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Título do projeto: Avaliação sanitária em mamíferos aquáticos: detecção de infecções por coccídios, 

flagelados e microsporídios 

 

Resumo 

 

Doenças infecciosas e parasitárias emergentes podem apresentar sérias implicações no status de conservação 

de espécies selvagens vulneráveis, sendo de amplo conhecimento que mamíferos aquáticos estão expostos a 

uma grande variedade de infecções. O Brasil apresenta grande diversidade de mamíferos aquáticos, incluindo 

a ocorrência de espécies ameaçadas de extinção. Contudo, há escassez de informações científicas sobre 

microrganismos patogênicos prevalentes nesses animais, os quais são considerados sentinelas do ecossistema 

aquático. Dentre os protozoários de relevância sanitária, destacam-se no filo Apicomplexa, os protozoários das 

famílias Sarcosystidae e Cryptosporidiidae, e, no filo Sarcomastigophora, as Giárdias. Mais além, destaca-se 

a ocorrência de patógenos provenientes do filo Microsporidia, incluso atualmente no reino Fungi, como 

causadores de doenças emergentes em animais aquáticos e com potencial impacto em comunidades ecológicas. 

Dessa forma, com a presente proposta objetiva-se a realização de triagem diagnóstica para investigação da 

ocorrência de microrganismos patogênicos em mamíferos aquáticos da Ordem Carnivora, subordem 

Pinnipedia; da Ordem Cetartiodactyla, subordem Odontoceti e Mysticeti; e da Ordem Sirenia, incluindo peixes-

boi marinhos (T. manatus manatus) e peixes-boi amazônicos (T. inunguis), procedentes de cativeiro e de vida 

livre, oriundos de programas de manutenção, reabilitação e reintrodução na natureza na costa brasileira e na 

Região Norte do Brasil. Serão utilizadas amostras de fezes de animais vivos e mortos para identificação de 

Giardia spp., Cryptosporidium spp. e microsporídios, além de amostras de sangue de animais vivos para 

investigação de anticorpos anti – Toxoplasma gondii, e amostras de tecido de animais mortos para identificação 

de Sarcocistideos (T. gondii e gênero Sarcocystis). A obtenção de dados desta natureza é relevante para 

determinação da condição sanitária das populações desses animais de vida livre e de cativeiro nas regiões 

abordadas, colaborando assim com a conservação de espécies de mamíferos aquáticos no Brasil.  
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Project title: Sanitary evaluation of aquatic mammals: detection of coccidia, flagellate and microsporidia 

infections 

 

 

Abstract 

Emerging infectious and parasitic diseases may have serious implications for the conservation status of 

vulnerable wild species, and it is well known that aquatic mammals are exposed to a wide variety of infections. 

Brazil has a great diversity of aquatic mammals, including the occurence of endangered species. However, 

there is a shortage of scientific information regarding the prevalence of pathogenic microorganisms in these 

animals, which are considered sentinels of the aquatic ecosystem. Among the protozoa with sanitary relevance, 

the families Sarcocystidae and Cryptosporidiidae stand out in the phylum Apicomplexa, and, in the phylum 

Sarcomastigophora, the Giardia. In addition, pathogens from the phylum Microsporidia, which is currently 

classified in the Fungi kingdom, are prominent as cause of emerging diseases in aquatic animals, with potential 

impact on ecological communities. Therefore, the present proposal aims to perform diagnostic screening to 

investigate the occurrence of pathogenic microorganisms in aquatic mammals of the order Carnivora, suborder 

Pinnipedia; order Cetartiodactyla, suborder Odontoceti and Mysticeti; and of the Order Sirenia, including 

sirenians of the T. inunguis and T. manatus manatus species, from captivity and free-living animals, from 

maintenance, rehabilitation and reintroduction in nature programs, in the Brazilian cost and North region of 

Brazil. Feces samples from live and dead animals will be used for the identification of Giardia spp., 

Cryptosporidium spp. and microsporidia, as well as blood samples from live animals to investigate anti - 

Toxoplasma gondii antibodies, and tissue samples from dead animals for identification of Sarcocystidae family 

protozoans (T. gondii and genus Sarcocystis). Data collection of this nature is relevant for determining the 

health status of the populations of these free-living and captive animals in the covered regions, collaborating 

with the conservation of aquatic mammals’ species in Brazil. 
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1. ENUNCIADO DO PROBLEMA 

Os mamíferos aquáticos são animais placentários e que apresentam importante função ecológica, 

atuando como sentinela de águas oceânicas, costeiras e ribeirinhas, podendo indicar o estado sanitário do 

ambiente onde vivem. O Brasil apresenta grande diversidade de espécies de mamíferos aquáticos das Ordens 

Carnivora, Cetartiodactyla e Sirenia (Monteiro-Filho et al., 2013). 

A Ordem Cetartiodactyla apresenta as subordens Odontoceti e Mysticeti. A subordem Odontoceti é 

caracterizada por espécies que apresentam homodontia e é composta por 10 famílias, 34 gêneros e 92 espécies, 

sendo que 47 espécies são de ocorrência relatada no Brasil. A subordem Mysticeti (quatro famílias, seis gêneros 

e 14 espécies) é composta pelas baleias, caracterizadas como animais de grande porte e que apresentam 

barbatanas, as quais são estruturas compostas por queratina e exercem importante papel de filtração e retenção 

de alimento. No Brasil já foi registrada a ocorrência de oito espécies desta subordem (ICMBio, 2019).  

As espécies de cetáceos classificadas como ameaçadas de extinção que ocorrem no Brasil são: toninha 

(Pontoporia blainvillei), boto-cinza (Sotalia guianensis), baleia-franca-do-sul (Eubalaena australis), baleia-

sei (Balaenoptera borealis), baleia-azul (Balaenoptera musculus), baleia-fin (Balaenoptera physalus), 

cachalote (Physeter macrocephalus) e boto-vermelho (Inia geoffrensis) (ICMBio/MMA, 2018).  

A Ordem Carnivora, subordem Pinippedia é composta por mamíferos aquáticos das famílias 

Odobenidae, Otariidae e Phocidae com espécies com o hábito de alimentação em mar aberto, e reprodução, 

descanso e muda da pelagem em terra ou gelo. No Brasil há registro da ocorrência de 7 espécies pertencentes 

às famílias Otariidae e Phocidae (Cubas e Silva e Catão-Dias, 2014).  

A Ordem Sirenia é composta pelas famílias Dugongidae e Trichechidae, sendo que no Brasil há 

ocorrência de duas espécies da família Trichechidae: o peixe-boi-marinho (T. manatus) e o peixe-boi-

amazônico (T. inunguis) (Deutsch et al., 2008). O peixe-boi amazônico é uma espécie fluvial distribuída em 

toda a bacia do rio Amazonas, principalmente em águas calmas e lagos. Ocorre no Peru, Equador, Colômbia e 

Brasil, além de registros ocasionais na divisa entre o Brasil e Guiana (Rosas, 1994; Marmontel et al., 2016). O 

peixe-boi marinho é uma espécie distribuída no Oceano Atlântico, do norte do Estado da Flórida, EUA, a cerca 

de 12° de latitude sul, México e América Central e norte da América do Sul, a nordeste do Brasil. No Brasil 

ocorre no litoral entre os estados de Alagoas e Amapá (Deutsch et al., 2008). O peixe-boi Amazônico e o peixe-

boi marinho são considerados os mamíferos aquáticos mais ameaçados no Brasil (IBAMA, 2001), sendo ambas 

as espécies classificadas como Vulneráveis pela IUCN Red List (Deutsch et al., 2008; Marmontel et al., 2016) 

e constantes na Lista Nacional Oficial de Espécies da Fauna Ameaçadas de Extinção como em perigo de 

extinção (MMA, 2014).  

 Apesar de apresentar grande diversidade de espécies, os mamíferos aquáticos são considerados 

extremamente vulneráveis, principalmente devido à ameaças relacionadas à pressões antrópicas, tais como 
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redução e degradação de habitats, poluição ambiental, tráfego de embarcações, pressão de caça e captura 

incidental em redes de pesca (Deutsch et al., 2008; Marmontel et al., 2016). Além disso, já é de amplo 

conhecimento que os mamíferos aquáticos estão expostos a uma ampla variedade de infecções.  Infecções por 

Toxoplasma gondii, Sarcocystis spp. (Gibson et al., 2011; Barbosa et al. 2015), Giardia spp. e Cryptosporidium 

spp. (Lasek-Nesselquist et al., 2008; Reboredo-Fernández et al., 2015) vêm sendo descritas em mamíferos 

marinhos de várias espécies em diversas localidades geográficas. 

Entre os protozoários de relevância sanitária, podemos destacar, no filo Apicomplexa, os protozoários 

das famílias Sarcocystidae e Cryptosporidiidae, e, no filo Sarcomastigophora, as Giárdias. A família 

Sarcocystidae contempla parasitos formadores de cistos teciduais de importância em saúde pública e em saúde 

animal, dentre os quais podemos destacar o agente Toxoplasma gondii, bem como aqueles pertencentes ao 

gênero Sarcocystis, este último com quase 200 espécies (revisto em Dubey et al., 2015). Com ciclo intestinal 

restrito e causando quadros diarreicos, destacam-se os protozoários do gênero Cryptosporidium (família 

Cryptosporidiidae) e do gênero Giardia (filo Sarcomastigophora). 

Protozoários da família Sarcocystidae tem onívoros e carnívoros como hospedeiros definitivos. Os 

hospedeiros definitivos eliminam com as fezes oocistos ou esporocistos infectantes para outros animais, que 

podem assim atuar como hospedeiros intermediários. Nos hospedeiros intermediários, os parasitos formam 

cistos teciduais maduros, especialmente na musculatura estriada e no sistema nervoso central, culminando, na 

maioria das vezes, em infecções crônicas e assintomáticas (Dubey et al., 1970). Contudo, a infecção nos 

hospedeiros intermediários pode ter um caráter agudo, antes da formação de cistos teciduais maduros. Na fase 

aguda pode haver replicação rápida dos parasitos em diversos sistemas, resultando em manifestações clínicas 

severas e diversas como encefalomielite, pneumonia e comprometimento hepático (Dubey et al., 2003; Gibson 

et al., 2011; Barbosa et al., 2015). Infecções agudas também podem ocorrer em decorrência da reativação dos 

cistos teciduais.  

Infecções crônicas por Sarcocystis e Toxoplasma foram evidenciadas em diversas espécies de 

mamíferos aquáticos por meios de procedimentos moleculares direcionados à detecção de cistos teciduais e de 

procedimentos sorológicos para detecção de anticorpos séricos. Infecções agudas e infecções por ambos os 

grupos (Sarcocystis e Toxoplasma gondii) também já foram relatadas (Dubey et al., 2003; Gibson et al., 2011). 

Ademais, investigações direcionadas à pesquisa de parasitos em mamíferos aquáticos resultaram na 

identificação de infecções intestinais por protozoários coccídios entéricos ainda não descritos em leões 

marinhos da Califórnia, associadas, inclusive a infecções fatais (Colegrove et al., 2011), demonstrando que 

mamíferos aquáticos também podem atuar como hospedeiros definitivos de protozoários de relevância 

sanitária. Em T. manatus, já foram descritas infecções por T. gondii associada a meningoencefalite (Buergelt 

e Bonde, 1983), bem como infecção aguda por T. gondii em um espécime de peixe-boi das Antilhas encontrado 



3 

 

morto em Georgetown, Guiana, com detecção de taquizoítos em tecido cardíaco, associada a miocardite 

(Dubey et al., 2003). Smith et al. (2016) relataram infecção disseminada por T. gondii, com a presença de cistos 

cerebrais e taquizoítos em tecido hepático em T. manatus latirostris. 

No Brasil, infecção por T. gondii foi descrita em Sotalia guianensis, associada a quadros de 

pneumonia intersticial, comprometimento adrenal e hepatite (Gonzalez-Vieira et al., 2013). Evidências 

sorológicas de infecção por T. gondii foram relatadas em peixes-boi amazônicos cativos (Mathews et al., 2012), 

em peixes-boi marinhos cativos (T. manatus manatus) (Attademo et al., 2016) e em boto da Amazônia de vida 

livre (Inia geoffrensis) (Santos et al., 2011), com frequências de ocorrência de 39,2%, 18% e 86,3%, 

respectivamente. Com exceção de três animais que apresentaram títulos de 3200 e um animal com título de 

51200, dentre os peixes-boi marinhos testados, os demais relatos foram baseados em reações sorológicas com 

baixos títulos. Os dados sorológicos obtidos, foram baseados no uso do teste de soroaglutinação modificada 

(Dubey e Desmont, 1987), cuja especificidade na detecção de anticorpos anti-T. gondii em mamíferos 

aquáticos vem sendo questionada, de maneira que o emprego de testes de ELISA ou de detecção molecular são 

indicados para a confirmação dos resultados positivos obtidos nos ensaios de aglutinação (Blanchet et al., 

2014). 

Os mecanismos de transmissão de Sarcocistídeos no ambiente marinho ainda não foram bem 

elucidados. A hipótese mais amplamente aceita é a de contaminação do ambiente aquático com oocistos 

eliminados pelos hospedeiros definitivos, os quais são ingeridos por animais marinhos (Fayer et al., 2004; 

Shapiro et al., 2012). Invertebrados marinhos filtradores, como mexilhões e ostras, podem adquirir oocistos, 

concentrando-os e podendo fazer parte da cadeia de transmissão quando ingeridos por determinadas espécies 

de mamíferos marinhos (Miller et al., 2008). A relevância das transmissões transplacentárias destes parasitos 

em mamíferos aquáticos não foi elucidada até o momento. 

Parasitos pertencentes aos gêneros Giardia e Cryptosporidium apresentam ciclo intestinal restrito, 

com distribuição ubíqua e capazes de infectar uma ampla variedade de hospedeiros, incluindo mamíferos, aves, 

anfíbios, peixes e répteis (Thompson, 2004; Appelbee et al., 2005). O ciclo de vida da Giardia compreende 

dois estágios: (i) o cisto inativo que é eliminado pelas fezes, podendo contaminar alimentos e fontes de água, 

sendo ingerido pelo hospedeiro suscetível; e (ii) o trofozoíto ativo, que se adere à mucosa intestinal do 

hospedeiro infectado, onde multiplica-se por fissão binária, causando principalmente diarreia e vômitos 

(Thompson e Monis, 2004). Em mamíferos, há três espécies de Giardia descritas. Giardia muris e Giardia 

microti são descritas apenas em roedores enquanto G. intestinalis é descrita em uma ampla variedade de 

espécies. G. intestinalis é classificada em oito agrupamentos genéticos ou assemblages (A a G). Apenas os 

assemblages A e B são considerados de transmissão interespecífica, tendo sido identificados em animais 

domésticos como cães, gatos, animais de produção e em algumas espécies silvestres. Os demais genótipos 
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parecem ter espectro mais estreito de hospedeiros (Thompson e Ash, 2016). Os agrupamentos de G. intestinalis 

só podem ser identificadas por métodos moleculares. 

O gênero Crysptosporidium compreende 30 espécies descritas além de genótipos espécie-específicos 

de classificação incerta. A conceituação de espécie neste gênero é ainda um tema controverso, já que a maioria 

das identificações tem sido feita apenas em bases moleculares (Slapeta, 2013). Há uma forte relação entre 

genótipo do agente com o hospedeiro em que é encontrado, embora alguns destes genótipos possam ser 

encontrados em várias espécies de hospedeiros. Dentre tantas espécies, C. pestis (=C. parvum) parece ser a de 

maior amplitude de hospedeiros e maior extensão geográfica, sendo comumente associado a infecções em 

humanos e em animais de produção, mas também pode ser encontrado em espécies silvestres (Slapeta, 2013). 

As diferentes espécies e genótipos do gênero Cryptosporidium só podem ser identificadas por métodos 

moleculares (Slapeta, 2013; Thompson e Ash, 2016). 

Cistos de Giardia e oocistos de Cryptosporidium já foram encontrados em amostras de água doce e 

marinha, bem como em animais invertebrados marinhos como ostras e mexilhões (Graczyk et al., 2000; Fayer, 

2004). Nos mamíferos aquáticos já foram relatadas infecções por C. parvum em golfinhos Delphinus delphis 

(Reboredo-Fernández et al., 2014), focas (Dixon et al., 2008) e leões marinhos (Deng et al., 2000). Dentre os 

sirênios, há relatos de infecção por C. hominis, espécie associada a infecções humanas, em dugongo (D. dugon) 

na costa da Austrália (Hill et al., 1997; Morgan et al., 2000). No Brasil, infecções por Cryptosporidium spp. 

foram descritas em T. manatus manatus e T. inunguis (Borges et al., 2011; Borges et al., 2017), por meio de 

métodos diretos de investigação laboratorial baseados na coloração de Kinyoun e no teste de 

imunofluorescência direta. Nos peixes-boi marinhos as infecções foram associadas a diarreia, desconforto 

abdominal e aumento do intervalo respiratório. Os protozoários relatados nestes estudos não foram 

caracterizados para identificação de espécie e variante genética, e a epidemiologia destas infecções ainda é 

desconhecida.  

A presença de Giardia já foi descrita em fezes de aves, peixes e de mamíferos marinhos como focas, 

leões marinhos, baleias, golfinhos e toninhas de vida livre, encontrados encalhados (Olson et al., 1997; Fayer 

et al. 2004, Hughes-Hanks et al. 2005, Robertson 2007; Lasek-Nesselquist et al., 2008; Reboredo-Fernández 

et al., 2014), e em peixe-boi-marinho (T. manatus manatus) e peixe-boi-amazônico (T. inunguis) (Borges et 

al., 2017). 

Atualmente, existe grande preocupação com a contaminação do ambiente aquático com cistos de 

Giardia e oocistos de Cryptosporidium provenientes de dejetos humanos e de animais domésticos não tratados, 

os quais podem infectar mamíferos aquáticos, sendo que o impacto destas infecções não é bem conhecido 

atualmente. Estes animais podem ainda atuar como reservatórios destes parasitos no ambiente marinho (Fayer 

et al., 2004). 
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Os microsporídios pertencem ao filo Microsporidia, incluso no reino Fungi, e são caracterizados como 

parasitas eucariotos obrigatórios intracelulares que infectam uma grande variedade de hospedeiros, incluindo 

protozoários, artrópodes, peixes e mamíferos, com relatos de infecções em humanos, apresentando potencial 

zoonótico (Bigliardi e Sacchi, 2001; Didier et al., 2004). 

Esses patógenos foram previamente classificados como protistas, principalmente por não possuírem 

organelas típicas de eucariotos, tais como mitocôndrias, peroxissomos e ribossomos 80S, e também por 

apresentarem ribossomos 70S, característico de procariotos (Keeling e McFadden, 1998). Porém evidências 

filogenéticas indicaram a classificação de microsporídios como fungos divergentes ao invés de protistas 

(Keeling et al., 2000; Vivarès et al., 2002; Tanabe et al., 2002; Fischer e Palmer, 2005; Gill e Fast, 2006; 

Gutiérrez-Capella et al., 2012).   

São considerados parasitas oportunistas e foram descritas cerca de 1500 espécies em 187 gêneros 

(Vávra e Lukes, 2013). A taxonomia desses organismos é baseada primeiramente em seu ciclo e características 

ultra estruturais, incluindo o tamanho do desenvolvimento e organismos maduros, arranjo nuclear, número e 

tamanho das bobinas de filamento polar, localização intracelular de desenvolvimento, e modos de divisão 

nuclear e celular (Didier et al., 2004).  

As espécies de microsporídios presentes em infecções humanas foram identificadas em fontes de água, 

bem como em animais domésticos, de produção e em selvagens, levantando a possibilidade de transmissão via 

aquática, alimentar e zoonótica (Anane e Attouchi, 2010). Também há relatados de transmissão via trauma ou 

contato direto, e em testes realizados em animais de laboratório relatou-se transmissão via inoculação intra-

nasal, intra-retal, intracerebral, intratraqueal, intravenosa, intraperitoneal e transplacentária (Shadduck e 

Orestein, 1993; Snowden et al., 1998; Baneux e Pognan, 2003). 

O estágio maduro e infeccioso dos microsporídios são os esporos em formato oval, relativamente 

resistentes ao ambiente (Didier et al., 2004; Weber et al., 1994). Apresentam um aparato de ejeção de esporos 

único, sendo que dentro de seu esporo há um filamento polar, caracterizado como organela distinta que everte 

para o exterior do esporo em períodos de infecção, e promove a penetração na membrana do hospedeiro. 

Subsequentemente, o conteúdo do esporo é descarregado dentro do citoplasma do hospedeiro por meio do 

filamento polar (Bigliardi e Sacchi, 2001; Keeling e Fast, 2002). 

O sítio inicial ou primário de infecção depende do meio de transmissão, e tipicamente ocorre em 

células epiteliais do trato gastrointestinal ou respiratório. Segue com germinação e infecção das células 

hospedeiras, e então os microsporídios multiplicam-se durante merogonia e diferenciam-se em esporos durante 

esporogonia (Didier et al., 2000). 

Em humanos os sinais de infecção mais comuns são diarreia persistente em pacientes considerados 

imuno-deficientes, ou diarreia auto-limitante em pacientes imuno-competentes (Didier et al., 2004). Porém 
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também são relatados outros sinais tais como bronquite, pneumonia, ceratoconjuntivite, uretite, nefrite, 

prostatite, peritonite, miosite, hepatite e encefalite (Weber et al., 1994; Franzen e Muller, 2001). Os esporos 

são excretados via fezes, aerossóis e urina, e permanecem no ambiente por um longo período de tempo (Li et 

al., 2003). 

Para realização de exames diagnósticos podem ser utilizadas amostras de urina, fezes e soro, além de 

amostras de tecido. Como métodos diagnósticos podem ser utilizados microscopia de luz, microscopia 

eletrônica, citologia, histologia de rotina, imunofluorescência, cultura, exames sorológicos e moleculares 

(Garcia, 2002). 

A Reação em Cadeia pela Polimerase (PCR) é caracterizada como um método altamente sensível e 

específico, sendo seguido por técnicas de polimorfismo de comprimento de fragmentos de restrição que 

permitem a detecção de cepas e genótipos. Os métodos de PCR com subsequente genotipagem têm produzido 

resultados valorosos para estudos epidemiológicos como diferenciação ao nível de sub-espécies, que permite 

suposições acerca da especificidade de hospedeiros, origem, meios de transmissão e dinâmica de disseminação 

do patógeno (Weiss e Ghosh, 2009; Reddy et al, 2011; Tabatabaie et al, 2015). 

Estimativas confiáveis da prevalência de infecções por microsporídios são difíceis de alcançar devido 

a variações na detecção do parasita, métodos de identificação, estudos de designs e das populações estudadas. 

Entre humanos, a microsporidose apresenta distribuição mundial, sendo relatada em países desenvolvidos e 

em desenvolvimento, em todos os continentes, com exceção da Antártida (Bryan e Schwartz, 1999).  

Pesquisas recentes demonstraram o potencial para extrema plasticidade morfológica e habilidade de 

infectar todos os sistemas orgânicos e tecidos, sendo que no caso de animais esses patógenos são importantes 

não apenas para efeitos em nível individual, mas também apresentam a capacidade de ocasionar mudanças em 

populações e comunidades de hospedeiros (Stentiford et al., 2013). 

Comparando-se às infecções em humanos e animais domésticos, pouco se sabe a respeito das 

microsporidioses em animais selvagens (Sulaiman et al., 2003; Hinney et al., 2016). 

Animais selvagens infectados não só são considerados como uma possível ameaça para humanos e 

para outros animais, mas também apresentam uma problemática importante com relação à conservação da vida 

selvagem, uma vez que infecções por patógenos em animais não previamente expostos podem ser um grande 

risco para espécies ameaçadas de extinção, sendo que esse fato pode ocorrer em casos de introdução de 

hospedeiros infectados em seu habitat natural (Thompson, 2013). Além disso, relata-se casos de 

desenvolvimento da doença em animais selvagens de vida livre após terem sido colocados em cativeiro, 

podendo este fato estar relacionado ao estresse que resulta em imunossupressão (Dickens et al., 2009). 
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Em mamíferos aquáticos e semi-aquáticos há relatos de ocorrência de microsporídio em um golfinho 

roaz (Tursiops truncatus) (Fayer et al., 2008), e em lontras e visons, com provável infecção via contaminação 

da água (Sulaiman et al., 2003).  

No caso de animais marinhos, estudos indicaram que a habilidade de microsporídios permanecerem 

viáveis quando expostos a variação conservadora de salinidade e temperatura presentes na natureza é variável, 

porém em águas estuarinas de baixa salinidade o microsporídio se manteve infecioso por semanas, sendo 

suficiente para infectar humanos ou animais marinhos (Fayer, 2004). 

A transmissão zoonótica através de animais selvagens pode ocorrer tanto pela presença desses 

animais, como pela contaminação ambiental com esporos presentes nas fezes e urina de animais de cativeiro e 

de vida livre, e principalmente pelo contato direto com animais em cativeiro (Hinney et al., 2016). 

Tem-se urgência no entendimento do papel do Microsporidia em comunidades ecológicas e seu 

potencial em causar doenças emergentes em animais aquáticos e em humanos (Stentiford et al., 2013). 

 

2. JUSTIFICATIVA E OBJETIVOS 

  O presente projeto de pesquisa tem importante aplicação no contexto conservacionista de espécies de 

mamíferos aquáticos ameaçadas de extinção no Brasil, atendendo ao Plano de Ação Nacional para a 

Conservação de Mamíferos Aquáticos do ICMBio, que visa entre suas metas a ampliação do conhecimento 

científico sobre esses animais, incluindo a avaliação do estado de saúde de diversas espécies (Luna et al., 2011; 

Barreto et al., 2010). 

  Dada a escassez de informações científicas acerca de microrganismos patogênicos prevalentes em 

mamíferos aquáticos e à ocorrência de espécies ameaçadas de extinção no Brasil, nesta proposta definiu-se 

investigar infecções causadas por parasitos de importância sanitária que já foram evidenciadas em mamíferos 

aquáticos no Brasil, ou infecções que tenham sido consideradas relevantes em outras regiões no mundo.   

O resultado da investigação dos patógenos elencados neste trabalho poderá fornecer subsídios para 

avaliar o potencial dos mesmos em causar enfermidade e mortalidade em mamíferos aquáticos em populações 

de vida livre e de cativeiro nas regiões abordadas, bem como para propor um protocolo diagnóstico que seja 

capaz de aferir de maneira eficiente o estado sanitário dos animais. Estes resultados podem ainda auxiliar no 

estabelecimento de um protocolo para monitoramento sanitário de populações selvagens e de cativeiro; Cabe 

ressaltar que protocolos bem definidos de diagnóstico são importantes em programas de conservação baseados 

na reabilitação, translocação e reintrodução de animais na natureza, com a finalidade de garantir a saúde dos 

indivíduos mantidos em cativeiro bem como de populações selvagens, uma vez que procedimentos desta 

natureza constituem fatores de risco importantes para a disseminação de enfermidades transmissíveis. 
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Mamíferos aquáticos são considerados animais sentinelas da qualidade ambiental (IBAMA, 2001), 

assim, a presente proposta pode ainda auxiliar na obtenção de informações sobre qualidade ambiental nos 

locais amostrados. 

A obtenção de dados desta natureza é relevante para determinação da condição sanitária das 

populações desses animais de vida livre e de cativeiro nas regiões abordadas, colaborando assim com a 

conservação de espécies de mamíferos aquáticos no Brasil.  

O objetivo desta proposta, portanto, é realizar uma triagem diagnóstica para investigar a ocorrência de 

microrganismos patogênicos em mamíferos aquáticos da Ordem Carnivora, subordem Pinnipedia; da Ordem 

Cetartiodactyla, subordem Odontoceti e Mysticeti; e da Ordem Sirenia, incluindo peixes-boi marinhos (T. 

manatus) e peixes-boi amazônicos (T. inunguis), procedentes de cativeiro e de vida livre, oriundos de 

programas de manutenção, reabilitação e reintrodução na natureza na costa brasileira e na Região Norte do 

Brasil. 

 

 

3. MATERIAL E MÉTODOS 

 3.1. Animais  

 Na presente proposta serão avaliados cetáceos, pinípedes e sirênios vivos, procedentes de vida livre 

e de cativeiro, bem como carcaças de animais encontrados mortos ou que vierem a óbito durante o 

desenvolvimento do projeto.  

 

 

3.2. Colheita de amostras 

3.2.1. Animais amostrados vivos de cativeiro ou de vida livre 

Dos animais vivos, mantidos em cativeiro ou de vida livre, serão colhidas amostras de sangue e fezes. 

Amostras de sangue (10 ml por animal) serão obtidas do plexo branquial na fase interna realizando-se punção 

entre o rádio e a ulna sem a utilização de garrote, utilizando-se escalpe N°19G. Uma alíquota de volume de 6 

ml será acondicionada em tubo a vácuo estéril contendo gel ativador de coágulo e a seguir submetida a 

centrifugação para obtenção de soro. Uma segunda alíquota de 4 ml será acondicionada em tubo a vácuo estéril 

contendo citrato de sódio como anticoagulante. Ambas as alíquotas serão mantidas a -20ºC até a realização das 

provas diagnósticas.  
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Amostras de fezes serão obtidas diretamente da ampola retal, para diagnóstico molecular. Serão 

colhidas duas alíquotas. As amostras serão acondicionadas em frasco estéril e mantidas congeladas a -80º C 

para diagnóstico molecular. 

 

3.2.2. Animais amostrados mortos de cativeiro ou de vida livre 

No caso de animais que vierem a óbito ou que tenham sido encontrados mortos, será realizada a 

necropsia seguida da coleta de fragmentos de órgãos para a realização de análises moleculares para o 

diagnóstico de infecções parasitárias. Fragmentos dos seguintes órgãos serão coletados: cérebro, coração, 

pulmão, baço, timo, linfonodos, fígado, estômago, intestino, rins, músculo, língua, fragmentos de lesões 

cutâneas, útero, ovários, placenta, testículos, próstata. 

 De cada órgão, serão coletados dois fragmentos de aproximadamente 2 cm3, utilizando-se material 

estéril, dando-se preferência para fragmentos internos ou que apresentem lesões visíveis durante a necropsia. 

As amostras serão acondicionadas em sacos de plástico estéreis, vedado e identificado, sendo mantidas a -80ºC 

até a realização dos exames moleculares.  

 

3.3.  Provas sorológicas 

3.3.1. Diagnóstico de toxoplasmose 

Anticorpos anti-Toxoplasma gondii serão detectados pelo teste de ELISA indireto para múltiplas 

espécies ID Screen® Toxoplasmosis Indirect Multiple-Species ELISA kit (IDvet Innovative Diagnostics), que 

é baseado na detecção de anticorpos utilizando-se proteína A/G conjugada com peroxidase (Schaefer et al., 

2012). 

 

 

3.4. Provas moleculares 

As amostras de tecidos e sangue serão submetidas à extração de DNA empregando-se o DNeasy Blood 

and Tissue Kit (Qiagen®, Hilden, Germany). Para a extração de DNA de amostras de fezes será utilizado o 

QIAmp DNA Stool Mini Kit (Qiagen®, Hilden, Germany).  

Os produtos de PCR serão detectados em eletroforese em gel de agarose a 2% (p/v) seguido de 

coloração com brometo de etídeo e visualização sob luz ultravioleta (Sambrook e Russel, 2001). Amostras 

positivas para PCR terão seus produtos amplificados cortados do gel de agarose com auxílio de lâmina de 

bisturi. Os fragmentos contendo as bandas serão acondicionados em microtubos para purificação, utilizando-

se o kit Illustra GFX PCR DNA e GEL Band Purification Kit (GE Healthcare). 
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Os produtos de PCR purificados conforme descrito acima serão sequenciados de acordo com a 

prescrição do fabricante do kit Abi Prism Big Dye TM Terminator v 3.1 Ready Reaction Cycle Sequencing 

(Applied Biosystems, CA, USA) e sequenciadas em analisador automático Applied Biosystems 3500 Genetic 

Analyzer. Após editadas com auxílio do programa Codon Code Aligner, as sequências obtidas serão 

comparadas com sequências homólogas disponíveis no Genbank com análises filogenéticas, através do 

emprego do programa BLAST (www.ncbi.nlm.nig.gov/BLAST) e MEGA7. 

O delineamento proposto neste projeto é resumido na Figura 1. 

 

Figura 1: Fluxograma de procedimentos previstos para investigação de infecções por parasitos e por 

microsporídios em mamíferos aquáticos. 

 

4. DISSEMINAÇÃO E AVALIAÇÃO DOS RESULTADOS 

A análise dos resultados será baseada no cálculo da frequência de ocorrência das infecções causadas 

pelos microrganismos pesquisados. Serão verificadas associações entre positividade para os patógenos 

pesquisados e a idade e sexo dos animais, empregando-se o teste de Qui-quadrado. 

As provas moleculares empregadas acima são em sua maioria provas que permitem detectar ampla 

variedade de agentes dentro de um grupo ou nível taxonômico de patógenos. O sequenciamento dos fragmentos 

obtidos com cada PCR deverá fornecer informação precisa sobre qual o gênero ou espécie investigada.  

Os resultados gerados serão divulgados em congressos científicos nacionais e internacionais e 

publicação dos resultados do projeto em periódicos científicas indexadas internacionais. Artigos de divulgação 

também poderão ser publicados, com vistas a informar a comunidade médico-veterinária e de biólogos que 

trabalham diretamente com as espécies de mamíferos aquáticos investigadas. 
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Quadro 1.  Nomenclatura, sequência, região alvo, tipo de amostra biológica usada e referência bibliográfica dos primers utilizados para detecção 

de patógenos diretamente em amostras biológicas de sirênios brasileiros. 

Patógeno e região alvo dos primers Primer Sequência (5’ → 3’) Amostras Referência  

Microsporídio AL4037 

AL4039   

AL4038*  

AL4040* 

GATGGTCATAGGGATGAAGAGCTT  

AATACAGGATCACTTGGATCCGT 

AGGGATGAAGAGCTTCGGCTCTG 

AATATCCCTAATACAGGATCACT 

Fezes Sulaiman et al. 2003 

Protozoários da família Sarcocystidae 

(região interespaçadora ITS1) 

JS4 

CT2c  

JS4b*  

CT2b* 

CGAAATGGGAAGTTTTGTGAAC  

CTGCAATTCACATTGCGTTTCGC 

AGTCGTAACAAGGTTTCCGTAGG 

TTGCGCGAGCCAAGACATC 

Cérebro, língua, músculo, fígado, 

pulmão, coração, linfonodos, timo 

Soares et al., 2011 

Giardia  

(gene codificador da glutamato 

desidrogenase) 

GDHeF  

GDHiF* 

GDHiR*  

TCAACGTYAAYCGYGGYTTCCGT 

CAGTACAACTCYGCTCTCGG 

GTTRTCCTTGCACATCTCC 

Fezes Read et al., 2004 

Cryptosporidium  

(gene codificador da unidade 18S do 

RNA ribossomal) 

SHP1  

SHP2  

SHP3*  

SSU-R3* 

ACCTATCAGCTTTAGACGGTAGGGTAT  

TTCTCATAAGGTGCTGAAGGAGTAAGG 

ACAGGGAGGTAGTGACAAGAAATAACA  

AAGGAGTAAGGAACAACCTCCA 

Fezes Silva et al., 2013 

* Primers utilizados em reações no formato de nested PCR ou semi-nested PCR 
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