 3 estágios 

nomeadamente: merogonia exoeritrocítica, merogonia eritrocítica e formação de gametócitos
4
. 

Embora o ciclo de vida dos hemosporídeos se assemelhe na fase sexuada, as diferenças entre os 

gêneros são verificadas na fase assexuada em relação a existência e o local onde ocorre cada 

uma desses estágios
5
. Para melhor entendimento de cada uma dessas fases, será feita uma 
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descrição do ciclo de vida dos parasitas do gênero Plasmodium (Figura 1) e posteriormente das 

variações constatadas nos gêneros Haemoproteus e Leucocytozoon (Figura 2). 

 

Em geral o ciclo de vida do parasita na ave se inicia quando os esporozoítos presentes nas 

glândulas salivares do vetor são inoculados no hospedeiro vertebrado durante o repasto 

sanguíneo. Os esporozoítos podem invadir ou ser fagocitados por células endoteliais ou do 

sistema fagocítico mononuclear (SFM), de vários tecidos (em especial baço e pele) originando, 

por meio de esquizogonia, a primeira geração de merozoítos (criptozoitos), que não são capazes 

de infectar células sanguíneas. Os criptozoitos se desenvolvem e por meio de esquizogonia dão 

origem a uma segunda geração de merontes exoeritrocíticos primários (os metacriptozoitos 

também denominados merontes teciduais ou esquizontes teciduais), que se se desenvolvem em 

macrófagos de diversos órgãos por reprodução assexuada e rompem-se liberando uma grande 

quantidade de merozoítos. Os merozoítos resultantes desta etapa poderão seguir destinos 

distintos, dependendo de fatores endógenos e das condições do hospedeiro. Uma parte pode 

retornar ao ciclo de merogonia exoeritrocítica secundária induzindo ao desenvolvimento de 

uma nova geração de numerosos metacriptozoítos e fanerozoítos (também denominados 

merontes teciduais ou esquizontes teciduais) resultantes da reprodução assexuada de 

merozoítos das células endoteliais e mononucleares fagocíticas. A outra parte dos merozoítos 

que invade as células sanguíneas (tipicamente eritrócitos) pode continuar desenvolvendo-se em 

trofozoítos que por reprodução assexuada (esquizogonia) transformam-se em merontes 

eritrocíticos (também denominados esquizontes eritrocitários) ou desenvolvem-se por 

gametogonia nas formas sexuadas do parasita, macrogametócitos (femininos) e 

microgametócitos (masculinos) que são infectantes para outro artrópode hematófago. Os 

gametócitos permanecem nos eritrócitos sem se desenvolverem, até serem ingeridos por um 

hospedeiro invertebrado hematófago dando continuidade ao ciclo (Figura 1)
1,4,5,7,24,25

. 
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Figura 1 - Ciclo de vida do parasito do gênero Plasmodium que infectam aves, representando o 

ciclo no hospedeiro invertebrado (painel esquerdo) e o ciclo no hospedeiro vertebrado 

(painel direito)
24

.  

 

Legenda: (a) esporozoíto, (b) criptozoíto jovem, (c) criptozoíto maduro, (d) 

criptozoíto rompe-se liberando merozoítos, (e) metacriptozoíto jovem, (f) 

metacriptozoíto maduro, (g) metacriptozoíto rompe-se liberando merozoítos, (h) 

merozoítos, (i) trofozoíto, (j) meronte eritrocítico, (k) meronte eritrocítico 

rompe-se liberando merozoítos, (l) fanerozoíto jovem, (m) fanerozoíto maduro, (n) 

fanerozoíto rompe-se liberando merozoítos, (o) trofozoítos, (p) macrogametócito, (q) 

microgametócito, (r) macrogameta, (s) microgameta exflagelado, (t) zigoto móvel ou 

oocineto, (u) oocineto invade lâmina basal, (v) oocisto, (w) oocisto maduro liberando 

esporozoítos, (x) esporozoítos instalam-se nas glândulas salivares. 
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Os ciclos entre os gêneros Plasmodium, Haemoproteus e Leucocytozoon diferem quanto ao 

local onde ocorre a esquizogonia e as formas infectantes presentes na corrente sanguínea4,5. Nos 

parasitas do gênero Haemoproteus a merogonia exoeritrocítica ocorre nas células endoteliais, 

macrófagos e miofibroblastos (principalmente nos músculos estriados) onde são formados os 

megalomerontesc (megaloesquizontes). Enquanto nos parasitas do gênero Leucocytozoon a 

merogonia exoeritrocítica ocorre em células parenquimatosas do fígado (hepatócitos), 

macrófagos e nas células reticulo endoteliais onde geram grandes quantidades de sincícios e 

merozoítos que quando fagocitados originam megaloesquizontes. Apenas os parasitas do 

gênero Plasmodium realizam a merogonia eritrocítica, isto é, a esquizogonia dos demais 

gêneros só ocorre em células não circulantes (hepatócitos, células endoteliais vasculares) e a 

única fase de desenvolvimento encontrada nos eritrócitos são os gametócitos fato que 

impossibilita a infecção de hospedeiros vertebrados por inoculação de sangue infectado devido 

à ausência de merogonia no sangue,4,5,24. Os merontes eritrocíticos dos parasitas do gênero 

Plasmodium desenvolvem nas células da série eritrocítica enquanto os gametócitos 

desenvolvem maioritariamente em eritrócitos maduros,4.  

À semelhança de Plasmodium, os gametócitos do gênero Haemoproteus desenvolvem-se em 

eritrócitos maduros enquanto os do gênero Leucocytozoon para além dos eritrócitos, os 

gametócitos desenvolvem-se em eritoblastos e leucócitos
4
. A presença de merontes 

(esquizontes) e gametócitos em infecções por Plasmodium permite diferenciar  dos demais 

gêneros de hemosporídeos, fato que é importante para a identificação, pesquisa experimental 

sobre a virulência, patogenicidade e outros aspectos da biologia da malária aviária
5,39

.  Outro 

aspecto que permite diferenciar os parasitas é a presença de grânulos proeminentes dourados ou 

pigmentos negros resultantes da digestão da hemoglobina do hospedeiro designados pigmento 

malárico ou hemozoína
1,4,39

. A hemozoína contém a parte ferrosa da hemoglobina que não é 

digerida pelos parasitas dos gêneros Plasmodium e Haemoproteus, sendo acumulada em 

vacúolos nos gametócitos e células da série eritrocitária, nutridas pela hemoglobina
4
. Nos 

parasitas do gênero Leucocytozoon, os gametócitos e outros estágios do desenvolvimento 

parasitário, não apresentam a hemozoína, pois digerem a hemoglobina por completo
4
.  
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Figura 2 - Ciclo de vida do parasito do gênero Leucocytozoon que infectam aves, 

representando o ciclo no hospedeiro invertebrado (painel esquerdo) e Ciclo no 

hospedeiro vertebrado (painel direito)
24

. 

 

Legenda: (a) esporozoíto, (b) meronte hepático jovem, (c) meronte hepático maduro, 

(d) meronte hepático rompe-se liberando sincícios e merozoítos, (e) sincícios, (f) 

merozoítos, (g) sincício invade parede endotelial, (h) megalomeronte, (i) 

megalomeronte rompe-se liberando merozoítos, (j) merozoítos em eritrócitos, (k) 

macrogametócito arredondado, (l) microgametócito arredondado, (m) merozoítos em 

leucócitos, (n) macrogametócito fusiforme, (o)microgametócito fusiforme, (p) 

macrogameta, (q) microgameta exflagelado, (r) oocineto móvel, (s) oocineto móvel 

invade lâmina basal, (t) oocisto, (u) oocisto rompe-se liberando esporozoítos, (v) 

esporozoítos instalam-se nas glândulas salivares. 
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2.3 Epidemiologia  

 

 

 

 

2.3.1 Distribuição geográfica e prevalência da malária aviária  

 

 

Os hemosporídeos que infectam aves têm uma distribuição cosmopolita e são encontrados em 

todas as principais regiões Zoogeográficas, com exceção da Antártica (Figura 3)
1,4,21,24

.  Devido 

à irregularidade da investigação da fauna nas regiões dentro das regiões Zoogeográficas, a 

distribuição dos hemosporídeos de aves é feita com base nas regiões Zoogeográficas
4
. A 

maioria das espécies de hemosporídeos está associada às regiões Holártica (123 espécies), 

Afrotropical (108 espécies) e Indomalaia (106 espécies) (Figura 3), sendo as regiões 

Australiana (22 espécies) e Neotropical (52), as que apresentam uma menor diversidade de 

espécies de hemosporídeos
4
. A menor diversidade de hemosporídeos na região Neotropical está 

relacionada com o padrão migratório das aves desta região, que faz com que apenas espécies de 

Leucocytozoon com distribuição mundial (Leucocytozoon danilewskyi, L. dubreuili, L. 

fringillinarum, L. marchouxi ocorram nessa região
4
. Apesar do número de espécies 

hemosporídeos na região Neotropical ser relativamente baixo comparativamente a região 

australiana, o número de espécies de Plasmodium é seis vezes maior.  Por outro lado, a região 

Neotropical tem uma grande diversidade ornitológica aliada à dificuldade de acesso às aves 

comparativamente as demais regiões
4,14,40

. 

 

A prevalência das infecções por Leucocytozoon tende a aumentar das latitudes tropicais para as 

altas latitudes da região Holártica (Figura 3), provavelmente devido ao aumento da densidade 

das populações hospedeiras e à capacidade dos parasitas completarem o seu desenvolvimento 

nos vetores a temperaturas relativamente baixas. E na região Neotropical tende a baixar devido 

a ausência de espécies hospedeiras endêmicas, indicando que as infecções por Leucocytozoon 

sp.  são secundárias nesta região, embora os parasitas sejam geralmente introduzidos por aves 

migratórias da região Holártica
4
.  

 

Nas áreas endêmicas como no Sudeste asiático, as infecções por Leucocytozoon ocorrem ao 

longo do ano. Existe uma correlação positiva entre as incidências de leucocitozoonose com a 

estação do ano e a localização das fazendas de criação de aves. Durante as mudanças sazonais, 

da estação chuvosa à estação seca e vice-versa, a frequência de incidências de leucocitozoonose 
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tende a aumentar. Isso se deve ao aumento das populações dos vetores (Simulideos e 

Culicoides) 
28,32

. 

 

 

 

 

Figura 3 - Distribuição dos hemosporídeos nas Regiões Zoogeográficas
24

. 

 

 

A combinação de fatores como: a riqueza de espécies de Leucocytozoon, elevada prevalência 

de aves infectadas e a migração sazonal regular de aves de numerosas espécies da Região 

Holártica para o Sul durante o inverno, permite diferenciar a Região Holártica das demais 

regiões Zoogeográficas e considerar esta como o centro de dispersão de Leucocytozoon sp.
 4

. 

Por outro lado, a riqueza de parasitas da malária na Região Afrotropical, Indomalaia e 

Neotropical, combinada com a transmissão ativa dos parasitas e a migração regular das aves da 

Região Holártica nas áreas de invernada, permite distinguir essas Regiões como de dispersão 

de Plasmodium sp.
 4

.  
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Estudos sobre a incidência e prevalência de hemosporídeos aviários em ambientes urbanos são 

escassos em todo o mundo 
40

, sendo realizados maioritariamente em regiões temperadas e com 

espécies nativas adaptadas ao meio urbano
4
. A presença de hemosporídeos foi avaliada na 

região tropical e temperada, onde foi encontrada uma prevalência varia de 50 a 80% na região 

tropical e de 50 a 70% nas regiões temperadas do Norte da América e Europa 
4,5,41

. 

 

 

2.3.2 Fatores que afetam a distribuição de hemosporídeos nos hospedeiros  

 

 

A epidemiologia dos hemosporídeos é bastante complexa, sendo influenciada por fatores 

relacionados com o hospedeiro invertebrado e vertebrado bem como o habitat
1,2,4,32,41

. No 

hospedeiro invertebrado, a temperatura é tida como um fator limitante. Considera-se que a 

temperatura ótima esteja em torno de 25ºC para a maioria das espécies, sendo que a 

esporogonia pode ser suspensa abaixo de 13ºC e a deterioração dos oocistos ocorra abaixo dos 

4ºC. No entanto, há espécies que realizam esporogonia em temperaturas mais baixas (p.e. 

algumas espécies de Leucocytozoon apresentam temperatura ótima de 15ºC)
 2,24,42

. Em baixas 

temperaturas, os hospedeiros invertebrados podem ter dificuldade para sobreviverem e/ou 

reproduzirem-se
24

 fato que faz com que os hemosporídeos tenham um padrão de distribuição 

complexa de acordo com a sazonalidade e regiões geográficas. Deste modo, em Regiões 

Tropicais, os hemosporídeos disseminam-se durante todo ano, enquanto nas Regiões 

Temperadas a distribuição é dependente da sazonalidade, com elevada parasitemia e 

transmissão durante a primavera e verão, e um período de latência e ausência de parasitemia 

durante o outono e inverno
2,24

. Nas Regiões Temperadas, o pico de transmissão é verificado nas 

épocas quentes e úmidas, onde há maior abundância e atividade dos vetores, aliados à migração 

das aves dos locais frios para os locais de invernada de alimentos
24,43

.
 
Além disso, as aves 

adultas com infecções crônicas e/ou recaídas constituem fontes de infecção e bem como a 

presença de aves jovens com baixa imunidade
1,4,5,7

. Porém, pouco se sabe sobre a dinâmica da 

infecção nas Regiões Tropicais
1
, onde os vetores são ativos durante todo ano

4
. A distribuição 

também é modulada pela topografia e altitude: regiões de altitude elevada podem não 

apresentar condições apropriadas à existência dos hemosporídeos, regiões de altitude 

intermediária podem apresentar uma ocorrência estritamente sazonal e, em regiões de baixa 

altitude os hemosporídeos podem ocorrer de modo permanente devido a variação na 

disponibilidade dos vetores
2,4,24

. 
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No hospedeiro vertebrado, a resposta imune é o principal limitante
24

. Os hemosporídeos são 

capazes de ficar latentes por períodos prolongados e causar recaídas em resposta a estímulos 

hormonais (sobretudo corticóides), alterações de fotoperíodo ou condições de estresse ou 

desafios imunológicos. Este padrão é particularmente evidente em muitas espécies de 

Haemoproteus, em que as “recaídas de primavera” são um fator determinante na epidemiologia 

destes parasitas
1,4,5,7,24

.  

 

 

Outro aspecto relacionado com a imunidade é a idade do hospedeiro vertebrado, pois acredita-

se que as aves adultas são menos susceptíveis à infecção comparativamente às mais jovens
5
. 

Entretanto, por terem maior período de contato com os vetores comparativamente às aves 

jovens, geralmente têm maior probabilidade de serem infectadas e manterem a infecção por 

longos períodos de baixa infecção
4
. A prevalência da infecção em aves adultas é maior 

comparativamente às jovens. As aves adultas com infecções crônicas têm um papel importante 

como fonte importante de parasitas para os vetores e na manutenção das espécies de 

hemosporídeos na natureza, pois, segundo os ornitologistas, grupos dessa idade constituem a 

parte mais estável da população de aves
1,4,5

.  

 

A ocorrência da infecção no hospedeiro vertebrado pode também ser influenciada por fatores 

bióticos. Desta forma foram feitos os seguintes pressupostos: 1) longos períodos de nidificação 

podem incrementar a probabilidade de infecção por hemosporídeos, pois as aves são mais 

acessíveis e atrativas para os vetores; 2) espécies maiores e mais pesadas fornecem maior 

superfície para ataque por um grande número de vetores aumentando a probabilidade de 

inoculação de esporozoítos, além de emitirem enormes quantidades de CO2, composto utilizado 

pelos vetores para localizar seus hospedeiros
34,44

; 3) ninhos fechados conferem maior proteção 

que os ninhos abertos; 4) as fêmeas são menos ativas que os machos durante a nidificação e por 

isso são mais susceptíveis a infecção; 5) a probabilidade de infecção em aves costeiras é menor 

devido a reduzida atividade dos vetores aliada as condições ambientais que não são favoráveis 

para a reprodução dos vetores; 6) a probabilidade de infecção de aves tende a reduzir em 

regiões com elevada atividade antropogênica (uso de pesticidas, inseticidas, poluição, 

desflorestamento)
2,4,41

. 
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2.3.3 Especificidade e susceptibilidade de Hospedeiros   
 

 

Alguns parasitas são mais específicos, outros são bem mais generalistas podendo acometer 

espécies naives durante o processo de mudança de hospedeiros
2
. De um modo geral os parasitas 

do gênero Haemoproteus são mais específicos em relação aos seus hospedeiros
24

. Essa 

característica tem dificultado o estabelecimento de modelos experimentais tanto em aves assim 

como vetores uma vez que a inoculação de sangue infectado é quase impossível
4,5

.  Algumas 

espécies de Haemoproteus com elevada especificidade incluem: H. palumbis e H. columbae 

que não se desenvolvem mesmo em espécies de aves do mesmo gênero
4
.  

 

Os parasitas do gênero Plasmodium são na sua maioria generalistas, podendo se desenvolver 

em aves pertencentes a famílias e ordens distintas. Estudos filogenéticos demonstram que estes 

parasitas alternam hospedeiros durante a evolução, podendo a mesma linhagem infectar 

múltiplas espécies de hospedeiros
45

. Essa falta de especificidade e diferenças de 

susceptibilidade dos hospedeiros podem levar o parasita a desenvolver adaptações 

morfofisiológicas ao hospedeiro ou modificações relacionadas à intensidade de parasitemia
4,45

. 

Por outro lado, a flexibilidade na alternância de hospedeiros, bem como a susceptibilidade 

relatada em canários, pintinhos, patos e outras aves domésticas, são valiosas para manejo e 

prevenção da malária aviária em populações cativas e de vida livre, pois podem determinar 

potenciais hospedeiros e possibilitar a identificação de espécies
4,24,47

. Algumas aves são 

altamente suscetíveis à infecção por Plasmodium sp., como pinguins (Sphenisciformes) e 

“honeycreepers” aves nativas do Havaí (Passeriformes: Drepanidinae), podendo levar a 

quadros clínicos graves e até ao óbito
1,4,24

. A alta suscetibilidade está relacionada com o fato 

destas aves não terem desenvolvido as respostas imunológicas apropriadas para lidar com estes 

parasitas, pelo fato de não terem convivido evolutivamente com hemosporídeos
4,24

. 

 

A maioria das espécies de Leucocytozoon é específica em relação aos seus hospedeiros, ao 

nível de ordem, família e em alguns casos espécie 
21

. Leucocytozoon caulleryi é uma espécie 

estritamente específica. Este parasita se desenvolve frequentemente em galinhas domésticas
29

, 

não infectando patos, gansos, perus e pombos domésticos
4
. Em geral, a infecção experimental 

de aves pertencentes a mesma ordem, porém de diferentes famílias não gera resultados 

satisfatórios quando infectadas com as mesmas espécies de Leucocytozoon
4
. Não há relatos de 

hemosporídeos aviários sendo transmitidos a espécies não-aviárias, de modo que se aceita que 

estes parasitas não apresentam risco zoonótico
24,48

. 
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2.4 Patogenia  

 

 

A malária aviária é primariamente uma doença do sangue e do sistema retículo endotelial, e o 

progresso da doença e dos sinais clínicos está intimamente ligado ao aumento do número de 

parasitas na circulação periférica
1,49

. Pouco se sabe sobre a patogenia das infecções por 

Haemoproteus e Leucocytozoon em hospedeiros naturais ou experimentais, devido à menor 

severidade destes processos
24

, por isso será feita uma descrição baseada na patogenia dos 

parasitas do gênero Plasmodium.   

 

A infecção das aves por hemosporídeos inclui as seguintes fases (Figura 4): 1- pré - patente, 

antes da emergência das primeiras formas parasitárias sanguíneas. Em aves infectadas 

experimentalmente as aves excretam fezes esverdeadas 4 dias após a inoculação; 2 - aguda, 

caracterizada pelo surgimento das primeiras formas sanguíneas, a parasitemia cresce 

rapidamente até atingir um pico, a fase de crise. Nessa fase é verificada uma diarreia mucoide 

esverdeada brilhante, que persiste por 2 dias nas aves que sobrevivem à infecção; 3 - crise, 

quando a parasitemia alcança o seu pico em torno do vigésimo primeiro dia pós infecção. A 

crise persiste por aproximadamente 7 dias e, então a parasitemia começa a reduzir 

gradualmente até chegar aos níveis crônicos de infecção. Nessa fase há uma boa correlação 

entre a parasitemia periférica e os sinais clínicos; 4 – crônica, onde poucos parasitas são 

encontrados no sangue. Momentos de imunossupressão do hospedeiro ou em resposta à 

sazonalidade durante esta fase podem resultar num aumento da parasitemia (recrudescência); 5-

fase latente, quando os parasitas desaparecem do sangue periférico, persistindo nos órgãos
1,4,24

.   

 

A patogenicidade da malária aviária difere durante as fases aguda e crônica da doença e o 

aparecimento de sinais clínicos está associada com a fase aguda da infecção, que pode 

progredir rapidamente. As infecções crônicas provavelmente persistem por toda a vida nas aves 

infectadas, e tanto os parasitas circulantes quanto os merontes exoeritrocitários persistentes 

podem servir como fonte de infecções recrudescentes. Uma recaída de parasitemia ocorre na 

maioria das espécies de hemosporídeos durante o período reprodutivo do hospedeiro 

vertebrado, o que facilita a infecção de vetores e a transferência da infecção para os filhotes
4
.  

 

Em infecções por Haemoproteus e Leucocytozoon, a ocorrência de recaídas de primavera é bem 

definida e joga um papel importante na epidemiologia destes parasitas. No caso de Plasmodium, 

episódios de estresse e imunossupressão (tratamentos com corticoides) podem induzir a 
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recrudescência em animais clinicamente curados e livres de parasitemia por longos 

períodos
1,4,5,24

. 

 

 

 
 

Figura 4 - Representação da dinâmica da parasitemia dos parasitas da malária em aves
4
. 

 

 

2.5 Sinais clínicos   

 

As infecções por hemosporídeos em aves são normalmente subclínicas ou resultam apenas em 

alterações clínicas discretas. Mas em casos particulares ou em aves altamente suscetíveis, 

como pinguins e honeycreepers podem levar a quadros clínicos graves e até ao óbito. Quando 

presentes os sinais clínicos incluem: convulsão, letargia, anorexia, penas eriçadas, dispneia, 

diarreia, regurgitação, esplenomegalia, hipertermia ou hipotermia, cabeça decaída, sonolência, 

paralisia das patas, tremores e, em casos de alta parasitemia, pode ocorrer palidez das 

mucosas, prostração e morte. Em aves domésticas infectadas por L. caulleryi a morte pode 

ocorrer 7 a 10 dias após a infecção ou podem recuperar com sequelas que incluem baixo 

desenvolvimento e redução na produção de ovos
4,5,24

.  

 

Estudos experimentais podem levar a laminites, depressão, diarreia com fezes esverdeadas 

(excesso de biliverdina associado à hemólise), cuja evolução acompanha diretamente a 

progressão da parasitemia. Em estudos detalhados de galinhas infectadas experimentalmente 
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com P. gallinaceum, os sinais clínicos tornam-se primeiros notáveis de 5 a 7 dias após a 

inoculação de sangue infectado. Dentre os parasitas da malária aviária, Plasmodium durae, P. 

juxtanucleare, e P. gallinaceum são os que frequentemente são observados em surtos, 

especialmente de malária severa em aves domésticas
1,4,5,24,48,49

. 

 

 

 

2.6 Diagnóstico  

 

 

O diagnóstico da malária aviária é baseado nas características morfológicas dos parasitas 

observados através de exame microscópico de esfregaços sanguíneos corados com Giemsa, 

principalmente durante os estágios eritrocíticos, porém é dificultado pela ausência de sinais 

clínicos e pela baixa parasitemia. O diagnóstico pode ser reforçado por técnicas de biologia 

molecular, infecção experimental em pintinhos, canários e patinhos, sorodiagnóstico e a imuno-

histoquímica, sendo estes procedimentos aplicados para a pesquisa científica
4,5,24

.  

 

 

2.6.1  Identificação morfológica 
 

 

O padrão de ouro para o diagnóstico da malária aviária é o esfregaço sanguíneo delgado corado 

com Giemsa onde é possível demonstrar a presença de formas sanguíneas do parasita 

dependendo do gênero dos hemosporídeos. O esfregaço ou gota espessa, preconizado para o 

diagnóstico de malária em mamíferos, não deve ser utilizado para as aves devido à 

sobreposição dos núcleos dos eritrócitos
1,4,24

. A identificação morfológica de parasitas da 

malária é baseada na chave taxonômica publicada por Valkiūnas
5
, onde a descrição é feita 

através das características morfométricas das formas parasitárias encontradas  no sangue 

periférico dos hospedeiros vertebrados como: (i) a distribuição, a forma, o tamanho e a 

quantidade dos pigmentos de hemozoína; (ii) a influência do parasita nas células infectadas; 

(iii) e o tamanho e forma do     parasita em relação ao núcleo do eritrócito infectado
1,4,26,46

.  

 

O diagnóstico de parasitas do gênero Leucocytozoon em esfregaço delgado é feito pela 

demonstração da presença gametócitos cujas características morfológicas são muito 

particulares
24

. Os gametócitos deste gênero podem ser vistos nos eritrócitos e leucócitos, são 

alongados, grandes e sem pigmento malárico podendo distorcer completamente a célula 
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hospedeira, ao ponto de não se reconhecer
26,48

. A proporção e a forma dos gametócitos variam 

ao longo do curso da infecção: na fase inicial há predominância de formas arredondadas (8-14 

dias), as formas fusiformes apresentando as extremidades alongadas surgem mais tarde (12-18 

dias). As formas parasitárias de Leucocytozoon são relativamente frágeis e podem sofrer 

ruptura e distorção durante a elaboração do esfregaço delgado, sobretudo os microgametócitos, 

criando figuras atípicas que podem ser facilmente confundidas com artefatos e/ou debris 

celulares
4,21,24,26

. 

 

A presença de merontes eritrocíticos e gametócitos com pigmentos granulares pretos ou 

acastanhados proeminentes é um achado característico da infecção por parasitas do gênero 

Plasmodium, porém sua ausência não é suficiente para excluir a presença destes parasitas nem 

sua presença é suficiente para excluir a possibilidade de uma infecção mista por Plasmodium e 

Haemoproteus, uma situação comum que dificulta a identificação dos hemosporídeos apenas 

pelo diagnóstico morfológico, havendo a necessidade de combinação com as técnicas 

moleculares como o sequenciamento genético, para determinar a(s) espécie(s) de 

hemosporídeos(s) 
1,4,7,11,24,48

.  

 

Os gêneros Haemoproteus e Plasmodium apresentam o maior desafio na diferenciação, dadas 

suas semelhanças morfológicas. Uma característica particular de Haemoproteus e Plasmodium 

é que suas formas eritrocitárias adultas, gametócitos e merontes eritrocitários, apresentam a 

hemozoína que é refringente à microscopia de luz polarizada, auxiliando a sua identificação
24

. 

A identificação individual de espécies Plasmodium é tradicionalmente definida pelo tamanho e 

forma dos gametócitos intraeritrocíticas e merontes, número de merozoítos produzidos por 

merontes maduros, mudanças na morfologia dos eritrócitos do hospedeiro vertebrado bem 

como as características como hospedeiros, espécies de mosquitos suscetíveis, morfologia e 

localização dos merontes exoeritrocíticos
1,4,5,46,48

. 

 

 

2.6.2 Diagnóstico molecular  
 

 

O diagnóstico molecular pela reação em cadeia da polimerase (PCR) tem ganhado destaque no 

diagnóstico das hemosporídeos, sobretudo na pesquisa científica. A técnica pode ser aplicada 

em amostras de sangue de aves vivas (sangue total, coágulo ou papa de hemácias, preservados 

por congelamento ou em papel filtro ou etanol absoluto) ou em amostras teciduais de aves 
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mortas (baço, fígado, pulmão, medula óssea, preservadas por congelamento ou etanol 

absoluto)
24

. O diagnóstico molecular tem uma vantagem sobre o morfológico uma vez que 

permite detectar hemosporídeos com parasitemia baixa (indetectáveis pelo esfregaço delgado), 

particularmente em infecções crônicas
 50,51

. 

 

O uso de marcadores moleculares como 18S e principalmente o citocromo b (cytb) 

incrementaram a possibilidade de detetar infecções por hemosporídeos em aves
11,27

 e 

possibilitaram o uso de sequências genéticas como critério adicional para identificação e 

classificação de parasitas bem como informações sobre a diversidade genética, filogeografia, 

filogenia e especificidade em relação ao hospedeiro vertebrado
8,10

. Vários pares de primers 

projetados para amplificar porções do genoma mitocondrial do parasita, permitem distinguir 

Haemoproteus e Plasmodium de Leucocytozoon ou todos os três gêneros um do outro após 

digestão de restrição de produtos de PCR
10,11

. No entanto, o sequenciamento de produtos de 

PCR é necessário para identificar linhagens individuais de parasitas e determinar relações 

filogenéticas. As sequências parciais do cytb são depositadas num banco de dados específico 

para hemosporídeos aviários – o MalAvi, permitindo deste modo maior disponibilidade de 

informação do parasita
11

.  

 

O advento das técnicas moleculares permitiu a descoberta de uma grande diversidade de 

hemosporídeos maior que aquela sugerida pela taxonomia tradicional. O cytb tornou-se um 

gene DNA barcoding para a malária aviária tendo revelado numerosas linhagens genéticas. O 

uso crescente dos métodos moleculares levou a numerosas sequências no GenBank 

(http://www.ncbi.nlm.nih.gov) e MalAvi que foram identificadas apenas ao nível do gênero, 

não tendo sido possível identificar paralelamente a morfoespécie
7-11,24,27,45

. 

 

 

2.6.2.1 Diversidade de linhagens de hemosporídeos  

 

 

A diversidade de linhagens de hemosporídeos vem aumentando com o advento da biologia 

molecular. Estudos moleculares identificaram mais de 1300 linhagens de hemosporídeos, 

levando à criação de uma base de dados coordenada (MalAvi). O banco de dados MalAvi 

(http://mbio-serv2.mbioekol.lu.se/Malavi/) constitui um recurso inestimável que cataloga todas 

as linhagens descritas atualmente bem como as respetivas morfoespécies, distribuição 

geográfica e seus hospedeiros vertebrados e invertebrados. Os padrões biogeográficos da 
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diversidade parasitária são úteis para determinar como as interações parasita-hospedeiro podem 

influenciar a especiação
11,27

.  

 

A linhagem dos hemosporídeos é definida a partir da região amplificada pelos primers HAEMF 

e HAEMR2 (479 pares de base-bp) para parasitas do gênero Plasmodium e Haemoproteus
11

, e 

primers HAEMFL e HAEMR2L (480 bp) para parasitas do gênero Leucocytozoon
10

 (Figura 7). 

Apesar do DNA mitocondrial dos hemosporídeos ser menor dentre os eucariotas 

(aproximadamente 6000 bp), a região HAEMF e HAEMR2 captura mais haplótipos que os que 

seriam achados na análise de todo gene citocromo b, sendo suficiente para a identificação de 

linhagens. No entanto, a maioria das linhagens não é de espécies descritas, sendo definidas com 

base nas variações genéticas e espécie do hospedeiro. Deste modo, as linhagens de 

hemoparasitos diferindo por 3 ou mais substituições nucleotídicas ou 0,5% são consideradas 

linhagens distintas principalmente quando encontradas em diferentes espécies de aves. Se a 

divergência genética for acima de 0,5%, porém encontrada na mesma espécie, é tida como a 

mesma linhagem do parasita. É importante enfatizar que algumas espécies de parasitas podem 

apresentar uma grande diversidade de linhagens infectando um único hospedeiro ou também 

várias linhagens infectando diferentes hospedeiros 
27,44,47,52,53

. A nomenclatura da linhagem usa 

um acrônimo que corresponde a abreviatura da espécie do hospedeiro (em latim ou inglês) na 

qual a linhagem foi inicialmente descrita, seguida pelo número (p.e GRW01, great reed 

warbler linhagem 1)
11

.
 

 

 

2.6.3 Infecção experimental  

 

 

A infecção experimental de aves foi preconizada por muito tempo como modelo importante 

para o estudo da malária humana
46,54

. Com a descoberta dos parasitas da malária em roedores e 

o desenvolvimento de técnicas de cultivo in vitro de Plasmodium falciparum, a abordagem 

científica do Plasmodium em aves começou a decrescer no final do século XX. Contudo, os 

conhecimentos adquiridos dos estudos pioneiros de hemosporídeos aviários bem como o seu 

significado na biologia conservativa e evolucionária
11,56 

contribuíram para o uso desses 

parasitas em estudos sobre diversidade de parasitas, interação parasita-hospedeiro, ciclo de 

vida, interação durante coinfecções, esclarecimento de variações genéticas e análise da 

expressão do gene durante infecções primárias
4,7,18,19,27,46,49

. A realização de estudos desta 

natureza é uma oportunidade para a identificação morfológica do parasita e o desenvolvimento 
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dos marcadores moleculares para melhor identificação da espécie dos hemosporídeos aviários 

bem como as suas respectivas linhagens
18,39,52

. 

 

A infecção experimental pode ser feita mediante inoculação de sangue com a participação do 

vetor infectado ou pela inoculação de sangue através de uma seringa
4
. A inoculação de sangue 

em um ou mais hospedeiros susceptíveis naives, é tida com um método com muita 

sensibilidade na identificação de Plasmodium em infecções crônicas. Nessas infecções a 

detecção de parasitas em esfregaços sanguíneos passa despercebida na maioria das vezes. 

Entretanto, as aves inoculadas ampliam a infecção para uma parasitemia maior, facilitando o 

diagnóstico através de esfregaço delgado e garantindo uma melhor caracterização morfológica 

das formas eritrocíticas. Essa técnica não pode ser usada no diagnóstico de infecções por 

Leucocytozoon e Haemoproteus, porque apenas os gametócitos são encontrados nas células 

circulantes, mas pode ser usada para separar infecções mistas por Plasmodium e 

Haemoproteus
4,5,18,19

.  

 

A inoculação de sangue pode ser feita pela via intravenosa, subcutânea ou intramuscular, 

utilizando-se sangue fresco coletado com anticoagulantes ou crio-preservado (conservado em 

glicerina ou dimetilsulfóxido e congelado em nitrogênio líquido). A criopreservação de sangue 

infectado de aves, geralmente tem sido efetiva quando a parasitemia está acima de 1%, 

requerendo métodos para isolar e manter os baixos níveis de parasitemia de Plasmodium das 

aves selvagens para posterior uso em ensaios de competência vetorial em mosquitos ou 

inoculação como o caso de citrato de sódio (CPDA)
4,19,24,57

. 

 

Atualmente são consideradas dois meios de obtenção dos parasitas da malária aviária a partir de 

aves na natureza. O primeiro método consiste em colocar aves sentinelas em gaiolas que 

protegem elas dos potenciais predadores, mas que permitam a entrada dos mosquitos, no local 

onde a transmissão do parasita de interesse foi documentada. O segundo método pelo qual o 

parasita poderá ser obtido da natureza é mediante o uso de aves selvagens diretamente da 

natureza do local onde a espécie Plasmodium alvo foi reportada. A infecção bem como a 

parasitemia deverá ser controlada semanalmente durante um mês por microscopia e/ou PCR. 

Caso as aves testem positivas à infecção, o sangue das aves poderá ser coletado e refrigerado 

(curto período) ou preservado em nitrogênio líquido (longo período) ou também poderão ser 

levadas ao laboratório para serem doadoras de sangue infectado para aves naives ou suscetíveis 

ou ser usadas para prover sangue infectado diretamente ao vetor de interesse. A falta de 
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protocolos para a preservação de sangue infectado refrigerado por curto período tem sido uma 

das dificuldades. Outro impasse decorrente de uso de aves selvagens é a probabilidade de 

encontrar o indivíduo infectado com espécie de Plasmodium alvo, especialmente quando se 

trata de espécie que ocorrem com baixa prevalência e parasitemia na população de aves ou em 

locais com múltipla transmissão de Plasmodium spp. e outros hemosporídeos relacionados, 

havendo o risco de a ave ser exposta a múltiplas coinfecções
17-20,46,57,58

. 

 

 

2.7 Tratamento  

 

 

Ainda não existem fármacos antimaláricos disponíveis comercialmente ou aprovados para o 

tratamento de bandos de aves
48

. Preconizando-se o tratamento em casos de relevância clínica 

(espécies suscetíveis, aves debilitadas, alta parasitemia, sinais clínicos evidentes)
24

. A 

persistência da parasitemia ou recaídas pode ocorrer durante e após o tratamento, havendo 

necessidade de criar medidas de controle ajustadas
48

. 

 

O tratamento envolve a combinação de fármacos, sendo um contra as formas parasitárias 

teciduais (primaquina) e outro contra as formas parasitárias sanguíneas (cloroquina, derivados 

do quinina, trimetroprim-sulfa)
24

. Os fármacos anticoccidianos (sulfamonometoxina, 

sulfacloropirazina e halofuginona) são pouco eficazes no tratamento da P. durae em perus 

domésticos, mas podem ser eficazes contra P. gallinaceum. A sulfamonometoxina suprime a 

parasitemia, mas não fornece proteção total contra a mortalidade quando administrada após o 

aparecimento de parasitas circulantes. A sulfacloropirazina reduz a mortalidade, mas não tem 

efeito sobre a parasitemia, sugerindo que ela tem alguma eficácia contra os esquizontes 

exoeritrocíticos. A halofuginona retarda a parasitemia, mas a suprime apenas em menor 

grau
48,59

. 
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3 JUSTIFICATIVA  

 

 

Em estudo anterior realizado por nosso grupo em Aves na Fundação Parque Zoológico de São 

Paulo (FPZSP), foram colhidas 1254 amostras, de 677 indivíduos, de 123 espécies, 29 famílias 

e 17 ordens
13

. Das 17 ordens amostradas, 11 foram encontradas positivas para hemosporídeos, 

com 85 indivíduos positivos por PCR para Plasmodium e/ou Haemoproteus
15

. Algumas aves 

foram positivas por PCR, mas não tiveram a espécie de Plasmodium identificada. Dentre os 85 

indivíduos encontrados positivos, 14 linhagens de Plasmodium foram detectadas. Dessas, 

apenas duas tinham espécie descrita: DENPET03 (P. nucleophilum) e GRW06 (P. elongatum). 

Das 12 linhagens de Plasmodium sp. detectadas, seis foram novas descrições
15

, sendo que em 

nenhuma foi possível identificar a espécie até o momento. As linhagens (NYCNYC01 e 

PESA01) amplamente detectadas no zoo (43% das infecções) são da mesma espécie de 

Plasmodium, subgênero Haemamoeba. Embora a sequência cytb de NYCNYC01 apresente 

96% de identidade com P. gallinaceum, trata-se provavelmente de uma nova morfoespécie, 

visto que não apresenta as características morfológicas desta espécie (Gediminas Valkiūnas, 

comunicação pessoal). A identificação morfológica e determinação da espécie de Plasmodium 

dessa linhagem ficaram comprometidas devido às baixas parasitemias e presença de infecções 

mistas com Haemoproteus. A linhagem DENVID01, com sequência cytb com 97% de 

identidade com P. nucleophilum, também mostrou indícios morfológicos de nova espécie do 

subgênero Novyella, justificando também a realização de infecções experimentais (Gediminas 

Valkiūnas, comunicação pessoal).  

 

Nos estudos sobre a prevalência de hemosporídeos aviários realizados no Brasil, poucos fazem 

menção à prospecção da presença de Leucocytozoon. Recentemente foi feita a primeira 

descrição de sequência genética de Leucocytozoon no Brasil, em Lepidothrix coronata na 

região central da Amazônia. Esse estudo foi conduzido em populações de aves da Amazônia, 

Mata Atlântica e Pantanal usando um protocolo que combina real time PCR, nested PCR e 

microscopia. Foram detectadas cinco amostras positivas para Leucocytozoon através do 

diagnóstico molecular, porém nenhuma lâmina foi examinada nessas amostras. As sequências 

das amostras positivas revelaram que as cinco amostras foram infectadas pela linhagem 

LEPCOR08 (atualmente denominada SETAUD30), não tendo sido possível chegar à espécie de 

Leucocytozoon
23

. Deste modo torna-se necessário o delineamento de estudos que possam 

contribuir para a identificação de Leucocytozoon bem como a diversidade de hemosporídeos 

em aves brasileiras. 
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4 OBJETIVOS   

 

  

4.1 Objetivo geral   

 

 

a) Contribuir na identificação e classificação de espécies de Plasmodium, 

Haemoproteus e Leucocytozoon por microscopia e DNA Barcoding. 

 

  

4.2 Objetivos específicos   

 

 

a) Testar um modelo experimental para o desenvolvimento eritrocítico de parasitas da 

malária aviária;  

b) Identificar as espécies de Plasmodium em aves da FPZSP com infecção crônica; 

c) Avaliar o efeito da inoculação de sangue heterólogo nas aves receptoras;  

d) Determinar a distribuição geográfica e a prevalência das linhagens de hemosporídeos 

detectados. 
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5 MATERIAIS E MÉTODOS 

  

 

5.1 Local de estudo e coleta das amostras  

 

 

No presente estudo foram usadas amostras de sangue de aves cativas (do plantel) da Fundação 

Parque Zoológico de São Paulo (FPZSP) para a infecção experimental e de aves de vida livre 

(oriundas da colaboração com o Dr. Alan Fecchio do Instituto de Biologia da Universidade 

Federal da Bahia, Dr Fábio Schunck do Instituto de Biologia da Universidade de São Paulo e Dr 

Victor Cueto do Centro de Investigación Esquel de Montaña y Estepa Patagónica (CIEMEP), 

CONICET – Universidad Nacional de la Patagonia San Juan Bosco, Esquel, Chubut, Argentina) 

para determinar a distribuição geográfica de hemosporídeos. As amostras das aves de vida livre 

foram coletadas entre 2016 e 2018, em diferentes áreas geográficas do Brasil e Argentina. O 

mapa na Figura 5 indica os locais onde foram coletadas as amostras.   

 

O procedimento experimental foi realizado em pintinhos no Biotério de Aves do Departamento 

de Parasitologia do Instituto de Ciências Biomédicas (ICB) II, da Universidade de São Paulo. 

 

 

5.1.1 Área de estudo no Brasil  

 

 

Foram amostradas aves silvestres de áreas de conservação situadas em estados costeiros 

caracterizados pela presença de Mata Atlântica ou Caatinga:  

 

a) CEB - Centro de Estudos da Biodiversidade Michelin/ Reserva Ecológica Michelin: é 

um fragmento de Mata Atlântica, localizado à 177 km ao sul da capital, Salvador, 

Bahia, entre os municípios de Ituberá e Igrapiúna. A reserva incorpora as florestas das 

duas margens do Rio Cachoeira Grande (13°46'56.45"S; 39°10'0.71"W) e segue o rio 

no sentido oeste/sudoeste por 3,2 km acima da cachoeira, e termina no limite ocidental 

(13°47'50.95"S; 39°11'18.31"W). 
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b) Fazenda Tunico – Milagres: localiza-se no município de Milagres, Bahia, BA 

(12°54'47.4"S; 39°49'39.7"W). O território é composto pelo bioma Caatinga. 

 

c) Reserva Biológica de Guaribas (REBIO Guaribas): é uma reserva de Mata Atlântica 

com uma área de 4.051,62 hectares, situada nos municípios de Mamanguape e Rio 

Tinto (6°43'17"S; 35° 10' 49"W) no Estado da Paraíba, PB. 

 

d) Núcleo Curucutu: é um dos dez núcleos que compõe o Parque Estadual da Serra do Mar 

(PESM). Está localizado entre as regiões metropolitanas de São Paulo e da Baixada 

Santista, SP (23°59'37.3"S 46°43'58.1"W). Está inserido na Mata Atlântica e apresenta 

ambientes variados como os Campos Nebulares e Matas Nebulares. 

 

e) PNSHL- Parque Nacional Saint Hilaire-Lange (PARNA): é um hotspot de Mata 

Atlântica localizado no litoral do estado do Paraná, abrangendo os municípios de 

Matinhos, Guaratuba, Morretes e Paranaguá (25°40'21"S; 48°38'44"W).  

 

f) PUCRS Pró-Mata: é uma área de cerca de 3.100 hectares de  Mata Atlântica, localizada 

na região nordeste do Rio Grande do Sul, RS, no Planalto das Araucárias e borda da 

Serra Geral e abrange parte dos municípios de São Francisco de Paula, Maquiné e Itati 

(29°28'49.4"S; 50°10'27.2"W).  

 

 

5.1.2 Área de estudo na Argentina  

 

 

As amostras foram coletadas no Rancho Cañadón Florido (42° 55' S, 71° 21' W), Esquel, na 

província de Chubut, Argentina (Figura 5). Uma área de ecótone entre Floresta Andino 

Patagônica e Estepe Patagônica caracterizada pela predominância de aves migratórias de longas 

distâncias. A inclusão das amostras desta região está relacionada com o fato das guaravacas-de-

crista-branca Elaenias albiceps chilensis (Aves: Tyrannidae) desta região migrarem durante o 

inverno para o Brasil. As aves migrantes têm um papel importante na disseminação de doenças e 

na prevalência de hemoparasitas, característica relevante para inclusão desta espécie no presente 

estudo. 
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Figura 5 – Localidades de estudo no Brasil e Argentina, nos biomas Mata Atlântica, Caatinga e 

Floresta Andino Patagônica. 

 

 

5.1.3 Captura e coleta de amostras das aves 

 

 

As aves foram capturadas com redes de neblina de 12 m de comprimento por 2,5 de altura e 

malha de 35 mm. As redes permaneciam abertas desde o nascer do sol até ao final da manhã e 

eram vistoriadas em intervalos de 30 minutos para retirada das aves. As amostras de sangue das 

aves foram obtidas por punção da veia metatarsiana medial ou da veia braquial utilizando uma 

agulha estéril descartável (BD 30x3). Com o sangue obtido foram confeccionados dois 

esfregaços sanguíneos e a outra parte foi preservada em cartões FTA para posterior extração de 

DNA no laboratório da SUCEN. 
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5.2 Desenho experimental  

 

  

 

5.2.1 Aves doadoras (aves do plantel) 
 

 

Para a infecção experimental, foi efetuado um levantamento das aves cuja espécie de 

Plasmodium não foi identificada no estudo anterior realizado pelo grupo
14,15

, tendo-se dado 

preferência as aves da ordem Galliformes, com vista a reduzir a ocorrência de reação de 

incompatibilidade sanguínea em decorrência da inoculação de sangue heterólogo. Nesse âmbito 

as aves doadoras foram: 4 Pavo cristatus (pavão-indiano), 1 Pavo muticus (pavão-verde) e 3 

Crax blumenbachii (mutum-do-sudeste ou mutum-de-bico-vermelho). As aves foram doadoras 

de 1 mL de sangue coletado na veia metatarsal média ou braquial conforme a espécie.   

 

 

5.2.2 Aves receptoras  

  

 

Para a realização da infecção experimental com Plasmodium sp., 15 pintinhos (Gallus gallus 

domesticus) adquiridos comercialmente com 1 dia de vida, foram usados como aves receptoras. 

Os pintinhos foram mantidos no Biotério do ICB II em gaiolas com ração (sem anticoccidios 

e/ou antibióticos na sua composição) e água ad libitum, sob luz natural e fotoperíodo escuro, 

com temperatura e humidade relativa do ar de 26
o
C e 60% respectivamente, durante o período 

necessário para a realização do experimento.  

 

 

5.2.3 Infecção por Plasmodium sp.    

  

 

Para a realização da infecção experimental as aves receptoras foram manipuladas com cerca de 

7 dias de vida de modo a permitir a adaptação das mesmas. Após a coleta de sangue na ave 

doadora, foi preparada uma mistura contendo o sangue infectado, 3,7% solução de citrato de 

sódio e salina a 0,9% (na proporção de quatro partes de sangue para uma parte de citrato de 

sódio e cinco partes de salina). Essa mistura foi preparada na FPZSP, acondicionada numa caixa 
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térmica contendo gelo reciclável e transportada até ao biotério onde foi efetuada a inoculação. 

Os pintinhos, previamente identificados com marcador permanente nas asas, pata e cabeça, 

foram inoculados com 0,3 ml da mistura acima referida por injeção intravenosa na veia jugular 

(Figura 6). As aves receptoras foram monitoradas quanto à parasitemia, a cada 4 dias após a 

inoculação, mediante confecção de esfregaços de sangue delgados, por até um máximo de 35 

dias pós-inoculação (dpi). Os esfregaços de sangue foram preparados por punção na veia 

metatarsal e examinados microscopicamente, conforme descrito a seguir.  

 

 

Figura 6 - Pintinhos previamente identificados com marcador permanente no corpo (à esquerda) 

e inoculação de sangue infectado por injeção intravenosa na veia jugular (à direita) 

(Fotos: Karin Kirchgatter). 

 

 

5.3 Preparação de esfregaços sanguíneos  

 

  

Os esfregaços sanguíneos foram preparados logo após a coleta em lâminas de vidro limpas e 

sem adição de anticoagulantes. Após a preparação, os esfregaços foram secos à temperatura 

ambiente ao abrigo de poeira e insetos e fixados em metanol 100% por imersão durante 1 

minuto no mesmo dia da coleta e corados com solução de GIEMSA (eosina-azul de metileno) 

diluída em água tamponada (pH 6,8 –7,2) na proporção de 1:10 por uma hora, em até 30 dias 

após a fixação. A análise dos esfregaços sanguíneos foi feita em microscopia de luz 

(microscópio Olympus® BX 51, Tóquio, Japão) mediante a observação de 100 campos com 

aumento de 400x com objetiva de imersão (1000x). Os parasitas e as diferentes formas 
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hematológicas foram identificadas usando a chave morfológica de Valkiūnas
4,60

 e atlas 

hematológico de aves
26

. 

 

 

5.4 Extração de DNA genômico  

 

  

O DNA genômico do sangue das aves em cartão FTA foi extraído usando o kit Wizard® SV 96 

Genomic DNA Purification System (Promega). A quantificação do DNA de todas as amostras 

submetidas à extração foi feita em espectrofotômetro UV (Nanodrop 2000, Thermo Fisher 

Scientific, Wilmington, DE, USA) a uma absorvância de 260 nm de comprimento de onda. As 

amostras cuja concentração do DNA foi superior a 50 ng/µl, foram diluídas para uma 

concentração de 25 ng/µl antes de prosseguir com a PCR
14,15

.  

 

 

5.5 Amplificação do gene mitocondrial cytb  
  

 

O diagnóstico molecular de hemosporídeos foi realizado mediante uma nested PCR para 

amplificar um fragmento de aproximadamente 500 bp do gene mitocondrial citocromo b 

(cytb)
10,14

. Na primeira reação de amplificação, foram utilizados os iniciadores (primers) 

HaemNFI e HaemNR3 que amplificam o fragmento de 671 bp do gene mitocondrial e as 

seguintes concentrações de reagentes: 50 ng de gDNA, 1,25 mM de MgCl2, 0,6 mM de cada 

primer e 0,5U de Platinum Taq polimerase (Invitrogen). As condições de amplificação 

consistiram em: desnaturação inicial de 3 minutos a 94 °C, seguido por 30 ciclos de 94 °C por 

30 segundos, 50 °C por 30 segundos e 72 °C por 45 segundos e, uma extensão final a 72 °C 

durante 10 minutos. Do produto da primeira reação foi usado 2 µL/amostra como molde de 

DNA da segunda reação (nested), utilizando os iniciadores HaemNF e HaemNR2 específicos 

para Plasmodium/Haemoproteus e os iniciadores HaemFL e HaemR2L específicos para 

Leucocytozoon. Ambos os pares de iniciadores (para Plasmodium/Haemoproteus ou 

Leucocytozoon) amplificam o fragmento interno do gene cytb contendo 480 bp. As respectivas 

PCRs foram realizadas separadamente em volumes de 25 µl com as mesmas proporções de 

reagentes das reações iniciais de PCR tendo-se modificado apenas o número de ciclos na 

amplificação de 30 para 33.  Em todas as reações de PCR foi utilizado pelo menos um controle 



49 

 

 

positivo obtido de amostras positivas em outros estudos do grupo e um controle negativo (uma 

amostra livre de DNA). As regiões amplificadas pelos três pares de iniciadores utilizados nesse 

protocolo estão ilustradas na Figura 7.   

 

 

 

                 

 

 

 

 

 

 

 

 

Os produtos obtidos na reação de PCR foram submetidos à eletroforese em agarose 1% 

(Invitrogen) dissolvida em TBE 1x (Tris, Borato, EDTA). A corrida eletroforética foi efetuada 

juntamente com marcador de peso molecular (1 Kb Plus DNA Ladder™ Invitrogen) por 40 

minutos a 110 V. As bandas foram marcadas com GelRed
TM

 (Biotium) e observadas em 

transluminador UV. Amostras com bandas de aproximadamente 500 bp foram consideradas 

positivas para hemosporídeos. 

 

 

5.6 Sequenciamento e análises das sequências 
 

 

Os produtos de PCR foram submetidos a reações de sequenciamento utilizando o kit BigDye® 

Terminator v3.1 Cycle Sequencing Kit (Applied Biosystems, Carlsbad, CA, USA) conforme 

manual do fabricante em sequenciador automático 3500 Genetic Analizer (Applied 

Biosystems), Sequenciador Multiusuário IMT-USP/LIM-07. As reações foram submetidas a 30 

ciclos de 15 segundos a 96 °C, 15 segundos a 50 °C, 4 minutos a 60 °C com um ciclo inicial de 

1 minuto a 96 °C usando 0,5 µL de cada primer da PCR, 0,75 µL de BigDye, 3,25 µL de 

tampão Save Money (Tris-HCl 200 mM, pH 9,0, contendo MgCl2 5 mM), 1 µL do produto de 

PCR e 4,5 µL de água ultrapura. 

 
Figura 7 - Representação esquemática dos fragmentos amplificados para o gene 

cytb utilizando diferentes pares de primers
11

. 
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As sequências das duas fitas foram corrigidas e alinhadas em SeqMan (DNASTAR Lasergene 

versão 7.0.0) para criar a sequência consenso. Para identificar as linhagens dos parasitas, as 

sequências foram alinhadas com sequências do GenBank e MalAvi usando-se BLAST (Basic 

Local Alignment Search Tool), disponível em http://www.ncbi.nlm.nih.gov/blast/Blast.cgi e 

http://mbioserv2.mbioekol.lu.se/Malavi/blast.html
11,61

. As linhagens ausentes no banco de 

dados MalAvi foram consideradas novas linhagens e as respectivas sequências foram 

depositadas em ambos os bancos de dados (MalAvi e GenBank).  

 

A relação filogenética entre as linhagens identificadas foi inferida mediante uso de sequências 

de cytb do banco de dados MalAvi
11

, utilizando todas as sequências de morfoespécie 

disponíveis, após alinhamento em ClustalX 1.8 
62

. A análise bayesiana foi conduzida com o 

software MrBayes versão 3.2.0 
63

. Duas cadeias de Markov foram corridas de 3 a 5 milhões de 

gerações. As 25% primeiras árvores foram descartadas como “burn-in”. As árvores restantes 

foram usadas para calcular as probabilidades posteriores. As árvores obtidas em todas as 

análises foram visualizadas e editadas pelo programa FigTree - Tree Figure Drawing Tool v. 

1.3.1
64

. 

 

 

5.7 Análise dos resultados 

 

 

Os resultados dos testes para diagnóstico dos hemosporídeos bem como as informações 

relacionadas com o local de coleta, ordem, família, espécie, estado de conservação na natureza, 

linhagens detectadas e padrão migratório das aves foram introduzidos numa base de dados em 

Microsoft Office Excel para posterior análise descritiva.  A prevalência dos hemosporídeos foi 

calculada com base nos resultados positivos e o número total de animais amostrados. A 

distribuição geográfica das linhagens bem como a sua capacidade de dispersão foi avaliada 

mediante verificação das linhagens bem como a sua ocorrência (ordem, espécie e local) no 

banco de dados MalAvi.  

 

 

 

 

 

 

http://www.ncbi.nlm.nih.gov/blast/Blast.cgi
http://mbioserv2.mbioekol.lu.se/Malavi/blast.html
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5.8 Aspectos éticos 

 

 

O presente projeto foi submetido ao Sistema de Autorização e Informação em Biodiversidade 

(SISBIO) do IBAMA (Instituto Brasileiro do Meio Ambiente e dos Recursos Naturais 

Renováveis, Ministério do Meio Ambiente) (Autorização no. 57641-3), à Comissão de Ética no 

Uso de Animais (CEUA) do Instituto de Medicina Tropical de São Paulo da Universidade de 

São Paulo (aprovação em 09/05/2017, protocolo 352A) e à Comissão de Ética no Uso de 

Animais (CEUA) do Instituto de Ciências Biomédicas da Universidade de São Paulo 

(aprovação em 10/04/2017, protocolo 29/2017).  Todos os esforços foram feitos para minimizar 

o tempo de manuseio e potencial sofrimento dos animais, utilizando o menor número de aves 

possível. 
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6 RESULTADOS  

 

 

6.1 Infecção experimental com hemosporídeos  

 

 

A eleição das aves doadoras foi baseada no histórico de malária no estudo anterior
14,15

 e as 

coletas de sangue dependiam da rotina de manejo das aves da FPZSP.  Assim, a coleta de 

sangue das aves doadoras foi efetuada de modo a realizar a inoculação do sangue no mesmo dia 

em que foi efetuada a coleta e, o resultado do diagnóstico foi obtido posteriormente à 

inoculação.   

 

Foram inoculados 15 pintinhos com sangue de Pavo cristatus, Pavo muticus e Crax 

blumenbachii positivas para Plasmodium sp. no estudo efetuado por Chagas et al.
14,15

, sendo 2 

pintinhos para amostra de sangue da ave doadora, com exceção de uma ave doadora que teve o 

sangue inoculado em apenas um pintinho (Tabela 1).  

 

 

Tabela 1 – Aves doadoras e as aves receptoras inoculadas  

Ave Doadora Ave receptora 

Espécie ID ID receptora 

Crax blumenbachii  CAD28081 
1- Asa direita vermelha 

2- Asa direita verde 

Pavo cristatus  CAD27038 
3- Asa direita preta 

4- Asa direita laranja 

Pavo cristatus  CAD27992 
5- Cabeça e pata direita verde 

6- Cabeça e pata direita preta 

Crax blumenbachii  CAD24884 
7- Cabeça e pata esquerda vermelha 

8- Asa esquerda verde 

Pavo muticus  CAD28899 
9- Asa esquerda vermelha 

10- Asa esquerda preta 

Pavo cristatus  CAD27045 
11- Asa esquerda Laranja 

12- Cabeça e asa esquerda preta 

Crax blumenbachii  CAD28082 
13- Cabeça e pata esquerda vermelha 

14- Asa esquerda e direita verde 

Pavo cristatus  CAD31613 15- Asa esquerda e direita vermelha 
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No 4°dpi, os pintinhos (9 e 10) inoculados com sangue de Pavo muticus (positivo por PCR para 

Plasmodium sp. linhagem DENVID01), apresentaram formas intraeritrocíticas compatíveis com 

Plasmodium sp. no exame microscópico, com uma parasitemia de 0,09%.  Nos monitoramentos 

subsequentes a infecção caracterizou-se por apresentar uma parasitemia menor que a verificada 

no 4°dpi (Gráfico 1, pintinho 10). Ao longo do período do experimento a infecção não foi 

adiante, ou seja, a parasitemia não aumentou, não foram verificadas formas evolutivas dos 

parasitas e as poucas formas que existiam desapareceram.  

 

O sangue dos pintinhos inicialmente positivos para Plasmodium sp. no exame microscópico, 

apresentou resultados negativos quando testado por PCR para hemosporídeos no fim do 

experimento. Não foram verificadas alterações comportamentais ou clínicas nas aves 

inoculadas. Não foi verificado nenhum óbito em decorrência da incompatibilidade sanguínea ou 

pela inoculação de sangue heterólogo. As restantes aves doadoras e as respetivas aves receptoras 

foram negativas por PCR e no exame microscópico para Plasmodium sp. e outros 

hemosporídeos relacionados.  

 

 

Gráfico 1 - Parasitemia da ave 10 inoculada com sangue de Pavo muticus, avaliada de acordo 

com os dias pós-inoculação por Plasmodium sp. (linhagem DENVID01) em 

esfregaços sanguíneos. 
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6.2 Prevalência e diversidade de hemosporídeos em aves silvestres 

 

 

6.2.1 Descrição das aves silvestres capturadas 

 

 

No presente estudo, a classificação taxonômica e o estado de conservação na natureza seguiram 

a classificação do Comitê Brasileiro de Registros Ornitológicos (CBRO) e a lista vermelha da 

União Internacional para Conservação da Natureza (UICN em inglês IUCN-International 

Union for Conservation of Nature’s Red List of Threatened Species, disponível em 

https://www.iucnredlist.org/). 

 

Foram amostradas 531 aves pertencentes a sete ordens (Accipitriformes, Apodiformes, 

Columbiformes, Passeriformes, Piciformes, Psittaciformes e Trogoniformes), 26 famílias e 146 

espécies. A ordem Passeriformes apresentou maior número de indivíduos amostrados, 

representando 91,15 % das aves amostradas. As demais ordens apresentaram uma quantidade 

baixa de indivíduos, sendo a ordem Trogoniformes a que apresentou menor números de aves 

amostradas (0,19%) como ilustrado no gráfico 2.   

 

 

Gráfico 2 - Distribuição das aves amostradas segundo a ordem (percentagem das aves 

amostradas em função da ordem das aves). 
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As famílias e o número de aves amostradas foram: Tyrannidae (169), Thraupidae (91), 

Furnariidae (41), Parulidae (36), Turdidae (34). As famílias Passerellidae (26), Thamnophilidae 

(23), Pipridae (22), Trochilidae (12) e Vireonidae (11), Accipitridae (9) Columbidae (9), 

Fringillidae (8), Tityridae (8), Picidae (7), Psittacidae (5), Conopophagidae (4), Ramphastidae 

(4) e Cardinalidae (3). Formicariidae (1), Hirundinidae (1), Icteridae (1), Motacillidae (1), 

Polioptilidae (1) e Troglodytidae (1), tiveram o menor número de aves amostradas (Gráfico 3). 

 

As espécies com maior número de aves amostradas foram: Elaenia albiceps chilensis (49), 

Zonotrichia capensis (tico-tico) (21) e Haplospiza unicolor (cigarra-bambu) (20). Cerca de 50 

espécies apresentam apenas um indivíduo amostrado. A família com maior diversidade de 

espécies amostradas foi Tyrannidae, apresentando 33 espécies distintas. 

 

Quanto ao padrão migratório, 42,4% das aves amostradas são aves migratórias, das quais 

0,75% são migratórias altitudinais (https://www.iucnredlist.org/). Em relação ao estado de 

conservação na natureza segundo a IUCN, 87,27 % (474) das espécies de aves amostradas são 

Pouco Preocupante ou LC (do inglês, Least Concern), 1,5% Quase Ameaçada ou NT (do 

inglês, Near Threatened) e 0,4% somam as espécies Vulnerável ou VU (do inglês, Vulnerable) 

e Em Perigo ou EN (do inglês, Endangered). 

 

Platyrinchus leucoryphus (patinho-de-asa-castanha) e Rhopornis ardesiacus (gravatazeiro ou 

papa-formiga-de-gravatá) são a espécie vulnerável e a espécie em risco alto de extinção, 

respectivamente, segundo a IUCN. 
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Gráfico 3 – Número de aves amostradas por família 

 

 

Em cada local de estudo foram amostradas: 188 no PUCRS Pró-Mata (RS), 121 no Núcleo 

Curucutu (SP), 79 no Parque Nacional Saint Hilaire-Lange (PR), 41 na Reserva Ecológica 

Michelin (BA), 40 na Fazenda Tunico-Milagres (BA), 40 Reserva Biológica de Guaribas (PB) 

e 22 no Rancho Cañadón Florido (Esquel) na Argentina (Tabela 2). 
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Tabela 2 - Número de aves amostradas por família em cada área de estudo. 

Local  Ordem /Família Número de espécies  
M

ic
h

el
in

, B
A

 

Apodiformes   

Trochilidae 4 

Passeriformes   

Conopophagidae 1 

Fringillidae 3 

Furnariidae 3 

Icteridae 1 

Pipridae 8 

Thamnophilidae 4 

Thraupidae 6 

Tityridae 2 

Turdidae 4 

Tyrannidae 3 

Trogoniformes   

Trogonidae 1 

Sub-total   41 

M
ila

gr
es

, B
A

 

Apodiformes   

Trochilidae 3 

Passeriformes   

Furnariidae 4 

Parulidae 1 

Passerellidae 1 

Polioptilidae 3 

Thamnophilidae 10 

Thraupidae 7 

Tityridae 1 

Troglodytidae 1 

Tyrannidae 8 

Vireonidae 1 

Sub-total   40 

R
EB

IO
 G

u
ar

ib
as

 

Columbiformes   

Columbidae 6 

Passeriformes   

Conopophagidae 1 

Furnariidae 3 

Parulidae 2 
Passerellidae 4 

Pipridae 1 

Thamnophilidae 1 
Thraupidae 14 

Turdidae 1 

Tyrannidae 7 

Sub-total   40  Continua 
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Continuação Tabela 2 

 

Local  
 

Ordem /Família Número de espécies  
P

A
R

N
A

 S
ai

n
t 

H
ila

ir
e

-L
an

ge
 

 Columbiformes   
 Columbidae 2 
 Piciformes   
 Ramphastidae 3 
 Passeriformes   
 Cardinalidae 3 
 Furnariidae 11 
 Parulidae 7 
 Pipridae 12 
 Thamnophilidae 1 
 Thraupidae 7 
 Tityridae 4 
 Turdidae 12 
 Tyrannidae 17 

Sub-total    79 

P
U

C
R

S 
P

ró
-M

at
a 

 Accipitriformes   
 Accipitridae 9 
 Apodiformes   
 Trochilidae 5 
 Columbiformes 1 
 Columbidae 1 
 Passeriformes   
 Conopophagidae 1 
 Formicariidae 1 
 Fringillidae 1 
 Furnariidae 10 
 Hirundinidae 1 
 Parulidae 16 
 Passerellidae 18 
 Pipridae 1 
 Thamnophilidae 2 
 Thraupidae 41 
 Turdidae 13 
 Tyrannidae 56 
 Vireonidae 7 
 Piciformes   
 Picidae 4 
 Ramphastidae 1 

Sub-total 
 

  188 
Continua 
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            Continuação Tabela 2 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

6.2.2 Detecção de hemoparasitas por microscopia ótica 

 

 

Foram examinados um total de 64 esfregaços sanguíneos (sendo 18 pertencentes às aves da 

Reserva Ecológica Michelin, 22 de aves de Esquel e 24 de aves do Parque Nacional Saint 

Hilaire-Lange), dos quais 6 apresentaram parasitas do gênero Plasmodium e 6 do gênero 

Haemoproteus (Tabela 3). O nível de parasitas detectado nos exames microscópicos foi 

<0.01% (1-6 parasitas/100 campos microscópicos) em 9 esfregaços e >0.01% em 3 esfregaços 

examinados (Tabela 3), com predominância de poucas formas evolutivas dos parasitas, tendo 

sido identificados gametócitos e merontes para Plasmodium e gametócitos de Haemoproteus 

(Figura 8 e 9). As espécies que apresentaram maior número de parasitas por campo foram: 

Turdus leucomelas (Sabiá-barranco), Tangara sayaca (Sanhaçu-cinzento) e Glaucis hirsutus 

Local Ordem /Família Número de espécies 
Es

q
u

el
 

Passeriformes 
 Fringillidae 4 

Furnariidae 4 

Passerellidae 2 

Thraupidae 1 

Turdidae 4 

Tyrannidae 7 

Sub-total 
 

22 

N
ú

cl
eo

 C
u

ru
cu

tu
 

Passeriformes 
 

Conopophagidae 1 

Furnariidae 6 

Motacillidae 1 

Parulidae 10 

Thamnophilidae 5 

Thraupidae 15 

Tityridae 1 

Tyrannidae 71 

Vireonidae 3 

Piciformes 

 Picidae 3 

Psittaciformes 
 

Psittacidae 5 

Sub-total 
 

121 

Total   531   
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(Balança-rabo-de-bico-torto) (Tabela 3). Foram também detectadas microfilárias em 5 

esfregaços sanguíneos que foram negativos para hemosporídeos (Figura 9).  

 

 
Tabela 3 – Descrição das amostras positivas no diagnóstico microscópico e respectivo 

resultado no diagnóstico molecular. 

 

 
Local Hospedeiro Parasito Parasitemia PCR Linhagem 

P
A

R
N

A
 S

ai
n

t 
H

ila
ir

e
-L

an
ge

 

Passeriformes       

Turdidae     

Turdus albicollis (PNSHL06) Plasmodium sp. (<0.01%) P. unalis 99% HYLMUS01 

Turdus albicollis (PNSHL07) Plasmodium sp. (<0.01%) P. nucleophilum  DENPET03 

Turdus albicollis (PNSHL10) Plasmodium sp. (<0.01%) P. lutzi TURALB01 
Cardinalidae     

Habia rubica (PNSHL29) Plasmodium sp. (<0.01%) P. cathemerium TACRUB04 

Habia rubica (PNSHL35) Plasmodium sp. (<0.01%) P. cathemerium TACRUB04 

Piciformes     

Ramphastidae     

Ramphastos dicolorus (PNSHL46) Plasmodium sp. (<0.01%) P. unalis 99% HYLMUS01 

M
ic

h
e

lin
 

Passeriformes       

Turdidae     

Turdus leucomelas (ZOO 03) Haemoproteus sp. (0.02%) Haemoproteus sp. EUMIN01 

Thraupidae     

Tangara sayaca (ZOO 010) Haemoproteus sp. (0.2%) Haemoproteus sp. THRSAY01 

Apodiformes     

Trochilidae     

Glaucis hirsutus (ZOO 017) Haemoproteus sp. (1%) Haemoproteus sp. EUPMAC03 

Es
q

u
e

l 

Passeriformes       

Furnariidae     

Asthenes pyrrholeuca (PAT 472) Haemoproteus sp. (<0.01%) Haemoproteus sp. 96% CATAUR01/ 
96% MYCAME08 

Thraupidae     

Phrygilus patagonicus (PAT 479) Haemoproteus sp. (<0.01%) Haemoproteus sp. 99% TROAED14 

Tyrannidae     

Elaenia albiceps chilensis (PAT 479) Haemoproteus sp. (<0.01%) Haemoproteus sp. TURUF02 
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Figura 8 - Esfregaços sanguíneos de aves silvestres de Michelin e Patagônia, corados com 

Giemsa evidenciando gametócitos de Haemoproteus sp. (Fotos: Kiba Comiche).

  

 

 

Figura 9 - Esfregaços sanguíneos de aves silvestres do PARNA Saint Hilaire-Lange: (A) 

referente a lâmina positiva para Plasmodium sp., a seta vermelha indica um 

meronte imaturo de Plasmodium cathemerium (linhagem TACRUB04); (B) 

lâmina negativa para hemosporídeos com presença de microfilária (Fotos: Kiba 

Comiche). 
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6.2.3 Detecção de hemosporídeos por PCR  

 

 

Foram analisadas 531 amostras de aves por nested PCR quanto à presença de hemosporídeos 

(Plasmodium/Haemoproteus/Leucocytozoon). Destas, 72 (13,56 %) foram positivas, sendo: 

9,23 % (49) Plasmodium, 3,2 % (17) Haemoproteus (das quais 1 do subgênero Haemoproteus e 

as demais ao subgênero Parahaemoproteus) e 1,13% (6) Leucocytozoon. A Figura 10, indica 

quatro amostras positivas para Plasmodium e/ou Haemoproteus (12D, 12C, 11D e 11C) e uma 

para Leucocytozoon (10H), onde fragmentos de aproximadamente 500 bp, assim como nos 

controles positivos para Leucocytozoon e Plasmodium (C+) podem ser evidenciados. Na 

mesma figura é notável a ausência de banda no controle negativo (CN), como esperado. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

6.2.4 Perfil das aves positivas 

 

 

As 72 amostras positivas para hemosporídeos (Plasmodium/Haemoproteus/Leucocytozoon) 

evidenciaram a infecção em 4 ordens (Apodiformes, Columbiformes, Passeriformes e 

Piciformes), 18 famílias e 38 espécies de aves, como demonstrado nos Gráficos 4 e 5. A ordem 

com maior número de amostras positivas foi a Passeriformes (Gráfico 4) e as famílias Turdidae 

e Tyrannidae foram as que apresentaram maior número de aves positivas (Gráfico 5). 

 

 

 

 

Figura 10 - Fragmentos amplificados usando a PCR para a identificação de hemosporídeos 

(Plasmodium/Haemoproteus/Leucocytozoon) (Fotos: Kiba Comiche). 
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Gráfico 4 – Distribuição das aves positivas para hemosporídeos em função da ordem. 

 

 

 

 

Gráfico 5 – Distribuição das aves positivas para hemosporídeos segundo a família. 

 

 

As 38 espécies de aves positivas para hemosporídeos são indicadas na Tabela 4. Destas, as 

espécies com maior número de indivíduos positivos foram Turdus albicollis (6), Elaenia 

albiceps chilensis (6), Turdus flavipes (5), Turdus leucomelas (4), Turdus rufiventris (4) e 

Vireo olivaceus (4), refletindo o maior esforço amostral para essas espécies de aves. 
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Tabela 4 – Espécies de aves positivas para hemosporídeos. 

Nome científico Nome comum  N n % 

Arremon taciturnus Tico-tico-de-bico-preto 5 1 20 

Asthenes pyrrholeuca Lenheiro-de-rabo-comprido 2 1 50 

Basileuterus culicivorus Pula-pula 12 3 25.0 

Chamaeza campanisona Tovaca-campainha 1 1 100.0 

Chiroxiphia caudata Tangará 13 1 7.7 

Conopophaga lineata Chupa-dente 2 1 50.0 

Dysithamnus mentalis Choquinha-lisa 2 1 50.0 

Elaenia albiceps chilensis  Guaracava-de-crista-branca 49 6 12.2 

Elaenia mesoleuca Tuque 16 2 12.5 

Eupetomena macroura Beija-flor-resoura 2 1 50.0 

Glaucis hirsutus Balança-rabo-de-bico-torto 2 1 50.0 

Habia rubica Tiê-de-bando 3 3 100.0 

Leptotila verreauxi Juriti-pupu 2 1 50.0 

Lochmias nematura João-porca 2 1 50.0 

Myiarchus ferox Maria-cavaleira 2 1 50.0 

Myiarchus swainsoni Irré 10 1 10.0 

Pachyramphus viridis Caneleiro-verde 1 1 100.0 

Phaethornis pretrei Beija-flor-rabo-branco-acanelado 1 1 100.0 

Phrygilus patagonicus Passarinho da Serra da Patagônia 1 1 100.0 

Polioptila plumbea Balança-rabo-de-chapéu-preto 3 1 33.3 

Ramphastos dicolorus Tucano-de-bico-verde 3 1 33.3 

Schiffornis virescens Flautim 3 1 33.3 

Spinus barbatus Pintassilgo-de-gravata 4 1 25.0 

Tachyphonus coronatus Tiê-preto 8 3 37.5 

Tangara cyanoptera Sanhaçu-de-encontro-azul 2 1 50.0 

Tangara sayaca  Sanhaçu-cinzento 3 1 33.3 

Thamnomanes caesius Ipecuá 2 1 50.0 

Trichothraupis melanops Tiê-de-topete 5 1 20.0 

Turdus albicollis Sabiá-coleira 13 6 46.2 

Turdus amaurochalinus Sabiá-poca 2 1 50.0 

Turdus falcklandii Sabiá-austral 4 3 75.0 

Turdus flavipes Sabiá-una 5 5 100.0 

Turdus leucomelas Sabiá-barranco 5 4 80.0 

Turdus rufiventris Sabiá-laranjeira 4 4 100.0 

Turdus subalaris Sabiá-ferreiro 1 1 100.0 

Vireo chivi Juruviara 2 1 50.0 

Vireo olivaceus Juruviara-boreal 6 4 66.7 

Zonotrichia capensis Tico-tico 21 3 14.3 

Total 
  

72 
 N = número de aves amostrada/espécie de ave positiva     

n = número de aves positivas/espécie de ave positiva   

% = Prevalência de hemosporídeos/espécie de ave     
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É importante ressaltar que Vireo olivaceus se refere ao atual Vireo chivi (segundo a 

classificação do Comitê Brasileiro de Registros Ornitológicos, CBRO). Entretanto, essa 

classificação não é muito utilizada internacionalmente. Alguns autores também utilizam Vireo 

olivaceus chivi. Nesse trabalho utilizamos ainda Vireo olivaceus, pois essas amostras já foram 

publicadas com essa classificação (Apêndice B), inclusive nos bancos de dados GenBank 

(Acessos #MK695215, #MK695232, #MK695341, #MK695412, #MK695413 e #MK695485) 

e MalAvi.   

 

 

6.2.5 Distribuição das aves positivas em função do local de estudo 

 

 

A prevalência dos hemosporídeos em amostras brasileiras foi de 12,77% (65/509) e das 

amostras argentinas foi de 31,8% (7/22). Em relação aos locais de estudo, as amostras positivas 

foram diagnosticadas em aves capturadas em:   Curucutu (11), Esquel (7), Michelin (11), 

Milagres (3), PARNA Saint Hilaire-Lange (18) e Pro Mata (22), como ilustrado no Gráfico 6. 

Em Guaribas não foram encontradas aves positivas. 

 

 

 

Gráfico 6 - Distribuição das aves positivas em função do local de estudo. 
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A maior prevalência de Plasmodium foi encontrada em aves amostradas em PARNA Saint 

Hilaire-Lange (21,52%), Michelin (14,63%), Pro Mata (9,52%) e em Esquel não foram 

diagnosticadas aves positivas para Plasmodium (Gráfico 6 e Figura 11).  Os parasitas do gênero 

Haemoproteus foram detectados em aves amostradas em Esquel (13.64 %), Michelin (12,20 

%), Milagres (5 %), Pro Mata (2,13 %), Curucutu (1,65 %) e PARNA Saint Hilaire-Lange 

(1,27 %). Em relação ao gênero Leucocytozoon, só foi diagnosticado em aves amostradas em 

Esquel (18,18 %) e Curucutu (1,65 %) (Figura 11).   

 

O gênero Leucocytozoon foi amplamente diagnosticado em aves migratórias (Elaenia albiceps 

chilensis, Spinus barbatus e Turdus falcklandii). A espécie Elaenia albiceps chilensis foi a 

única espécie parasitada pelos três hemosporídeos nomeadamente Plasmodium, Haemoproteus 

e Leucocytozoon em igual número de indivíduos (dois por gênero de hemosporídeo). Os 

indivíduos da família Turdidae em sua maioria foram positivos para Plasmodium, sendo Turdus 

albicollis a espécie com mais indivíduos positivos. Turdus falcklandii (espécie restrita à região 

temperada do sul da América do Sul) apresentou maior número de positivos para 

Leucocytozoon.  

 

Os parasitas do gênero Haemoproteus foram diagnosticados em Vireo olivaceus (3), 

Zonotrichia capensis (2), Elaenia albiceps chilensis (2) e Asthenes pyrrholeuca (1), espécies 

tidas como migratórias. Os indivíduos infectados por parasitas do gênero Leucocytozoon só 

foram encontrados em um local amostrado no Brasil, com números mais baixos quando 

comparados com a Argentina (Grafico 6 e Figura 11).  
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Figura 11 – Prevalência dos hemosporídeos aviários nos locais amostrados. 

 

 

6.2.6 Distribuição das aves positivas em função do Status migratório 

 

 

 Das 72 amostras de aves positivas para hemosporídeos, 31 eram migratórias (Gráfico 7), em 

sua maioria aves pertencentes às famílias Turdidae (9), Tyrannidae (9) e Vireonidae (5), dos 

gêneros Elaenia, Turdus e Vireo. Dentre os locais amostradas, Pro Mata, apresentou o maior 

número de indivíduos migratórios positivos (14) para Plasmodium e Haemoproteus, sendo as 

espécies Turdus flavipes e Vireo olivaceus as mais frequentemente encontradas. Todas as 7 
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aves positivas em Esquel eram migratórias e na sua maioria indivíduos da espécie Turdus 

falcklandii positivos para Leucocytozoon. A Zonotrichia capensis é uma espécie migratória de 

ampla distribuição sendo encontrada em muitos países da região Neotropical. As aves 

amostradas no Brasil, apesar de algumas serem migratórias, na sua maioria são aves residentes 

e não efetuam migrações muito distantes. Ao contrário, as aves amostradas na Patagônia, entre 

elas Elaenia albiceps chilensis, também foi encontrada em Curucutu e parasitada por 

Leucocytozoon. As aves não migratórias na sua maioria pertenciam a ordem Passeriformes, 

família Turdidae e a espécie com maior número de indivíduos positivos foi Turdus albicollis. 

As aves migratórias apresentaram maior diversidade de hemosporídeos estando parasitados por 

Plasmodium (15), Haemoproteus (10) e Leucocytozoon (6), enquanto as aves não migratórias 

estavam parasitadas por Plasmodium (35) e Haemoproteus (6) como indicado no Gráfico 7. 

 

 

 

 

Gráfico 7 - Distribuição das aves positivas em função do status migratório. 

 

 

6.2.7 Diversidade de hemosporídeos 

 

 

Para avaliar a diversidade de linhagens de hemosporídeos, as 72 amostras positivas para os 

hemosporídeos foram sequenciadas, tendo-se identificado 42 linhagens cytb de hemosporídeos, 

das quais 12 Haemoproteus (96% CATAUR01/MYCAME08, 99% TROAED14, 99% 
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LEPRUF02, 99% PACPEC02 (THRSAY01), 99% PAPOL03, 99% TROAED18 

(EUPMAC03), EUMIN01, MYISWA01, VIGIL09, VIOLI05, VIOLI06 e ZOCAP01), 24 

linhagens de Plasmodium (99% LEPCOR05 (ARRTAC06), 99% AMMAUR01/CINRUF01, 

99% DENVID01, 99% HYLMUS01, 99% NYCNYC01, ANGAL01, ARRTAC01, 

CHACAM03, CYCYA01, DENPET03, LEAMA01, MASTR01, PADOM09, PADOM11, 

PHPAT01, PYLEU01, RAMCAR01, TACRUB04, TRMEL02, TULEU06, TUMIG03, 

TURALB01, TURALB05, TURFAL06, TURUF03) e 4 linhagens de Leucocytozoon (98% 

GRAQUI02, 99% TROAED02, 99% TURNAU01 e 99% TURPEL02). Foi detectada uma 

infecção mista por duas linhagens de Leucocytozoon, devido à dificuldade de sequenciamento, 

essa amostra não foi incluída na análise de diversidade filogenética, sendo apenas utilizada na 

análise de hemosporídeos positivos por PCR. 

 

Algumas das linhagens encontradas no presente trabalho foram previamente descritas em 

outros estudos e, na sua maioria na América do Sul. Dezoito das linhagens são novas 

descrições (em negrito no Apendice A). As linhagens com maior prevalência foram: 

PADOM09, TUMIG03, TURALB01 sendo 11,11% para cada. A distribuição das linhagens de 

hemosporídeos nos locais de estudo, mostrou que Pro Mata e Curucutu apresentaram maior 

diversidade de hemosporídeos (Gráfico 8), refletindo o maior esforço amostral. Entretanto, 

considerando-se o número de linhagens distintas em relação ao número de amostras analisadas, 

é possível verificar concordância com a hipótese do gradiente latitudinal (maior diversidade 

próximo a linha do equador) para Plasmodium/Haemoproteus. Por outro lado, em relação a 

Leucocytozoon, há indícios de um gradiente inverso (Figura 11 e Gráfico 8). 
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Gráfico 8 - Diversidade de Linhagens de hemosporídeos encontradas nos locais de estudo com 

amostras positivas. 

 

A maior diversidade de parasitas do gênero Plasmodium foi verificada em aves amostradas em 

Curucutu (8), PARNA Saint Hilaire-Lange (8) e Pro Mata (8), enquanto Michelin apresentou 

apenas uma linhagem de Plasmodium (Gráfico 8). PADOM09, TUMIG03 e TURALB01 foram 

as linhagens encontradas com maior frequência entre as aves amostradas. A linhagem 

PADOM09 foi encontrada parasitando 6 aves pertencentes a seis espécies diferentes 

(Trichothraupis melanops, Basileuterus culicivorus, Zonotrichia capensis, Elaenia mesoleuca, 

Polioptila plúmbea e Elaenia albiceps chilensis). Enquanto as linhagens TUMIG03 e 

TURALB01 foram encontradas em 6 indivíduos (em cada linhagem) de espécies distintas 

pertencentes à família Turdidae.  A linhagem TACRUB04 foi encontrada parasitando 3 

indivíduos da espécie Habia rubica, pertencente à família Cardinalidae.  DENPET03 foi a 

linhagem que apresentou características generalistas, acometendo 3 indivíduos pertencentes a 3 

espécies (Ramphastos dicolorus, Myiarchus swainsoni e Turdus leucomelas) e famílias 

(Ramphastidae, Tyrannidae e Turdidae) e duas ordens distintas (Piciformes e Passeriformes).  
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Para a análise filogenética, as 24 linhagens do cytb de Plasmodium spp identificadas no 

presente estudo, foram adicionadas numa base de dados contendo outras 40 linhagens obtidas 

do GenBank (Figura 12). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 12 (próxima página) - Filogenia bayesiana baseada no gene mitocondrial cytb de 

Plasmodium spp das linhagens identificadas no presente estudo (indicadas pelos 

símbolos correspondentes, como descrito na legenda da figura). As linhagens e 

espécies do subgênero Giovannolaia estão indicadas no topo da árvore na caixa 

verde, de Novyella estão indicadas na caixa rosa e as dos subgêneros 

Haemamoeba e Huffia nas caixas azul e amarela respectivamente. Os nomes das 

linhagens são apresentados antes dos nomes das espécies de parasitas. 

Leucocytozoon schoutedeni foi usado como grupo externo. Os valores de suporte 

dos nodos (em percentagem) indicam probabilidades posteriores.  
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Das linhagens de Haemoproteus encontradas no presente estudo, 3 foram identificadas ao nível 

da espécie nomeadamente: VIOLI05, VIOLI06 e VIGIL09 pertencentes a Haemoproteus 

vireonis e ZOCAP01 pertencente a Haemoproteus erythrogravidus. A linhagem LEPRUF02 foi 

o único exemplar do subgênero Haemoproteus sendo as demais linhagens pertencentes ao 

subgênero Parahaemoproteus (Figura 13). A maior diversidade de linhagens dos parasitas do 

gênero Haemoproteus foi encontrada em Pro Mata (4), seguido de Michelin (3), Esquel (3). 

PARNA Saint Hilaire-Lange apresentou o menor número de linhagens (1) (Gráfico 8). As 

linhagens encontradas em mais de um habitat foram registradas em Curucutu, Esquel, Milagres 

e Pro Mata. Onde a linhagem MYISWA01 encontrada em Esquel também foi encontrada em 

Curucutu, na mesma espécie de ave (Elaenia albiceps chilensis). VIGIL09 foi encontrada em 

duas aves com hábitos migratórios pertencentes à família Vireonidae em Pro Mata (Vireo 

olivaceus) e Curucutu (Vireo chivi). E a linhagem ZOCAP01, foi encontrada em duas aves 

migratórias da espécie Zonotrichia capensis em Milagres e Pro Mata.  

 

A árvore filogenética das linhagens de cytb de Haemoproteus spp identificadas no presente 

estudo, foram adicionadas numa base de dados contendo outras 86 linhagens obtidas do 

GenBank, sendo 8 do subgênero Haemoproteus e as restantes do subgênero Parahaemoproteus 

(Figura 13).    

 

 

 

 

 

 

 
Figura 13 (próxima página) - Filogenia bayesiana baseada em cytb mostrando a posição das 

linhagens de espécies de Haemoproteus encontradas neste estudo (em caixas verde 

escuro, rosa e lilás escuro) e as linhagens obtidas na base de dados. Cada local de 

estudo está indicado por símbolos. Os nomes das linhagens são apresentados antes 

dos nomes das espécies de parasitas. O topo da árvore (caixa verde claro) 

representa o subgênero Haemoproteus e o subgênero Parahaemoproteus é 

representado pela caixa lilás claro. Leucocytozoon schoutedeni foi usado como 

grupo externo. Os valores de suporte dos nodos (em percentagem) indicam 

probabilidades posteriores. 



74 

 



75 

 

As linhagens referentes ao gênero Leucocytozoon, foram encontradas em Curucutu e Esquel (Gráfico 

8). Das linhagens encontradas no presente estudo nenhuma foi identificada ao nível de espécie, tendo-

se limitado ao gênero. A maior diversidade de linhagens do gênero Leucocytozoon foi verificada em 

Esquel e, na sua maioria em aves passeriformes com hábitos migratórios. A linhagem TURNAU01 foi 

a mais prevalente sendo encontrada maioritariamente em Turdus falcklandii. Ao todo foram 

encontradas 4 linhagens Leucocytozoon e foram usadas junto com as 20 linhagens de espécies de 

Leucocytozoon de referência para a análise filogenética (Figura 14). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 14 (próxima página) - Filogenia bayesiana das linhagens de cytb de Leucocytozoon, 

mostrando a posição da linhagem brasileira PESM160 (98%GRAQUI02) (indicado 

por ) e as linhagens argentinas (indicado por ) entre as linhagens 

representativas de Leucocytozoon do GenBank. Plasmodium elongatum foi usado 

como grupo externo. Os nomes das linhagens são apresentados antes dos nomes 

das espécies de parasitas e os valores de suporte dos nodos (em percentagem) 

indicam probabilidades posteriores. 
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7 DISCUSSÃO  

 

 

7.1 Infecção experimental com hemosporídeos  

 

 

No presente estudo combinamos o diagnóstico morfológico, molecular e a infecção 

experimental usando aves de diferentes gêneros como doadoras de parasitas com vista a 

identificar as espécies de Plasmodium de algumas linhagens encontradas em aves de vida livre 

e cativas da FPZSP. Segundo vários autores
1,4,7,11,54

, a correta identificação destes parasitas é 

essencial para melhor entendimento da interação hospedeiro-parasita, obtenção de informações 

sobre as características do parasita assim como para analisar a co-infecção em aves por 

diferentes espécies de hemosporídeos. 

 

Embora as aves receptoras não tenham desenvolvido parasitemia, o experimento foi importante 

para demonstrar que não ocorre nenhuma reação de incompatibilidade sanguínea em 

decorrência da inoculação de sangue de heterologo em pintinhos (Gallus gallus domesticus). 

Segundo Shimmel et al.
65

, a inoculação de sangue em um receptor de uma espécie diferente 

(transfusão de sangue heterólogo) pode constituir um risco para a saúde ou mesmo morte, 

devido a incompatibilidades do tipo sanguíneo. Como sucedeu com Carlson et al.
19

, onde após 

a inoculação de sangue de um pardal branco (Zonotrichia leucophrys pugetensis) em um 

canário, este veio a óbito imediatamente e quando foi feito o esfregaço de sangue foi detectada 

uma considerável agregação de trombócitos. 

 

Na maioria dos experimentos usando aves selvagens com infecção crônica como doadoras é 

possível obter diferentes níveis de parasitemia, pois de acordo com vários estudos
6,19

, a 

capacidade de infectar as aves e a dinâmica da parasitemia, não depende da dose de merontes no 

inóculo. Segundo Dimitrov et al.
18

, a susceptibilidade de alguns hospedeiros às diversas 

linhagens de Plasmodium spp. pode variar significativamente. Alguns hospedeiros não 

respondem à infecção experimental com algumas linhagens, como aconteceu com os patinhos 

que não foram suscetíveis à infecção obtida de um isolado de pardal (GRW11), mas 

desenvolveram parasitemia quando essas aves foram expostas à coinfecção (GRW11 e 

PADOM02) obtida de canário doméstico.  
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As aves inoculadas com sangue de Pavo muticus, positivo para Plasmodium sp. linhagem 

DENVID01 (acesso GenBank #KU057966) por PCR, apresentaram formas intraeritrocíticas 

compatíveis com Plasmodium sp. no 4° dpi. Porém, ao longo do período do experimento, a 

parasitemia não aumentou, não foram verificadas formas evolutivas dos parasitas e as poucas 

formas que existiam desapareceram. No estudo efetuado por Levin et al.
50

, as aves doadoras 

foram positivas para Plasmodium elongatum no exame microscópico e a PCR mostrou um 

resultado negativo para esse parasita. No mesmo estudo as aves receptoras foram susceptíveis a 

infecção por Plasmodium ashfordi (GRW02) mas desenvolveram uma parasitemia 

extremamente baixa (0.0001%) sem a presença de gametócitos e não foi reportada nenhuma 

mortalidade, porém foram positivas na PCR. Casos similares por vezes são verificados em 

infecções abortivas por hemosporídeos onde a PCR é positiva mesmo na ausência de 

gametócitos
4,50

. Quando o parasita não completa o seu desenvolvimento até chegar a fase de 

gametócito no sangue periférico, a sua transmissão natural através de um vetor é impossível
4,18

 

sendo finalizada a transmissão do parasita
50

. Segundo Levin et al.
50

, o diagnóstico molecular 

baseado em PCR, pode identificar este tipo de infecção como positiva, podendo deste modo 

subsidiar análises evolucionárias. 

 

No presente estudo só foi possível visualizar formas imaturas de Plasmodium sp. e a 

parasitemia apresentou-se muito baixa e nenhuma das aves desenvolveu qualquer sinal clínico. 

A baixa parasitemia e a ausência de sinais clínicos também foi verificada em animais 

experimentalmente e naturalmente infectados com Plasmodium juxtanucleare em vários 

estudos
67,68

. Estes resultados juntos corroboram a hipótese de que a baixa parasitemia não é 

uma consequência exclusiva da inoculação experimental do parasita, mas sim da limitação do 

desenvolvimento do parasita, que pode estar associado à baixa virulência ou a uma resposta 

imune eficiente do hospedeiro
69

. Na ave doadora do presente estudo (Pavo muticus) foram 

visualizadas formas similares a trofozoítos, mas dada a baixa parasitemia verificada na lâmina, 

aliada a ausência de mais formas evolutivas do parasita, não foi possível confirmar esse 

resultado, embora a amostra seja positiva na PCR. No estudo anteriormente realizado na 

FPZSP a mesma ave foi positiva no exame molecular e microscópico, porém a parasitemia era 

muito baixa
14,15

. Estes resultados sugerem que provavelmente se trate de uma infecção crônica, 

caracterizada pela ausência de gametócitos e com poucas formas imaturas do parasita. As 

infecções crônicas provavelmente persistem por toda a vida nas aves infectadas e, tanto os 

parasitas circulantes quanto os merontes exoeritrocitários persistentes podem servir como fonte 

de infecções recrudescentes
4
. Momentos de imunossupressão do hospedeiro ou em resposta à 
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sazonalidade podem resultar num aumento da parasitemia
1,4,24

. Segundo Krettli
70

, a presença de 

gametócitos na circulação sanguínea das aves, mesmo em níveis baixos é importante para saber 

a sua distribuição e a transmissão dos parasitas.  

 

A parasitemia pode ser influenciada por diversos fatores como: a imunidade da ave, o estágio 

da infecção e o período em que ela é estabelecida, a espécie do parasita e do hospedeiro, o sexo 

e a idade do hospedeiro e características intrínsecas do hospedeiro como a presença de 

hormônios sexuais
4
. Uma das propostas para contornar a questão da baixa parasitemia nas 

infecções experimentais é a imunossupressão
71

. Em alguns estudos sobre a biologia de P. 

juxtanucleare foram executados métodos de imunossupressão em galinhas, como a 

esplenectomia, irradiação por cobalto e raio X, administração de acetato de delta-hidrocortisona 

a 2,5% via intramuscular, administração de acetato de metilprednisolona via intramuscular e 

inoculação do vírus da anemia infecciosa das galinhas
68-72

. A elevação da parasitemia foi 

verificada na maioria das aves a partir do 10° após imunossupressão com redução de parasitas 

ao fim de 30 dpi
68-73

.  Elizei
68

 e Krettli
70 

constataram a presença de um elevado número de 

trofozoítos seguido de esquizontes e um baixo número de gametócitos. Vashist
71

 verificou 

diversas formas eritrocitárias após a imunossupressão, porém, em torno do 12°dpi essas formas 

não foram mais verificadas. Resultados similares também foram encontrados no presente 

estudo, onde no 4° dpi foram verificados trofozoítos e no 10°dpi não foram verificadas outras 

formas evolutivas dos parasitas (esquizontes e gametócitos) e as poucas formas que existiam 

desapareceram.  Sob ponto de vista taxonômico, a infecção experimental de aves é crucial para 

a identificação das espécies dos parasitas da malária aviária, pois permite a observação 

detalhada das características morfológicas dos vários estágios sanguíneos dos parasitas do 

gênero Plasmodium
4,18,51

.  

 

As aves cativas vivem sob constante estresse. A realização de experimentos expondo as aves 

diretamente ao vetor visa efetuar a transmissão natural do parasita e evita maior estresse nos 

animais
58

.  Alternativamente recorre-se a métodos para a preservação dos parasitas mesmo em 

casos de baixa parasitemia, como sucedeu no presente estudo. Nossos resultados reforçam a 

necessidade da realização de infecções experimentais para a identificação das espécies de 

Plasmodium sp. através de métodos que permitam o aumento da parasitemia e desenvolvimento 

de mais formas evolutivas do parasita no sangue das aves inoculadas além do uso de um vetor 

competente para manutenção da infecção. 
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7.2 Prevalência e diversidade de hemosporídeos em aves silvestres 

 

 

A ocorrência de hemosporídeos em aves silvestres tem vindo a despertar cada vez mais 

interesse de muitos pesquisadores em diferentes regiões do mundo, com vista a entender a 

parasitologia ecológica, a conservação e manejo de espécies de vertebrados
2,5-7,30

. Nossos 

resultados revelaram a ocorrência de hemosporídeos em aves silvestres de algumas áreas da 

Argentina e do Brasil usando métodos morfológicos e moleculares.   

 

Os métodos de detecção dos hemosporídeos envolvem a combinação de observações 

microscópicas, a detecção molecular e o sequenciamento de genes alvos específicos. 

Entretanto, esse diagnóstico pode ser comprometido, principalmente porque em muitos casos 

os hospedeiros vertebrados silvestres apresentam a infecção em fase crônica e com baixos 

níveis de parasitemia
4,7,14,27

. Neste estudo a ocorrência de hemosporídeos foi confirmada por 

microscopia e PCR. Não foi possível realizar esfregaços sanguíneos de todos os indivíduos 

amostrados, tendo-se realizado em 64 aves, das quais 12 foram positivas para Plasmodium e 

Haemoproteus.  Todos os esfregaços positivos apresentaram uma baixa parasitemia e poucas 

formas eritrocitárias dos parasitas, fato que impossibilitou a identificação da espécie de 

algumas linhagens. A identificação da espécie desses parasitas muita das vezes só é possível 

após a investigação da dinâmica da parasitemia e a observação de todos os estágios sanguíneos 

do parasita (trofozoítos, merontes e gametócitos)
4,17,60

. Baixas parasitemias em esfregaços de 

sangue periférico sugerem infecções crônicas, enquanto elevadas parasitemias indicam 

infecções recentes
16,17,74

.  

 

A prevalência dos hemosporídeos em amostras brasileiras do presente estudo foi de 12,77% 

(65/509) e 31,8% (7/22) para as amostras argentinas. Nossos resultados evidenciaram também 

uma elevada prevalência de infecção por Plasmodium em aves brasileiras enquanto as aves 

argentinas revelaram elevada prevalência de infecção por Leucocytozoon. Também 

constatamos uma moderada prevalência de infecção por Haemoproteus comparativamente a 

infecção por Leucocytozoon em aves amostradas em Esquel. A presença de infecções 

moderadas a altas por Leucocytozoon e Haemoproteus pode ser explicada por uma possível 

recaída da parasitemia que coincide com a época de reprodução do hospedeiro vertebrado ou 

frequentes reinfecções
4
. 
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No presente estudo, as aves brasileiras foram amostradas em áreas de conservação situadas em 

estados costeiros caracterizados principalmente pela predominância de Mata Atlântica. A 

prevalência de Plasmodium em aves silvestres da Mata Atlântica e Cerrado foi reportada em 

vários estudos
15,23,27,40,74-78

. Nossos resultados corroboram esses estudos, demonstrando uma 

elevada prevalência de Plasmodium spp. em aves de vida livre da ordem Passeriformes. 

 

Embora existam muitos estudos sobre hemosporídeos aviários, existem poucos sobre o gênero 

Leucocytozoon na região Neotropical
21

. O estudo realizado por Lotta et al.
78

, evidenciou que a 

distribuição de Leucocytozoon na região Neotropical é influenciada pela elevação, com altas 

prevalências entre 2400 a 3200 metros. Em nenhum dos estudos realizados anteriormente no 

Brasil usando métodos moleculares ou morfológicos
15,21,75-78

 foram analisadas amostras de aves 

quanto à presença de Leucocytozoon. Porém, recentemente foi feita a primeira descrição de 

sequência genética de Leucocytozoon no Brasil, em uirapuru-de-chapéu-azul (Lepidothrix 

coronata) da região central da Amazônia
23

. Esse estudo foi conduzido em populações de aves 

da Amazônia, Mata Atlântica e Pantanal usando um protocolo que combina real time PCR, 

nested PCR e microscopia, onde foram detectadas cinco amostras positivas para 

Leucocytozoon, não tendo se detectado o parasita em esfregaços. As sequências das amostras 

positivas revelaram que as cinco amostras foram infectadas pela linhagem LEPCOR08 

(atualmente denominada SETAUD30; acesso GenBank: MG714922-MG714926) não tendo 

sido possível chegar à espécie de Leucocytozoon
23

. No presente estudo foram encontradas seis 

amostras positivas para Leucocytozoon sendo duas em Curucutu e quatro em Esquel. Em 

Curucutu as aves positivas foram duas Elaenia albiceps chilensis e em Esquel foram uma 

Spinus barbatus e três Turdus falcklandii. Elaenia albiceps chilensis está presente na Argentina 

e tem um padrão migratório ao longo da costa Atlântica e na Amazônia para invernada
79

. No 

presente estudo, Elaenia albiceps chilensis foi amostrada tanto em Curucutu como em Esquel, 

Argentina.  

 

As aves acometidas pela malária devem ser consideradas como possíveis fontes de novas 

infecções, devido às mudanças ambientais e climáticas e à introdução acidental ou deliberada 

de aves e insetos vetores em regiões que não co-evoluíram com o parasita
2,3

. As aves 

migratórias desempenham um papel importante na epidemiologia da malária aviária, pois 

anualmente essas aves deslocam-se entre diferentes regiões zoogeográficas, fato que favorece a 

dispersão dos parasitas da malária inter ou intra continentalmente
43,45

. Alguns estudos têm 

demostrado que algumas espécies de hemosporídeos aviários são transmitidas durante a 
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nidificação e outras durante o período de invernada nas regiões tropicais e subtropicais
44

. 

Segundo Pulgarín‐R et al.
80

, a prevalência e a diversidade de linhagens de hemosporídeos, 

varia significativamente ao longo do tempo, sendo elevada durante a época reprodutiva e nas 

migrações de outono e inverno, declinando durante o inverno. Estes achados sugerem que a 

transmissão dos hemosporídeos em alguns casos pode estar associada a localização geográfica 

ou a interação parasita-vetor
45,53

.  

 

O presente estudo revelou uma grande diversidade de linhagens de hemosporídeos. Algumas 

das linhagens encontradas no presente trabalho foram previamente descritas em outros estudos 

e, na sua maioria na América do Sul
13-15,22,23,76-78,81-84

. Muitas das linhagens encontradas não 

foram descritas até ao momento (Apêndice A). Esses resultados corroboram com o método 

proposto por Bensch et al.
11

 para identificação de linhagens e com o MalAvi (mbio-

serv2.mbioekol.lu.se/Malavi/), assegurando que se trata de novas linhagens.  

 

A linhagem de Leucocytozoon encontrada em Curucutu apresentou 98% de similaridade com a 

linhagem GRAQUI02 descrita na Colômbia em passeriformes
78

. Essa linhagem foi descrita em 

Grallaria quitensis, uma espécie de ave da família Formicariidae que pode ser encontrada na 

Colômbia, Equador e Peru. Embora descrita em estudos anteriores, essa linhagem não está 

relacionada com qualquer uma das morfoespécies conhecidas. Na análise filogenética podemos 

constatar que a morfoespécie mais próxima é Leucocytozoon quynzae, descrita na América do 

Sul em beija flor
22

. As linhagens de Leucocytozoon encontradas em Esquel (TROAED02, 

TURPEL02 e TURNAU01), agruparam com as linhagens descritas no Peru, Ásia e África em 

Passeriformes de vida livre e cativos
85-88

. Das linhagens encontradas no presente estudo 

nenhuma foi identificada ao nível da espécie, tendo-se limitado ao gênero. A morfoespécie 

mais próxima da linhagem TROAED02 é Leucocytozoon majoris, descrita em aves de várias 

ordens
5,8

. As linhagens TURPEL02 e TURNAU01 não apresentaram nenhuma morfoespécie.  

 

As linhagens HYLMUS01, DENPET03, TURALB01, TACRUB04, EUMIN01, THRSAY01, 

EUPMAC03, TROAED14 e MYISWA01 encontradas no presente estudo, apresentaram 

esfregaços positivos, porém com baixa parasitemia e poucas formas eritrocitárias dos parasitas, 

fato que impossibilitou a identificação da espécie. Esse impasse também foi constatado no 

estudo realizado por Chagas et al.
13-15

 onde foram detectadas 14 linhagens de Plasmodium, 

sendo que apenas duas tinham espécie descrita: DENPET03 (P. nucleophilum) e GRW06 (P. 

elongatum). Apesar da maior sensibilidade dos métodos moleculares para detectar parasitas do 



83 

 

que a microscopia, existem limitações no seu uso no estudo de parasitas aviários pela 

dificuldade de ligar sequências genéticas a espécies cuja compreensão da taxonomia e 

biodiversidade permanecem limitadas
11,12

. Vários têm sido os esforços para vincular essas 

linhagens genéticas às espécies descritas, indicando a necessidade de mais estudos usando 

exame microscópico e análise molecular
16,17

.  

 

Das linhagens de Plasmodium encontradas no presente estudo, em 11 foram identificadas as 

espécies: PADOM09 e TACRUB04 pertencentes a Plasmodium cathemerium, CINRUF01 e 

AMMAUR01 pertencentes a Plasmodium homopolare, PADOM11 pertencente a Plasmodium 

juxtanucleare, TURALB01 e RAMCAR01 pertencentes a Plasmodium lutzi, DENPET03 

pertencente a Plasmodium nucleophilum, HYLMUS01, TUMIG03 e TURUF03 pertencentes a 

Plasmodium unalis. As restantes linhagens só foram identificadas ao nível do gênero e 

apresentaram 100% de similaridade com as linhagens já depositadas no GenBank e MalAvi, 

com exceção das linhagens próximas (99% ou 98% de identidade) a NYCNYC01, DENVID01, 

CHACAM02.   

 

Com base na árvore filogenética pode-se dizer que a maioria das linhagens encontradas no 

PARNA Saint Hilaire-Lange pertence ao subgênero Huffia e as demais linhagens encontradas 

no presente estudo pertencem aos subgêneros Novyella e Haemamoeba. As linhagens de 

Haemoproteus encontradas foram amplamente descritas na Região Neotropical e Europa em 

Passeriformes
14,15,23,81,84

, mostrando a grande diversidade de hemosporídeos existentes nos 

locais onde foram coletadas as amostras.  

 

A maioria das linhagens de Haemoproteus encontradas neste estudo agrupou no subgênero 

Parahaemoproteus com exceção de LEPRUF02 encontrada em Leptotila verreauxi 

(Columbiformes) que agrupou com o subgênero Haemoproteus. Essa linhagem também foi 

encontrada no Brasil em Leptotila rufaxilla, uma ave residente pertencente a ordem 

Columbiformes
23,82,85

. A linhagem MYISWA01 descrita por Fecchio et al.
23

 em Trochiliformes 

e Passeriformes, foi encontrada em Elaenia albiceps chilensis em Curucutu e Esquel, o que 

retrata a sua característica generalista e a sua dispersão em diferentes países. A linhagem 

HYLMUS01, encontrada em Turdus albicollis até ao momento só foi reportada nos Estados 

Unidos da América em Passeriformes da família Turdidae (Hylocichla mustelina)
88

.   
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A linhagem encontrada em Asthenes pyrrholeuca (PAT472), em Esquel, apresentou 96% de 

similaridade com a linhagem MYCAME08 (Haemoproteus sp.) e CATAUR01 (Haemoproteus 

catharti). A morfoespécie mais próxima é Haemoproteus catharti, amplamente descrita em 

urubu-de-cabeça-vermelha (Cathartes aura) “abutres do novo mundo” (Cathartiformes: 

Cathartidae) na Ámerica do Norte
89

 e em Garça-vaqueira (Bubulcus ibis ibis) na África 

Central
90

. No estudo realizado por Yabsley et al.
89

, H. catharti agrupou num clado distinto de 

outras linhagens de Haemoproteus spp., o que segundo os autores
89

 sugere uma proximidade 

com Haemocystidium e Plasmodium spp. Em outro estudo efetuado por Villar et al.
90

, o clado 

formado por H. catharti e a linhagem MYCAMH1 (Haemoproteus spp.) também não agrupou 

com as demais espécies de Haemoproteus tendo se posicionado próximo de espécies de 

Plasmodium. Na análise filogenética do presente estudo, a linhagem de Asthenes pyrrholeuca 

(PAT472) posicionou-se num clado muito bem suportado também distinto do clado dos 

subgêneros Haemoproteus e Paraheamoproteus. Os resultados desses estudos juntos 

corroboram a necessidade de aprofundar mais os estudos de diversidade genética combinando 

os métodos morfológicos, características do ciclo de vida e métodos moleculares de modo a 

entender a relação entre os hemosporídeos de aves e outras espécies relacionadas, para melhor 

compreensão da interação parasito-hospedeiro e das relações evolutivas. 
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8 CONCLUSÕES 

 

 

 O modelo experimental testado no presente estudo não permitiu a identificação das 

linhagens de Plasmodium obtidas de aves com infecção crônica.  

 

 As aves inoculadas não apresentaram nenhuma reação de incompatibilidade sanguínea 

devido ao sangue heterólogo. 

 

 As aves apresentaram uma infecção abortiva, reforçando a necessidade de 

imunossupressão com vista a incrementar a parasitemia.  

 

 Os protocolos implementados no presente estudo permitiram a identificação de 

linhagens de Plasmodium, Haemoproteus e Leucocytozoon circulantes na Mata 

Atlântica (Brasil) e na Floresta Andino-Patagônica (Argentina), tendo revelado uma 

grande diversidade de linhagens de hemosporídeos.  

 

 Maior prevalência/diversidade de linhagens de Leucocytozoon foi encontrada em aves 

amostradas na Argentina, comparativamente às encontradas em aves brasileiras, 

contrariando a hipótese de gradiente latitudinal, segundo a qual a prevalência e 

diversidade tendem a aumentar em direção à linha do equador. Em relação a 

Plasmodium/Haemoproteus, nossos resultados corroboram a hipótese de gradiente 

latitudinal.   

 

 Nossos estudos revelaram maior prevalência de Leucocytozoon em aves migratórias da 

Argentina comparativamente às aves amostradas no Brasil, reforçando a necessidade de 

realização de estudos para entender a dinâmica de transmissão da malária aviária em 

aves migratórias e os fatores que podem contribuir para a disseminação dos vetores e 

parasitos.  

 

 A inclusão de amostras de aves da Argentina pode contribuir bastante para o 

delineamento de estudos que visam entender o efeito da migração das aves na dispersão 

dos hemoparasitas, pois algumas aves infectadas por Leucocytozoon nessa região têm 

um padrão migratório ao longo da costa Atlântica e Amazônia.  
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 Foram encontradas 42 linhagens, das quais 18 são novas descrições. Entretanto as 

baixas parasitemias encontradas nas 12 lâminas positivas impossibilitaram a descrição 

de novas espécies. Assim, muitas linhagens foram diagnosticadas somente até o gênero 

reforçando a necessidade da realização de infecções experimentais e a combinação de 

diagnóstico usando métodos morfológicos e moleculares para a correta identificação 

destes parasitas.  
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ANEXO A – Autorização para atividade com Finalidade Científica SISBIO no. 57641-3  
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ANEXO B - Autorização CEUA do IMT Protocolo 352A  
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ANEXO C - Autorização CEUA do ICB Protocolo 29/2017   
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ANEXO D - Autorização para atividade com Finalidade Científica Argentina 
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ANEXO E – Ofício FPZSP 

 


