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RESUMO 

 

Hemosporídeos de aves silvestres são considerados importantes agentes etiológicos e 

podem causar danos às populações dos hospedeiros. O presente estudo teve como 

objetivos: determinar a prevalência e a parasitemia para Plasmodium spp. e 

Haemoproteus spp. de  Passeriformes da Mata Atlântica de Minas Gerais, por meio de 

dois métodos de diagnóstico, microscopia e nested PCR e caracterizar 

morfologicamente a espécie Plasmodium (Haemamoeba) lutzi Lucena, 1939. Amostras 

de sangue foram obtidas por punção da veia braquial para preparação de esfregaços que 

foram fixados em metanol e corados em Giemsa. Foram amostradas 237 aves 

pertencentes a 18 famílias e 56 espécies da ordem Passeriformes provenientes do 

IBAMA e capturadas no Jardim Botânico da Universidade Federal de Juiz de Fora (JB-

UFJF). A prevalência para Plasmodium spp. foi 63,63% em aves do IBAMA e 26,25% 

em aves do JB-UFJF, apenas três indivíduos encontraram-se parasitados por 

Haemoproteus spp., sendo dois (2,5%) provenientes do IBAMA e um (0,62%) do JB-

UFJF. A parasitemia média encontrada para Plasmodium spp./Haemoproteus spp. foi de 

0,08 (± 0,08) no IBAMA e 0,05 (± 0,04) no JB-UFJF. O maior grau de parasitemia 

média foi registrado nas espécies Turdus albicollis, Zonotrichia capensis (0,22%), 

Turdus rufiventris (0,18% ± 0,29), Gnorimopsar chopi (0,1% ± 0,07) no IBAMA e 

Turdus rufiventris (0,17 % ± 0,13), Arremon semitorquatus (0,11% ± 0,13) no JB-UFJF. 

Foi identificada em uma das aves (A. semitorquatus), a presença da espécie Plasmodium 

(H.) lutzi, a qual foi morfologicamente caracterizada. A prevalência registrada é 

considerada alta, entretanto verificou-se uma baixa parasitemia, o que pode estar 

relacionado à evolução crônica da infecção. Infecções agudas por Plasmodium spp. 

levam ao aparecimento de sinais clínicos com expressão rápida dos sintomas, sendo que 

nos casos mais graves pode ocorrer a morte do hospedeiro. Visto a elevada prevalência, 

levantamentos acerca de infecções por hemoparasitos em aves silvestres podem ajudar 

na elaboração de estratégias de profilaxia e tratamento de doenças parasitárias para a 

conservação das espécies. 

 

Palavras-chave: Aves silvestres, conservação, Haemoproteus, malária aviária, nested 

PCR, Plasmodium.  
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ABSTRACT 

Hemosporidian wild birds are considered important etiological agents and can cause 

damage to populations of hosts. The present study aimed to: ¹determine prevalence and 

parasitemia for Plasmodium spp. and Haemoproteus spp. Passeriformes of the Atlantic 

Forest of Minas Gerais, through two diagnostic methods, microscopy and nested PCR; 

and caracterize morphologically the species Plasmodium (Haemamoeba) lutzi Lucena, 

1939. Blood samples were obtained by puncturing the brachial vein for preparation of 

smears, fixed in methanol and stained with Giemsa. 237 birds belonging to 18 families 

and 56 species of the order Passeriformes from IBAMA were sampled and captured in 

the Botanical Garden of the Universidade Federal de Juiz de Fora (BG-UFJF). The 

prevalence of Plasmodium spp. in birds of IBAMA was 63.63% and 26.25% in birds of 

BG-FUJF, only three individuals were infected by Haemoproteus spp., two (2.5%) from 

IBAMA and one (0.62 %) of BG-FUJF. The average parasitemia found for Plasmodium 

spp./ Haemoproteus spp. was 0.08 (± 0.08) at IBAMA and 0.05 (± 0.04) in BG-UFJF. 

The highest degree of mean parasitaemia was recorded in the species Turdus albicollis, 

Zonotrichia capensis (0.22%), Turdus rufiventris (0.18% ± 0.29), Gnorimopsar chopi 

(0.1% ± 0.07) at IBAMA and Turdus rufiventris (0.17% ± 0.13), Arremon 

semitorquatus (0.11% ± 0.13) in BG-UFJF. Was identified in one of the birds (A. 

semitorquatus) by means of morphology, the presence of Plasmodium (H.) lutzi species, 

which was characterized morphologically. Registered prevalence is considered high, 

however a low parasitaemia was found, which may be related to chronic course of 

infection.. Acute infections with Plasmodium spp. lead to the onset of clinical signs 

with rapid symptom expression, and in severe cases death canoccurat the host. Since the 

high prevalence surveys about hemoparasites infections in wild birds can help in 

developing strategies for prophylaxis and treatment of parasitic diseases to species 

conservation. 

Keywords: Avian malaria, conservation, Haemoproteus, nested PCR, Plasmodium, 

wild birds. 
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INTRODUÇÃO E REVISÃO DE LITERATURA 

 

Parasitos podem exercer uma pressão seletiva sobre os hospedeiros por meio dos 

efeitos na sobrevivência, sucesso reprodutivo, comportamento e estrutura das 

comunidades. Fatores bióticos associados aos hospedeiros, como idade, sexo, padrões 

de migração, forrageamento, estratégias de imunidade e fatores abióticos como 

condições climáticas e estrutura do habitat influenciam na transmissão dos parasitos 

(VAN RIPER III et al., 1986; MERINO et al., 2000; MARZAL et al., 2005; 

BONNEAUD et al., 2009; SEHGAL, 2010;  DUNN et al., 2011). 

Hemoparasitos causadores da malária aviária (Plasmodium spp.) e outros 

hemosporídeos (Haemoproteus spp. e Leucocytozoon spp.) são um grupo diversificado 

de parasitos sanguíneos transmitidos por vetores que são abundantes na maioria das 

famílias de aves. Os parasitos sanguíneos mais comumente encontrados em aves são os 

que pertencem aos gêneros Plasmodium e Haemoproteus, sendo que mais de 200 

espécies destes hemoparasitos já foram descritos com base na morfologia entre 4.000 

espécies de aves estudadas (VALKIUNAS, 2005).  

O Brasil apresenta uma diversidade notável de ecossistemas que compõem uma 

das avifaunas mais rica do mundo (MARINI, 2005), somente na Mata Atlântica 

encontram-se 891 espécies de aves, o que representa cerca de 45%  das aves 

encontradas em todo o país (PIVETTA, 2014) as quais podem abrigar uma grande 

diversidade de hemosporídeos, porém, são escassas as informações sobre estes parasitos 

em aves do Brasil. 

 

1. A ordem Haemosporida (Danilewsky, 1885) 

 

Em 1885, o protistologista russo Vassily Danilewsky desempenhou um papel 

importante no estudo de hemosporídeos. Ao trabalhar com anfíbios, répteis e aves ele 

descobriu e estudou em grande detalhe a morfologia de vários estádios de 

desenvolvimento dos protistas intracelulares de sangue, descrevendo e ilustrando 

parasitos registrados. Os estudos de Danilewsky foram baseados em diferentes grupos 

de haemosporídeos, mas devido ao fato de não ser taxonomista, não participou da 

construção da classificação do grupo, que mais tarde foi elaborado por outros 

estudiosos. No entanto, ele formulou as principais características para a definição da 

ordem Haemosporida (VALKIUNAS, 2005). 
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Os hemosporídeos (Apicomplexa: Haemosporida) são protozoários parasitos que 

se desenvolvem no sangue de animais como anfíbios, répteis, aves e mamíferos e que 

podem ser caracterizados por apresentar macrogametócitos e microgametócitos que se 

desenvolvem independentemente, zigoto móvel (ou oocineto), esporozoítos nús e ciclo 

biológico heteroxeno, onde a esquizogonia ocorre em um hospedeiro vertebrado e a 

gametogonia e esporogonia em um vetor invertebrado, geralmente artrópodes dípteros 

hematófagos (REMPLE, 2004). 

Na ordem Haemosporida são classificadas as famílias Haemoproteidae, 

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

Haemoproteus e Leucocytozoon possuem ampla distribuição geográfica e já foram 

descritos parasitando diversos grupos de aves em todos os continentes com exceção à 

Antártida (VALKIŪNAS, 2005; SEHGAL, 2010). É o grupo de parasitos sanguíneos 

mais bem estudado e conhecido devido ao fato de incluir os organismos do gênero 

Plasmodium, os quais são os agentes da malária humana, doença comum em regiões 

tropicais (VALKIŪNAS, 2005).  

Aproximadamente 4.000 espécies de aves já foram avaliadas quanto à presença 

de hemoparasitos, sendo que mais de 200 espécies de Haemoproteus, 96 espécies e 

variedades de Leucocytozoon, 75 espécies e variedades de Plasmodium foram descritas 

com base no ciclo biológico dos parasitos e caracteres morfológicos dos estágios 

sanguíneos (BENNNET, 1987; VALKIŪNAS, 2005).  

Os hemosporídeos possuem grande importância ecológica e são amplamente 

utilizados em investigações da relação parasito-hospedeiro (LIVELY E DYBDAHL, 

2000; KRONE et al., 2008). 

Classificação taxonômica dos principais gêneros de hemosporídeos encontrados 

em aves, segundo VALKIŪNAS (2005): 

 

Reino: Protista (Haeckel, 1866) 

        Filo: Apicomplexa Levine, 1970 

 Classe: Coccidea (Leuckart, 1879) 

          Subclasse: Coccidia (Leuckart, 1879) 

                       Ordem: Haemosporida (Danilewsky, 1885) 

                                Familía: Haemoproteidae 

                                          Gênero: HaemoproteusKruse, 1890 

                                Familía: Plasmodiidae 
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                                          Gênero:Plasmodium Marchiafava & Celli, 1885 

                                Família: Leucocytozoidae 

             Gênero: Leucocytozoon Berestneff, 1904 

 

2. Ciclo biológico dos gêneros Plasmodium Marchiafava & Celli, 1885 e 

Haemoproteus Kruse, 1890 em aves 

 

O ciclo biológico dos gêneros Haemoproteus (Desenho 1) e Plasmodium 

(Desenho 2) pode ser descrito no ciclo geral dos hemosporídeos aviários, o qual ocorre 

em três fases, sendo que as fases exoritrocíticas e eritrocíticas ocorrem na ave e a fase 

esporogônica no inseto vetor (GARNHAM, 1966; REMPLE, 2004; VALKIUNAS, 

2005). A fase exoeritrocítica inicia-se com a inoculação de esporozoítos, presentes nas 

glândulas salivares dos dípteros infectados, em aves, durante o repasto sanguíneo. Os 

esporozoítos podem penetrar ou ser fagocitados por células do sistema fagocítico 

mononuclear (SFM), originando, por meio de esquizogonia, a primeira geração de 

merozoítos. Estes são liberados por ruptura da célula e podem penetrar em outras 

células do SFM ou células endoteliais de vários órgãos como baço, fígado, cérebro e 

medula ósseaonde, por meio de esquizogonias, dão origem a novos merozoítos que 

penetram em hemácias, iniciando o ciclo eritrocítico. Durante a fase eritrocítica, os 

merozoítos que penetram em eritrócitos dividem-se assexuadamente por esquizogonia 

originando esquizontes, os quais se rompem liberando outros merozoítos. Ao penetrar 

em outra célula, reiniciam seu desenvolvimento por meio de sucessivas esquizogonias 

ou diferenciam-se em formas sexuadas, os gametócitos, os quais poderão ser ingeridos 

pelos dípteros vetores. Essa fase é diferente entre os gêneros Plasmodium e 

Haemoproteus, pois no segundo, a esquizogonia só ocorre nos órgãos e apenas 

gametócitos são encontrados nos eritrócitos (ver Desenho 1), sendo impossível a 

infecção de hospedeiros vertebrados por sub-inoculação de sangue infectado devido à 

ausência de merogonia no sangue. Após a ingestão dos gametócitos pelos insetos 

hematófagos, há o desenvolvimento e liberação de gametas no estômago do inseto. Os 

microgametócitos liberam por exflagelação microgametas, que se unem a macrogametas 

(singamia), produzidos a partir dos macrogametócitos, originando um zigoto, o qual se 

diferencia em uma forma móvel, denominada oocineto. O oocineto atravessa a parede 

estomacal e encista-se na hemocele do inseto, formando o oocisto e tem início a fase 

esporogônica. Por esporogonia o oocisto produz grande número de esporozoítos e 
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quando maduro se rompe liberando-os na hemocele. Por meio da hemolinfa os parasitos 

chegam à glândula salivar, onde permanecem até que o díptero se alimente, inoculando 

os esporozoítos juntamente com a saliva (VALKIŪNAS, 2005). 

Os parasitos do gênero haemoproteus tem como vetores, mosquitos (Diptera: 

Ceratopogonidae) e moscas (Hipoboscidae) hematófagas e são definidos principalmente 

pelo seu desenvolvimento intraeritrocitário e produção de grânulos refringentes de 

pigmento marrom ou preto que são provenientes da digestão da hemoglobina, e 

caracterizados também pela ausência de  reprodução assexuada (esquizogonia) na 

circulação sanguínea. Assim, as únicas formas encontradas na circulação periférica são 

os gametócitos (VALKIŪNAS, 2005) (Desenho 1). Outra característica distintiva deste 

parasito são os enormes esquizontes formados  no fígado do vertebrado, que são visíveis 

a vista desarmada (GARNHAM,1948). 

As espécies de Haemoproteus são consideradas hemoparasitos benignos que 

causam pouco ou nenhum sinal clínico (BENETTI et al., 1993).  A anemia é associada 

como sinal evidente da presença de infecção à fase eritrocítica do parasitismo 

(CARDONA et al.,2002).  De acordo com DONAVAN et al. (2008) a mortalidade de 

hospedeiros aviários foi evidente na fase pré-eritrocítica, estágios de megalosquizontes, 

que resultaram em hemorragia hepática, necrose e hepatite.  
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Desenho 1. Ciclo biológico do parasito Haemoproteus spp. no hospedeiro vertebrado e 

invertebrado: 1 - esporozoíto em células endoteliais; 2, 3 - merontes exo-eritrocíticos 

primários; 4 - merozoítos em células endoteliais; 5, 6 - crescimento e megalomerontes 

maduros nos músculos esqueléticos, respectivamente; 7 - merozoítos em eritrócitos; 8 - 

gametócitos maduros; 9 - merozoítos na célula reticuloendotelial no baço; 10, 11 - 

crescimento e merontes maduros no baço, respectivamente; 12 - merozoítos em 

eritrócitos; 13 - gametócitos maduros; 14 - macrogâmeta; 15 - exflagelação de 

microgametas; 16 - fertilização do macrogameta; 17 - oocineto penetrando na 

membrana peritrófica; 18 - oocisto jovem; 19, 20 - esporogonia; 21 - esporozoítos nas 

glândulas salivares do vetor.  (VALKIŪNAS, 2005). 
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Os parasitos do gênero Plasmodium são transmitidos para as aves apenas pelas 

fêmeas dos dípteros devido ao fato de só elas se alimentarem de sangue e, 

consequentemente, participarem da propagação da infecção. A maior parte das espécies 

de vetor pertencem aos gêneros Culex, Aedes e Culiseta, sendo raras em Anopheles. As 

espécies de Plasmodium geram a formação de pigmentos provenientes da disgestão de 

hemoglobina nos eritrócitos das aves infectadas, que são chamados de pigmentos 

malárico. A esquizogonia ocorre em tecidos endoteliais e na circulação sanguínea 

(Desenho 2), fazendo com que todas as formas evolutivas do parasito possam ser 

observadas em esfregaços sanguíneos (VALKIŪNAS, 2005). 

 Os parasitos do gênero Plasmodium são os causadores da malária aviária. 

A gravidade da doença relaciona-se com a parasitemia e a infecção pode se apresentar 

em várias fases: pré-patente, onde os parasitos ainda estão se desenvolvendo fora da 

corrente sanguínea; aguda, caracterizada pelo aparecimento de parasitos na corrente 

sanguínea e pela crescente parasitemia, com aparecimento de sintomas clínicos; crise, 

onde a parasitemia atinge o pico; crônica ou latente, as quais apresentam queda nas 

taxas de parasitemia em consequência do desenvolvimento de resposta imune do 

hospedeiro, apresentando pouco ou nenhum sinal de infecção. A fase crônica é a mais 

encontrada na maioria das espécies de aves, que podem permanecer infectadas por toda 

a vida. Infecções nessa fase são subclínicas, na maioria dos casos, podendo ocorrer 

recaídas periódicas em condições de estresse fisiológico e/ou ambiental, concomitantes 

com outras infecções e atividade hormonal (ATKINSON & VAN RIPER, 1991, 

VALKIŪNAS, 2005). 

Aves infectadas apresentam-se geralmente anêmicas, letárgicas, anoréxicas, e 

apresentam suas penas eriçadas (ATKINSON, 2008). A lesão mais grave, provocada 

pelas espécies de Plasmodium está associada com o bloqueio dos capilares sanguíneos 

do cérebro e de outros órgãos vitais; os tecidos que envolvem os merontes sofrem 

anoxia e as células acabam por morrer. A necrose dos tecidos adjacentes aos merontes é 

normalmente significativa e por vezes, as aves acabam por perecer com sintomas de 

paralisia cerebral (VALKIŪNAS, 2005). 
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Desenho 2. Ciclo biológico do parasito Plasmodium spp. no hospedeiro vertebrado e 

invertebtado: I, II - merogonia exo-eritrocítica primária; III - merogonia eritrocítica; IV 

- merogonia exo-eritrocítica secundária; 1 - esporozoítos nas células do retículo 

endotelial; 2, 3 - criptozoítos; 4 - merozoíto em macrófago; 5, 6 –meta-criptozoíto; 7 - 

merozoítos no eritrócito; 8 - gametócitos; 9 - merozoitoo eritrócito; 10, 11 - merontes 

eritrocíticos; 12 - merozoíto em célula endotelial des capilares; 13, 14 - fanerozoítos; 15 

- merozoítos em eritrócitos; 16 - gametócitos; 17 - macrogameta; 18 - exflagelação de 

microgametas; 19 - fertilização de macrogameta; 20 - oocineto penetrandona membrana 

peritrófica; 21 – oocisto jovem; 22, 23 - esporogonia; 24 - esporozoítos nas glândulas 

salivares do vetor (VALKIŪNAS, 2005). 
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3. Hemoparasitos em aves silvestres do Brasil 

 

Aves em ambiente natural, recém-capturadas ou em cativeiros são 

frequentemente infectadas por parasitos sanguíneos que desempenham papel decisivo 

na dinâmica e evolução das comunidades (RICKLEFS, 1992; LIVELY & DYBDAHL, 

2000).  

Os hemoparasitos podem ser transmitidos entre os hospedeiros a partir do 

repasto sanguíneo de vetores, quando as formas infectantes podem ser inoculadas na 

circulação periférica das aves (VALKIŪNAS, 2005). Uma linhagem de parasito pode 

ser encontrada infectando diversas espécies de hospedeiros (WALDENSTROM et al., 

2002). Em regiões áridas, salinas, com baixas temperaturas e de elevada altitude 

encontra-se baixa prevalência ou até mesmo ausência dos parasitos, devido à escassez 

dos insetos nesses locais (BENNETT et al., 1993; VALERA et al., 2003). 

No Brasil, o primeiro estudo realizado sobre hemoparasitos em aves foi feito por 

ARAGÃO (1908) em São Paulo, que estudou o ciclo evolutivo de Haemoproteus 

columbae em pombos. Após alguns anos, LUCENA (1939) verificou parasitos 

sanguíneos em aves silvestres na região de Recife, e LAINSON et al. (1970) 

diagnosticou parasitos por meio da microscopia optica  com prevalência de 10%  em 

Passeriformes da região Amazônica brasileira. 

No estado de São Paulo,  BENNETT & LOPES (1980) estudaram 3.449 aves de 

195 espécies, encontrando prevalência de 7,8% para hemoparasitos. Neste mesmo 

estado WOODWORTH-LYNAS et al. (1989) encontraram prevalência de 8,0% de 

parasitos sanguíneos em estudo realizado com 15.574 aves silvestres e ADRIANO & 

CORDEIRO (2001) relataram 90% de pombos selvagens infectados por Haemoproteus 

columbae. Estes trabalhos utilizaram como método de diagnótico análise de esfregaços 

sanguíneos por microscopia.  

Em Minas Gerais, RIBEIRO et al. (2005) registraram prevalência de 39,6 % de 

infecção por Plasmodium spp. em 275 Passeriformes de pequenos e grandes fragmentos 

da Mata Atlântica. Neste mesmo bioma, SEBAIO et al. (2012) encontraram prevalência 

de 15,8% de hemoparasitos em aves silvestres. 

Em outro estudo, BELO et al. (2007) observaram a ocorrência de infecção por 

Plasmodium spp. entre aves psitacídeos de cativeiro em duas diferentes regiões do 

Brasil (estados de Minas Gerais e Ceará) e  demonstraram ocorrência global de 36%, 
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associando métodos de diagnóstico direto (microscopia) e amplificação do gene 18SSU 

do parasito. 

LIMA et al. (2010), determinaram a prevalência de 40% de infecção por  

Plasmodium spp./Haemoproteus spp. em  aves urbanas de três localidades do Brasil 

central (Brasília, DF; Uberlândia, MG e Jataí, GO)  

BELO et al. (2011) registraram a prevalência  de 49,0 % de infecção por 

Plasmodium spp./ Haemoproteus spp. em 676 aves do cerrado do Brasil e LEITE et al. 

(2013),  encontraram 26,15% de infecção por Plasmodium spp./Haemoproteus spp. em 

aves silvestres de uma área urbana de Palmas e de duas unidades de conservação, a 

prevalencia não diferiu entre a área urbana e as áreas protegidas, estes dois estudos 

foram realizados no estado do Tocantins. 

No trabalho de FECCHIO et al. (2007) foram examinadas 508 aves de 26 

espécies do cerrado brasileiro e encontrada prevalência de 6,9% de infecção por 

Plasmodium spp. ou Haemoproteus,o que foi considerado uma das menores 

prevalências registradas para comunidades de aves silvestres na região Neotropical. Em 

estudo posterior com aves do cerrado, FECCHIO et al. (2011) encontraram prevalência 

de 10,8% de infecção por Haemoproteus spp. e 3,6% por Plasmodium spp. Além disso 

os autores analisaram diferentes fatores relacionados à exposição dos hospedeiros aos 

vetores destes hemoparasitos, como tamanho e tipo de ninho, massa corporal e 

socialização das aves e concluíram que características ecológicas das diferentes espécies 

de aves determinam os padrões de distribuição dos hemoparasitos entre seus 

hospedeiros.  

 

4. Técnicas de diagnóstico 

 

4.1. Microscopia fotônica 

  

 A análise de esfregaço sanguíneo sob microscópio fotônico para a identificação 

de hemoparasitos é um método tradicional de diagnóstico de infecção. A detecção é 

baseada nas características morfológicas e morfométricas apresentadas por cada parasito 

em esfregaço de sangue periférico corado com colorações do tipo Romanowsky 

(colorações Leishman e Giemsa); e para que seja possível uma identificação precisa são 

necessárias condições de leitura adequadas (FROMONT, 1993; CAMPBELL, 1995; 

PIERCE, 2008). Este método busca quantificar os hemoparasitos pela distribuição dos 
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eritrócitos não infectados e dos parasitados com a observação de um determinado 

número de campos microscópicos ou período de tempo gasto no exame de esfregaços 

sanguíneos provendo uma estimativa do número de parasitos (VAN RIPER III et al., 

1986, VALKIŪNAS et al., 2008). 

 O conhecimento atual sobre as estratégias básicas da história de vida de 

hemosporídeos, sua distribuição geográfica e distribuição por hospedeiros, 

especificidade por hospedeiros e do vetor, mudanças sazonais de infecção, além de 

outros aspectos da ecologia destes parasitos foram obtidos principalmente a partir de 

dados gerados pelo método de microscopia (GARNHAM, 1966; BENNETT & LOPES, 

1980; ATKINSON & VAN RIPER 1991; FORRESTER & SPALDING, 2003; 

VALKIŪNAS, 2005). 

A maior limitação desse método é a impossibilidade de identificar espécies, 

mesmo por especialistas, na maioria dos esfregaços. Essa limitação é maior para 

Plasmodium spp em casos de infecções crônicas (baixa intensidade de hemoparasitos) e 

no caso de infecções mistas (VALKIŪNAS, 2005).  

 Cinco subgêneros de Plasmodium aviários foram descritos utilizando-se 

métodos tradicionais: Haemamoeba, Giovannolaia, Novyella, Huffia e Bennettinia 

(CORRADETTI et al, 1963;. GARNHAM, 1966; VALKIŪNAS, 2005). Dois 

subgêneros de Haemoproteus foram descritos: Haemoproteus e Parahaemoproteus 

(VALKIŪNAS, 2005). Estes parasitos estão estritamente relacionados geneticamente, o 

que não pode ser corroborado por meio da microscopia fotônica apenas (SYNEK et al., 

2013). 

 Análises moleculares recentes tem apoiado conclusões determinadas pelo uso 

dos métodos tradicionais (microscopia), acrescentando aspectos novos e inovadores 

para o conhecimento da biologia de hemosporídeos, sobretudo a sua diversidade 

genética, filogeografia, filogenia e especificidade em relação ao hospedeiro vertebrado 

(PERKINS & SCHALL, 2002; RICKLEFS et al., 2004;. SEHGAL et al., 2005; 

KIMURA et al., 2006; KRIŽANAUSKIENĖ et al., 2006; MARTINSEN et al., 2006; 

BENSCH et al., 2007; PALINAUSKAS et al., 2007; KRONE et al., 2008).  

O método de diagnóstico por meio de esfregaço sanguíneo apesar de ser muito 

trabalhoso, demorado e exigir técnicos especializados para análises minuciosas 

(BARKER et al., 1992), é ainda considerado essencial para a detecção dos parasitos em 

aves, sendo utilizado extensivamente como método de diagnóstico padrão 

(VALKIŪNAS, 2005). 
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4.2. Reação em Cadeia da Polimerase (PCR) 

 

Os métodos de biologia molecular, principalmente a Reação em Cadeia da 

Polimerase (PCR), são cada vez mais aplicados na detecção de hemoparasitos em aves 

(KRONE et al., 2008; SEHGAL et al., 2001; VOTÝPKA et al., 2002), especialmente 

em situações em que pequenos volumes de sangue estão disponíveis A técnica de PCR 

pode ser utilizada na caracterização dos hemoparasitos aviários e pode fornecer 

diagnóstico rápido e confiável, mesmo quando o hospedeiro mostra baixos níveis de 

parasitismo ou se está infectado por mais de uma espécie de parasito (RICHARD et al., 

2002; VALKIŪNAS et al., 2008; CLARK et al., 2009). 

Os métodos baseados em PCR para determinar prevalência de infecção por 

hemosporídios em aves, mostraram-se significativamente mais sensíveis do que a 

microscopia. Em estudos moleculares realizados por JARVI et al. (2002), a PCR 

demonstrou sensibilidade de 3 a 4 vezes maior do que a microscopia para detecção de 

infecções crônicas de parasitos no sangue. DURRANT et al. (2006) relataram que as 

amostras analisadas por meio das técnicas baseadas em PCR e em esfregaços 

sanguíneos mostraram diferença na prevalência de hemoparasitos de aproximadamente 

10 vezes mais infecções, utilizando técnicas de PCR. 

Estudos recentes revelaram que os métodos moleculares, sendo extremamente 

sensíveis, também tem falhas na detecção de infecções por hemosporídios. Diversos 

protocolos para o diagnóstico molecular de infecções por Plasmodium/Haemoproteus já 

foram desenvolvidos, entretanto, ainda existe grande dificuldade em se diagnosticar 

infecções mistas pelos dois parasitos em um mesmo hospedeiro. Os ensaios baseados na 

PCR podem subestimar a prevalência de infecções em aves naturalmente infectadas, 

sendo a amplificação do DNA do parasito pela PCR frequentemente menor durante as 

infecções mistas (Haemoproteus e Plasmodium) (PÉREZ-TRIS & BENSCH, 2005; 

VALKIŪNAS et al., 2006). 

Para facilitar o diagnóstico de amostras contendo infecções mistas, estudos 

demonstraram ser necessário a construção de iniciadores de regiões altamente 

conservadas do DNA do parasito para amplificar igualmente espécies de Haemoproteus 

e Plasmodium (RICKLEFS et al., 2004; WALDENSTRÖM et al., 2004).  Outra forma 

de diagnosticar infecções mistas por hemosporídeos é a combinação da microscopia 
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tradicional e métodos baseados em PCR, que pode ser útil também para uma melhor 

compreensão da biologia destes parasitos (VALKIŪNAS et al., 2006). 

A ligação de métodos moleculares e tradicionais (microscopia) é importante, 

pois esta abordagem proporciona novos conhecimentos para melhor compreensão das 

doenças letais insuficientemente estudadas causadas por infecções de hemosporídios, 

particularmente nos estágios exo-eritrocíticos (tecidos) e no vetor (VALKIŪNAS et al., 

2014).  

 

5. Infecções por hemoparasitos e a biodiversidade de aves 

  

 O aumento da população humana causa transformações na natureza de um modo 

rápido e sem precedentes. O desmatamento, construções de estradas, ferrovias, 

hidrelétricas, o uso inadequado de solos devido à invasão agrícola e a expansão dos 

ambientes urbanos, provocam a fragmentação de florestas e consequentemente a perda 

da biodiversidade (FAHRIG, 2003; FOWLEY et al., 2005; TISCHENDORF et al.,  

2005; et al., 2008) além disso,interferem nas relações parasito-hospedeiro (LAFERTY& 

MORRIS, 1996 ). 

 Pesquisas tem ligado fragmentação florestal, expansão urbana e mudanças 

climáticas à introdução de agentes patogênicos e proliferação de doenças infecciosas 

(LOGIUDICE et al., 2003). À medida que o contato entre espécies silvestres ou mesmo 

entre o homem e a fauna silvestre aumentam em função de alterações ambientais, eleva-

se o risco de infecções (WEISS & MICHAEL, 2004). A introdução de uma infecção ou 

doença de uma população resistente em uma população susceptível pode causar declínio 

rápido de populações e diminuir a biodiversidade, uma vez que doenças e parasitos tem 

sido provavelmente responsáveis por um número considerável de extinções de espécies 

silvestres (DOBSON & MAY, 1986; MCCALLUM & DOBSON, 1995; BENSCH et 

al., 2000).  

 As aves frequentemente são infectadas por hemosporídeos. A patogenia da 

infecção é variável; os indivíduos infectados apresentam uma fase crônica ou latente de 

infecção, na qual a resposta imune reduz a parasitemia a níveis baixos e as aves 

apresentam  pouco ou nenhum sinal de infecção e podem  permanecer infectadas por 

toda a vida resistindo a recaídas periódicas (ATKINSON & VAN RIPER, 1991). 

Entretanto, em infecções agudas (elevada parasitemia), as aves são mais suscetíveis aos 

predadores, menos hábeis para estabelecer territórios, apresentam alterações na 
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coloração da plumagem e comprometimento nos padrões de vocalização (ANDERSON 

& MAY, 1979; LAPOINTE et al., 2012). Isso influencia na sobrevivência e sucesso 

reprodutivo do animal, podendo levarà extinção de espécies (RICKLEFS, 1992; 

FELDMAN et al., 1995; LAPOINTE et al., 2012).  

 Infecções por hemoparasitos causam um forte impacto negativo em seus 

hospedeiros, especialmente se espécies de aves nativas forem expostas pela primeira vez 

a algum parasito (BENSCH et al., 2000). Um dos principais exemplos do efeito 

devastador de uma doença invasiva em aves foi no Havaí, no início do século 20 em que 

a introdução de uma nova espécie de Plasmodium resultou na extinção de aves nativas 

(DASZAK et al., 2000; DOBSON & FOUFOPOULOS; 2001, HARVELL et al., 2002). 

 Há registros de parasitismo por hemosporídeos em muitas espécies de aves e 

famílias, contudo, os Passeriformes são os p rincipais parasitados (VALKIŪNAS,2005). 

Na região neotropical, estudos sobre hemosporídeos (Plasmodium/Haemoproteus) em 

Passeriformes avançam lentamente desde o primeiro registro no Panamá, feito por 

GALINDO & SOUSA (1966), conforme demonstrado na Tabela 1. 
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Tabela 1. Principais estudos com hemosporídeos (Haemoproteus e Plasmodium) em 

aves da ordem Passeriformes da região neotropical. 

Localidade geográfica 
Método de 

diagnóstico 

Aves 

analisadas 

Aves 

infectadas 

Prevalência 

(%) 
Referências 

Panamá Microscopia 2687 699 26,01 Galindo & Sousa, 1966 

Colômbia Microscopia 62 8 12,9 Bennet et al., 1976 

Diversas localidades, 
região neotropical 

Microscopia 8844 1242 14,04 White et al., 1978* 

Brasil Microscopia 3270 150 4,58 Bennet & Lopes, 1980 

Panamá Microscopia 3155 445 14,1 Sousa et al., 1982 

Brasil Microscopia 7565 742 9,8 Woodworth-Lynas et al., 1989 

Costa Rica Microscopia 138 47 34,05 Young et al., 1993 

Colômbia Microscopia 154 16 10,38 Rodríguez & Matta, 2001 

Colômbia Microscopia 159 2 1,25 Matta et al., 2004 

Brasil microscopia/PCR 275 44/109 16/39,63 Ribeiro et al., 2005 

México Microscopia 1593 294 18,45 Garvin et al., 2006 

Colômbia Microscopia 250 23 9,2 Basto et al., 2006 

Brasil Microscopia 508 35 6,88 Fecchio et al., 2007 

Colômbia Microscopia 44 7 15,9 Londoño et al., 2007 

Equador Microscopia 59 26 44,06 Munro et al., 2009 

Colômbia Microscopia 35 12 34,28 Rodríguez et al., 2009 

Brasil PCR 102 13 12,74 Lima et al., 2010 

Brasil Microscopia 759 82 14,4 Fecchio et al., 2011 

Brasil Microscopia 925 111 12 Sebaio et al., 2012 

Venezuela PCR 47 5 10,63 Mijares et al., 2012 

Brasil PCR 2488 540 21,7 Svensson-Coelho et al., 2013 

Brasil Microscopia 177 30 16,94 Leite et al., 2013 

*Revisão sobre hemoparasitos de aves da região neotropical 

  

 O Brasil sofre constantemente com a fragmentação de florestas e perda da 

biodiversidade, principalmente a Mata Atlântica, que é uma das florestas mais ricas em 

espécies de aves e suporta uma das mais altas taxas de endemismo do planeta. Mais da 

metade das espécies registradas da Mata Atlântica (476 espécies) pertence à ordem 

Passeriformes, grupo que reúne 55% das formas conhecidas de aves do planeta, e 

muitas dessas espécies estão ameaçadas de extinção (PIVETTA, 2014). Pesquisas sobre 

parasitismo em Passeriformes da Mata Atlântica são necessárias para que a 

biodiversidade da avifauna seja conservada. 
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OBJETIVOS 

 

 O presente estudo teve como objetivos: determinar a prevalência e a parasitemia 

para Plasmodium spp. e Haemoproteus spp. de  Passeriformes da Mata Atlântica de 

Minas Gerais, por meio de dois métodos de diagnóstico, microscopia e nested PCR e 

caracterizar morfologicamente a espécie Plasmodium (Haemamoeba) lutzi Lucena, 

1939. 
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MATERIAL E MÉTODOS 

 

1. Locais de estudo 

  

As amostras de sangue foram obtidas entre agosto de 2012 e outubro de 2013, de 

77 aves mantidas no Centro de Triagem de Animais Silvestres (CETAS) do Instituto 

Brasileiro de Meio Ambiente e Recursos Naturais Renováveis (IBAMA) em Juiz de 

Fora, localizado na Av. Prefeito Mello Reis, 1500, bairro Aeroporto, Juiz de Fora, 

Minas Gerais, Brasil (21° 45’S, 43° 20’O). As aves provenientes do IBAMA são 

procedentes de apreensões da região da Zona da Mata, de resgate em situações 

ambientais de risco ou entregues por moradores da região, em casos de acidentes com 

os animais. No local, elas são mantidas em recintos fechados, providos de água e 

alimento e permanecem neste local até serem destinados à soltura, o que frequentemente 

ocorre em fragmentos de Mata Atlântica próximos ao município de Juiz de Fora. Para 

realização da coleta de sangue as aves foram contidas por um funcionário do IBAMA 

durante todo processo de amostragem, depois liberadas no recinto. 

Coletas de sangue também foram feitas em 160 aves no Jardim Botânico da 

Universidade Federal de Juiz de Fora (JB-UFJF), que é um fragmento de Mata Atlântica 

urbano regenerado situado na região central da cidade de Juiz de Fora, Minas Gerais, 

Brasil (21° 45’S, 43° 20’O). No local encontram-se uma lagoa e um riacho central com 

vasta área de floresta tropical úmida no entorno; precipitação média anual de 1,449 

milímetros e temperatura média anual de 20,3ºC.   

A captura das aves no JB-UFJF foi feita durante os meses de março, abril, maio, 

julho e dezembro de 2013 e fevereiro de 2014, com o auxílio de redes de neblina de 6 e 

12 metros de comprimento, malha de nylon de 36 mm, estendidas em hastes de ferro a 

altura máxima de 3 metros do chão. As redes foram armadas por cinco dias 

consecutivos nos meses de coleta e ficaram armadas por volta de 10 horas/dia, do início 

da manhã ao final da tarde. A inspeção das redes foi realizada em intervalos de 30 

minutos para verificação da captura e as aves capturadas foram marcadas, fotografadas, 

pesadas e examinadas morfometricamente para posterior identificação das espécies. Em 

seguida, a coleta de sangue foi realizada e os animais foram liberados no local. 

Esses métodos de amostragem foram avaliados e aprovados pela Comissão de 

Ética na Experimentação Animal (CEEA) da Pró-reitoria de Pesquisa da Universidade 
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Federal de Juiz de Fora, protocolo nº 042/2012, e pelo Sistema de Autorização e 

Informação em Biodiversidade (SISBIO), solicitação número 29268-3.   

2. Coleta de sangue 

A coleta de sangue foi realizada por meio de punção da veia braquial de uma das 

asas do animal, após assepsia com algodão embebido em álcool 70° GL (BRAGA et al., 

2010). O volume de sangue recolhido não ultrapassou 1% do peso vivo das aves, 

segundo recomendação do Sistema de Autorização e Informação em Biodiversidade 

(SISBIO).  

De um a cinco esfregaços sanguíneos foram imediatamente feitos a partir de 

cada amostra para análise microscópica, sendo que a outra parte do sangue foi 

armazenada em microtubos mantidos em gelo para análise molecular. As amostras 

foram levadas ao Laboratório de Protozoologia do Programa de Pós-Graduação em 

Ciências Biológicas – Comportamento e Biologia Animal, Universidade Federal de Juiz 

de Fora, onde os esfregaços foram fixados em metanol (álcool metílico P.A.) por três 

minutos, secados e corados em Giemsa (Eosina Azul de Metileno) na diluição de 1:9, 

durante aproximadamente 40 minutos e os microtubos mantidos a -20°C até o momento 

da extração de DNA. 

 

3. Análises microscópicas 

 

Os esfregaços sanguíneos foram examinados sob objetiva de imersão em 

microscópio fotônico Olympus BX-51, aumento (1000x). A parasitemia foi avaliada por 

contagem do número de parasitos em 10.000 eritrócitos em 100 campos microscópicos 

formados por uma monocamada celular contendo aproximadamente 100 células 

(MUÑOZ et al., 1999) e calculada  segundo BUSH et al. (1997), a prevalência de 

infecção foi calculada conforme proposto por SOUZA (1998). 

 

4. Análises moleculares 

 

4.1. Extração de DNA 
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O DNA total de todas as amostras coletadas foi extraído utilizando-se o Kit 

Wizard® Genomic DNA Purification (#96373, Promega, Madison, EUA).  

O sangue armazenado foi descongelado e 50-100µL foram colocados em tubos 

de 1,5mL, no qual adicionaram-se 900µL de solução de lise celular. Os tubos foram 

invertidos algumas vezes para misturar a solução e incubados por 10 minutos em 

temperatura ambiente; agitou-se a mistura de 2-3 vezes durante a incubação; em seguida 

centrifugou-se por 20 segundos em 13.000-16.000g e o sobrenadante foi descartado, 

sem causar distúrbio ao pellet branco formado no fundo. Os tubos foram agitados 

vigorosamente utilizando vortex (Lab dancer- Ika) para homogeneização por 10-15 

segundos e após esse procedimento foram adicionados 300µL de solução de lise nuclear 

pipetando-se por 5-6 vezes para misturar a solução. Em seguida, adicionaram-se 1,5µL 

de solução de RNase e encubou-se a 37°C por 15 minutos. Após o resfriamento à 

temperatura ambiente, adicionou-se 100µL de solução de precipitação de proteína e os 

tubos foram agitados utilizando vortex por 10-20 segundos sendo levados para 

centrifugação em 13.000-16.000g por 3 minutos. O sobrenadante foi transferido para 

novos tubos de 1,5mL contendo 300µL de isopropanol, estes foram invertidos até que as 

fitas brancas de DNA aparecessem; logo após centrifugou-se em 13.000-16.000g por 1 

minuto e todo o líquido presente foi descartado. Assim, os tubos foram colocados 

invertidos sobre papel absorvente para secar, em seguida adicionaram-se 100µL de 

solução de re-hidratação de DNA, armazenando-se as amostras com o DNA extraído em 

temperatura de 2-8°C até o processo de amplificação. 

 

4.2. Amplificação do gene citocromo b 

 

O DNA extraído foi verificado e quantificado por meio de espectrofotometria de 

UV (Nanodrop 2000, Thermo Fisher Scientific, Wilmington, EUA).  Para amplificação 

do gene mitocondrial citocromo b (cyt b) dos hemoparasitos, um protocolo de nested 

PCR segundo MERINO et al. (2008) foi padronizado e aplicado.  

Os iniciadores não específicos utilizados na primeira reação foram: 3760F (5'-

ATG GAGTGG GTGTTT TAG AT-3') e 4292Rw (5'-TGG AAT AAC ATG TAR 

AGG AGT-3') para a detecção de parasitos dos gêneros Haemoproteus / Plasmodium 

que amplificam 533 pb do gene mitocondrial.  Na segunda reação foram utilizados 

oligonucleotídeos iniciadores específicos: PF (5'-GGA TTT GTG GTG GAT ATC 
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TTG-3') e 4292Rw para Plasmodium , 422 pb, e HML (5' -GCT ACT GGT GCT TTT 

ACA GT-3') e HMR (5'-CTC GAG AAA CTA GGATTA CC-3') para Haemoproteus 

367 pb (MERINO et al., 2008). 

As reações de PCR consistiram em volume final de 25µL, onde foram utilizados 

para a primeira reação 12,5µL de solução Go Taq ® Green Master Mix (Promega, 

Madison, EUA), 2,5µL de água livre de nuclease que acompanha o kit Go Taq ® Green 

Master Mix, 2,5µL [10µM] do oligonucleotídeo iniciador 3760F, 2,5µL [10µM] do 

4292Rw e 5µL de DNA total extraído armazenado em solução de re-hidratação. Para a 

segunda reação utilizou-se 12,5µL de solução Go Taq ® Green Master Mix (Promega, 

Madison, EUA), 9,5µL de água livre de nuclease, 1µL [10µM] de cada 

oligonucleotideo iniciador, PF e 4292Rw para o gênero Plasmodium, HMR e HML 

[10µM] para o gênero Haemoproteus, e 1µL de DNA produto da primeira reação. Para 

controle positivo foi utilizada amostra de DNA extraído de Plasmodium gallinaceum 

obtido de cultivo para experimentos e para controle negativo, água livre de nuclease. As 

reações foram realizadas em aparelho termociclador (Amplitherm - Thermal Cyclers-) 

com o programa de amplificação: 5 minutos de hotstart, desnaturação 94°C por 10 

minutos, seguido por 40 ciclos de amplificação em 95°C por 40 segundos, 58°C por 1 

minuto, 72ºC por 1 minuto e para extensão final, 72°C por 10 minutos.  

 

4.3. Eletroforese 

 

Os produtos de PCR foram submetidos à eletroforese em gel de agarose a 2% 

(Invitrogen®) colocando-se 5uL de cada produto da segunda reação juntamente com 

2uL de Blue Green Loading Dye I (LGC Biotecnologia®) em cada canaleta do gel, 

sendo que sempre na primeira e última canaleta adicionaram-se 5uL de padrão de peso 

molecular 100pb DNA Ladder de 100 a 1.500pb (Promega ®) com 2uL do Blue Green. 

As corridas eletroforéticas foram realizadas em cuba horizontal, por 

aproximadamente 40 minutos a 10 V/cm em fonte de alimentação de energia e sistema 

de transferência (Biorad®), com tampão tris-EDTA-acetato,pH 8,0 (TAE-1x) como 

fluido condutor de corrida.  

Os géis foram colocados sobre aparelho transiluminador com luz ultravioleta 

(Loccus Biotecnologia) e sob fotodocumentador (Loccus Biotecnologia) acoplado a um 



31 
 

sistema de captura de imagens para visualização das bandas e análise do DNA 

amplificado. 
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RESULTADOS 

 

 Foram analisadas 237 amostras de sangue de aves da ordem Passeriformes 

pertencentes a 18 famílias e 56 espécies, dentre as espécies, oito são endêmicas do 

Brasil e cinco da Mata Atlântica (ICMBIO, 2014). No IBAMA foram examinadas 77 

aves de seis famílias e 17 espécies, no JB-UFJF foram examinadas 160 aves de 15 

famílias e 38 espécies (Tabela 2). As aves foram examinadas por meio de ambos os 

métodos de diagnóstico, microscopia e nested PCR.  

 

1. Análises microscópicas e moleculares (n PCR) 

 

 A prevalência geral de infecção por Plasmodium spp./Haemoproteus spp. pelas 

análises microscópicas foi de 38,81% (92 indivíduos) e pela nested PCR foi de 45,14% 

(107 indivíduos). Na Fotografia 1, observa-se gel de agarose mostrando os produtos de 

amplificação do gene citocromo b de Plasmodium spp. por nested PCR. 

 

 

 

Fotografia 1. Gel de agarose 2% mostrando os produtos de amplificação de um 

fragmento do gene citocromo b de Plasmodium spp. por nested-PCR. 1,4,8: padrão; 2: 

controle negativo; 3, 5, 6: amostras positivas; 7: controle positivo (P. galinaceum). 

 

As aves examinadas do IBAMA pelo método microscópico apresentaram 

prevalência geral de infecção de 64,93% (50 indivíduos), sendo que 49 aves (63,63%) 

estavam infectadas por Plasmodium spp. e duas (2,5%) por Haemoproteus spp., destas, 

uma ave (Turdus rufiventris Vieillot, 1818) apresentou infecção mista. Pelo método de 
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diagnóstico nested PCR a prevalência de infecção por Plasmodium spp./Haemoproteus 

spp. foi de 70,12% (54 indivíduos) (Tabela 2). 

No JB-UFJF foi registrada pela microscopia a prevalência de infecção de 

26,25% (42 indivíuos) por Plasmodium spp., sendo que um destes indivíduos (Turdus 

rufiventris)  também estava infectado por Haemoproteus spp. A nested PCR revelou 

prevalência de infecção de 33,12% (53 indivíduos) por Plasmodium spp./Haemoproteus 

spp. (Tabela 2).  

A parasitemia média encontrada para Plasmodium spp./Haemoproteus spp. foi 

de 0,08 (± 0,08) no IBAMA e 0,05 (± 0,04) no JB-UFJF. As maiores parasitemias 

médias foram registradas nas espécies Turdus albicollis Vieillot, 1818 (0,24%), 

Zonotrichia capensis (Statius Muller, 1776) (0,22%), Turdus rufiventris (0,18% ± 0,29), 

Gnorimopsar chopi (Vieillot, 1819) (0,1% ± 0,07) no IBAMA e Turdus rufiventris 

(0,17 % ± 0,13), Arremon semitorquatus Swainson, 1838 (0,11% ± 0,13) no JB-UFJF 

(Tabela 2).  
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Famílias/espécies 

Nº aves 

examinadas 

Nº aves 

examinadas 

IBAMA M PCR 

Parasitemia 

média (%) 

Nº aves  

examinadas 

 JB-UFJF M PCR 

Parasitemia 

Média (%) 

Thamnophilidae 8 

    

  

   Thamnophilus caerulescens Vieillot, 1816 8 

    

8 2 2 0,03 

Conophagidae 1 

    

  

   Conophaga lineata (Wied, 1831) 1 

    

1 

 

1 

 Dendrocolaptidae 12 

    

  

   Lepidocolaptes squamatus (Lichtenstein, 1822)¹ 7 

    

7 1 2 0,01 

Lepidocolaptes angustirostris (Vieillot, 1818) 1 

    

1 

 

1 

 Sittasomus griseicapillus (Vieillot, 1818) 3 

    

3 1 1 0,05 

Xenops rutilans Temminck, 1821 1 

    

1 1 1 0,02 

Furnariidae 2 

    

  

   Lochmias nematura (Lichtenstein, 1823) 1 

    

1 

   Cranioleuca pallida (Wied, 1831)¹ 1 

    

1 

 

1 

 Pipridae 19 

    

  

   Chiroxiphia caudata (Shaw & Nodder, 1793) 19 

    

19 3 6 0,06 

Tityridae 2 

    

  

   Pachyramphus castaneus (Jardine & Selby, 1827) 2 

    

2 

   Platyrinchidae 1 

    

  

   Platyrinchus mystaceus Vieillot, 1818 1 

    

1 

   Rhynchocyclidae 4 

    

  

   Mionectes rufiventris Cabanis, 1846 4 

    

4 

   Tyrannidae 21 

    

  

   Phyllomyias fasciatus (Thunberg, 1822) 4 

    

4 

   Attila rufus (Vieillot, 1819)¹ 3 

    

3 

   Myiarchus ferox (Gmelin, 1789) 5     5    

Tabela 2. Parasitismo por Haemoproteus spp. e Plasmodium spp. em Passeriformes mantidos pelo IBAMA-JF e do JB-UFJF, diagnosticados 

por microscopia e nPCR. 
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Famílias/espécies 

Nº aves 

examinadas 

Nº aves 

examinadas 

IBAMA M PCR 

Parasitemia 

média (%) 

Nº aves  

examinadas 

 JB-UFJF M PCR 

Parasitemia 

Média (%) 

Pitangus sulphuratus (Linnaeus, 1766) 3 

    

3 1 2 0,04 

Megarynchus pitangua (Linnaeus, 1766) 2 

    

2 

   Myiozetetes similis (Spix, 1825) 2 

    

2 1 1 0,02 

Myiophobus fasciatus (Statius Muller, 1776) 1 

    

1 

 

1 

 Lathrotriccus euleri (Cabanis, 1868) 1 

    

1 

 

1 

 Vireonidae 1 

    

  

   Cyclarhis gujanensis (Gmelin, 1789) 1 

    

1 

   Troglodytidae 2 

    

  

   Troglodytes musculus Naumann, 1823 2 

    

2 

   Turdidae 33 

    

  

   Turdus flavipes Vieillot, 1818 1 1 

   

  

   Turdus leucomelas Vieillot, 1818 5 

    

5 3 4 0,08 

Turdus rufiventris Vieillot, 1818 25 4 4 4 0,18** 21 12 9 0,17** 

Turdus amaurochalinus Cabanis, 1850 1 

    

1 

 

1 

 Turdus albicollis Vieillot, 1818 1 1 1 1 0,24   

   Mimidae 1 

    

  

   Mimus gilvus(Vieillot,1807) 1 1 

   

  

   Passerellidae 5 

    

  

   Zonotrichia capensis (Statius Muller, 1776) 1 1 1 1 0,22 *   

   Arremon semitorquatus Swainson, 1838¹ 4 

    

4 4 4 0,11 

Parulidae 3 

        Basileuterus culicivorus (Deppe, 1830) 3     3    

Icteridae 17          

Icterus jamacaii (Gmelin, 1788) 2 2  2       
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Famílias/espécies 

  Nº aves 

examinadas 

Nº aves 

examinadas 

IBAMA 

 

M 

 

PCR 

Parasitemia 

média (%) 

 

Nº aves  

examinadas 

 JB-UFJF 

 

M 

 

PCR 

 

Parasitemia 

Média (%) 

Gnorimopsar chopi (Vieillot, 1819) 14 14 9 10 0,1      

Chrysomus ruficapillus (Vieillot, 1819) 1 1 1 1 0,08   

   Thraupidae 101          

Coereba flaveola (Linnaeus, 1758) 9     9    

Saltator similis d'Orbigny & Lafresnaye, 1837 37 34 23 24 0,03 3    

Saltator fuliginosus (Daudin, 1800) 1 1         

Nemosia pileata (Boddaert, 1783) 1     1    

Tachyphonus coronatus (Vieillot, 1822) 23     23 8 11 0,05 

Ramphocelus bresilius (Linnaeus, 1766) 4     4 2 2 0,04 

Lanio pileatus (Wied, 1821) 1 1         

Lanio melanops (Vieillot, 1818) 5     5 2 1 0,04 

Tangara cyanoventris (Vieillot, 1819) 1     1    

Tangara sayaca (Linnaeus, 1766) 3     3    

Tangara palmarum (Wied, 1823) 2     2  1  

Tangara ornata (Sparrman, 1789)¹ 1 1 1 1 0,03      

Schistochlamys ruficapillus (Vieillot, 1817) 1 1 1 1 0,01      

Paroaria coronata (Miller, 1776) 1 1 1 1 0,02      

Tersina viridis (Illiger, 1811) 1 1 1 1 0,03      

Dacnis cayana (Linnaeus, 1766) 2 1 1 1 0,05 1    

Sicalis flaveola (Linnaeus, 1766) 4 4 2 2 0,02      

Sporophila frontalis (Verreaux, 1869) 1 1         

Sporophila lineola (Linnaeus, 1758) 1 1 1 1 0,03      

Sporophila caerulescens (Vieillot, 1823) 1     1 1  0,04 
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Famílias/espécies 

Nº aves 

examinadas 

Nº aves 

examinadas 

IBAMA M PCR 

Parasitemia 

média (%) 

Nº aves  

examinadas 

 JB-UFJF M PCR 

Parasitemia 

Média (%) 

Sporophila leucoptera (Vieillot, 1817) 1 1 1 1 0,06   

   Cardinalidae  4 

    

  

   Cyanoloxia brissonii (Lichtenstein, 1823) 4 4 2 2 0,04   

   Total 237 77 50 54 0,08 160 42 53 0,05 

Prevalência Total  M e PCR (%) 

  

64,93 70,12 

 

  26,25 33,12 

 * Espécime infectado somente por Haemoproteus spp.; ** Um espécime infectado por Haemoproteus spp. e Plasmodium spp.; M: exame 

microscópico; PCR: diagnóstico pela reação em cadeia da polimerase; ¹espécies endêmicas Mata Atlântica. 
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 A análise de esfregaços sanguíneos demonstrou a ocorrência de todas as formas 

evolutivas de Plasmodium spp., sendo os trofozoítos a forma evolutiva mais comumente 

observada (Prancha I); também foram observados macrogametócitos e 

microgametócitos de Haemoproteus spp. (Prancha II). Ainda, por meio da microscopia, 

foi possível identificar a espécie Plasmodium (Haemamoeba) lutzi Lucena, 1939 

infectando a ave Arremon semitorquatus Swainson, 1838, então, foram analisadas todas 

as formas evolutivas deste parasito e o mesmo foi caracterizado em detalhe. 

 

2. Morfologia geral de Plasmodium (Haemamoeba) lutzi Lucena, 1939 (Prancha 

III) 

 

Trofozoítos: Os trofozoítos de Plasmodium (Haemamoeba) lutzi foram frequentemente 

observados em eritrócitos jovens (Prancha III, Figura A), mas também foram 

encontrados em eritrócitos maduros (Prancha III, Figura B); trofozoítos jovens são 

arredondados (Prancha III, Figura A, B) e não possuem posição específica no eritrócito; 

muitos trofozoítos não apresentam o típico formato em anel (Prancha III, Figura A, B); 

trofozoítos maduros possuem formato indefinido (Prancha III, Figura C) e 

frequentemente ocupam a região polar ou subpolar do eritrócito; alguns apresentam um 

pequeno vacúolo no citoplasma; o núcleo é largo; apresentam grânulos de pigmentos 

marrom-escuros e estes estão agrupados em uma massa na margem do parasito; foi 

observado mais de um trofozoíto infectando um único eritrócito (Prancha III, Figura C). 

 

Esquizontes: Os esquizontes foram encontrados tanto em eritrócitos jovens como em 

eritrócitos maduros (Prancha III, Figura D); vacúolos citoplasmáticos usualmente não 

estão presentes; quando o esquizonte se desenvolve, o núcleo do parasito decresce em 

tamanho e a basofilia do citoplasma também decresce; frequentemente apresentam o 

formato oval (Prancha III, Figura D, E), mas podem apresentar formato irregular; em 

esquizontes maduros, o núcleo não apresenta posição definida; esquizontes maduros 

apresentam de seis a 26 merozoítos, deformam os eritrócitos (Prancha III, Figura D-F) e 

frequentemente deslocam o núcleo dos mesmos (Prancha III, Figura D, E); podem, 

ainda, anuclear eritrócitos (Prancha III, Figura F).  

 

Macrogametócitos: Os macrogametócitos foram encontrados tanto em eritrócitos 

jovens como em eritrócitos maduros; o citoplasma é homogêneo (Prancha III, Figura 
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G), porém, alguns apresentam pequenos vacúolos (Prancha III, Figura H, I); 

gametócitos jovens são morfologicamente idênticos a trofozoítos; gametócitos maduros 

são frequentemente redondos ou ovais, porém, alguns apresentam formato irregular 

(Prancha III, Figura J, L); o núcleo do parasito é compacto, variável em forma, 

usualmente em posição subcentral (Prancha III, Figura G-L); os grânulos de pigmento 

são arredondados, usualmente de pequeno tamanho (de 0,5 µm a 1 µm) e claramente 

agrupados na margem do parasito (Prancha III, Figura G-L); alguns apresentam 

pigmentos espalhados pelo citoplasma (Prancha III, Figura M); geralmente, o número 

de grânulos de pigmentos é 15; macrogametócitos deformam os eritrócitos e 

frequentemente deslocam o núcleo dos mesmos (Prancha III, Figura N); podem, ainda, 

anuclear eritrócitos (Prancha III, Figura O). 

 

Microgametócitos: Os microgametócitos são morfologicamente semelhantes aos 

macrogametócitos, diferindo apenas na coloração do citoplasma e na distribuição dos 

grânulos de pigmentos (Prancha III, Figura P). 
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PRANCHA I 

 

Formas evolutivas de Plasmodium spp. encontradas nos esfregaços sanguíneos, corados 

com Giemsa, de aves silvestres provenientes do IBAMA e capturadas no JB-UFJF. As 

setas indicam em A, B, C: trofozoítos; D-G: esquizontes; H-I: gametócitos (Aumento 

600X; Barras: 10µm). 
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PRANCHA II 

 

Macrogametócitos e microgametócitos de Haemoproteus spp. encontrados nos 

esfregaços sanguíneos corados em Giemsa, de aves silvestres provenientes do IBAMA e 

capturadas no JB-UFJF. As setas pretas indicam macrogametócitos e as setas brancas 

indicam microgametócitos (Aumento: 600X; Barras: 10µm). 
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PRANCHA III 

 

Formas evolutivas de Plasmodium (Haemamoeba) lutzi encontradas nos esfregaços 

sanguíneos corados em Giemsa da ave Arremon sequitorquatus. A-C: trofozoítos; D-F: 

esquizontes; G-O: macrogametócitos e P: microgametócito (Aumento: 600X; Barras: 

10µm). 
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DISCUSSÃO  

 

 As espécies de aves amostradas representam 6,4% da riqueza das aves da Mata 

Atlântica, 12% dos Passeriformes e 2,3% das espécies endêmicas no bioma. Esses 

números são representativos, visto que a Mata Atlântica perdeu 90% de sua extensão 

original desde a colonização e possui 45% de todas as espécies de aves encontradas no 

Brasil. O número de espécies que estão ameaçadas neste bioma é exorbitante ao se 

comparar com o total de espécies ameaçadas no país, são 233 aves em risco de extinção 

no Brasil e dessas, 147 são endêmicas ou quase endêmicas da Mata Atlântica 

(PIVETTA, 2014). 

 A prevalência de infecção por hemoparasitos (Plasmodium spp./ Haemoproteus 

spp.) encontrada neste trabalho é considerada alta em comparação com outros estudos 

realizados no Brasil com o mesmo grupo de aves; registrou-se 38,81% de infecção geral 

por meio da microscopia e 45,14% pela nested PCR. WOODWORTH-LYNAS et al. 

(1989) registraram que 9,8% das aves examinadas em três regiões de São Paulo estavam 

infectadas por Plasmodium spp./ Haemoproteus spp., FECCHIO et al. (2007, 2011) 

estudando aves do Cerrado, registraram prevalência de 6,88% e 10,8% respectivamente. 

Da mesma forma, SEBAIO et al. (2012) encontraram prevalência de 12% de infecção 

em aves da Mata Atlântica de Minas Gerais. Estes estudos utilizaram como método de 

diagnóstico apenas a microscopia óptica.  

 Contudo, a alta prevalência registrada neste trabalho diz respeito a infecções 

causadas por Plasmodium spp., 63,63% no IBAMA e 26,25% no JB-UFJF, visto que, 

apenas dois indivíduos (2,5%) do IBAMA e um (0,62%) do JB-UFJF estavam 

infectados por Haemoproteus spp. A baixa infecção por Haemoproteus spp. pode estar 

relacionada à exposição dos hospedeiros aos vetores, já que os dípteros transmissores de 

Haemoproteus spp. são diferentes dos transmissores de Plasmodium spp. É provável 

que na região estudada, seja menor a distribuição de moscas hematófagas 

(Hippodocidae), que são os vetores de Haemoproteus spp. Segundo SOL et al. (2000) 

evidências experimentais suportam a visão de que a abundância dos vetores é o 

principal fator a influenciar a variação espacial na prevalência de hemoparasitos. 

 O único estudo realizado com aves Passeriformes em ambiente natural no Brasil 

que encontrou prevalência maior de infecção por Plasmodium spp. que a encontrada 

neste trabalho, foi realizado por RIBEIRO et al. (2005) registrando prevalência de 

39,63% de infecção por meio da nested PCR, porém os resultados obtidos pela análise 
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microscópica foi significativamente menor  (16%). Apesar de outros estudos também 

demonstrarem discrepâncias na prevalência de hemoparasitos detectada pela 

microscopia e PCR (VALKIŪNAS et al., 2006; PÉREZ-TRIS et al., 2007; KRONE et 

al., 2008; BONNEAUD et al., 2009), no presente estudo não houve diferença 

significativa entre os métodos de diagnóstico.  

 A nested PCR foi utilizada para confirmar os resultados obtidos pela 

microscopia, pois segundo GARAMSZEGI et al. (2010), o número de campos 

examinados nas análises microscópicas pode influenciar o diagnóstico em infecções 

crônicas, principalmente para organismos do gênero Plasmodium. 

 Neste estudo, observou-se que algumas amostras que se encontraram positivas 

pelo exame microscópico não foram amplificadas pela nested PCR. O que pode ser 

explicado pela falta de qualidade na extração de DNA, assim como proposto por BELO 

(2007), ou também, devido à ineficiência dos iniciadores utilizados, no caso de 

infecções mistas, como proposto por MERINO et al. (2008).  

De acordo com MARTINEZ et al. (2009), a identidade destes iniciadores não é 

completa com todas as linhagens dos parasitos para os quais seriam específicos; o 

iniciador HML pode cruzar com duas sequências de Plasmodium spp. e o PF com sete 

sequências de Haemoproteus spp.. Assim, na grande maioria dos casos esse teste de 

PCR é válido, mas tem uma taxa de erros possível, de cerca de 3%; sendo que o 

sequenciamento de amostras positivas pode auxiliar na discriminação dos gêneros. 

 Dessa forma, para se obter uma estimativa precisa da prevalência de infecções 

por hemosporídeos em aves, VALKIŪNAS et al. (2008) recomendam a utilização 

combinada de ambos os métodos de diagnóstico. 

As parasitemias médias totais encontradas para Plasmodium spp./Haemoproteus 

spp. de 0,08 (± 0,08) no IBAMA e 0,05 (± 0,04) no JB-UFJF, podem ser consideradas 

baixas quando comparada com outros estudos, como por exemplo, RIBEIRO et al., 

(2005) e TOSTES (2013) que encontraram parasitemia média de infecção por 

Plasmodium spp. de 2,3% e 1,51% respectivamente. A parasitemia pode estar 

relacionada à patogenicidade de infecção, que na maioria dos casos é subclínica, sendo 

que, o aparecimento de sintomas clínicos pode estar associado a infecções agudas, onde 

há aumento expressivo da parasitemia (ATKINSON et al., 1995). 

As maiores parasitemias médias registradas nas espécies Turdus albicollis 

(0,24%), Zonotrichia capensis (0,22%), Turdus rufiventris (0,18% ± 0,29) e 

Gnorimopsar chopi (0,1% ± 0,07) no IBAMA podem estar relacionadas à maior 
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exposição aos parasitos em níveis de congregação animal. BENNETT et al. (1978) e 

TELLA (2002) mostraram que espécies de aves coloniais tinham níveis mais altos de 

parasitos do que espécies solitárias, isso pode associar-se com as condições em que as 

aves são mantidas no IBAMA, onde são colocadas juntas em viveiros ou próximas 

umas às outras. Assim, uma vez que o vetor se alimenta em uma ave infectada, pode 

haver transmissão subsequente de hemoparasitos para as outras aves e a re-infecção 

nesses locais pode ser freqüente, mantendo os níveis de parasitemia altos. 

As maiores parasitemias em Turdus rufiventris (0,17 % ± 0,13) e Arremon 

semitorquatus (0,11% ± 0,13) no JB-UFJF pode estar relacionada ao hábito de vida 

dessas espécies, os quais, por serem generalistas, apresentam hábitos alimentares 

variados, altas taxas de crescimento e alto potencial de dispersão, fatores estes que 

podem levar a maior exposição dessas espécies aos vetores em relação às espécies que 

tem hábitos especialistas.  

Além disso, o tipo de nidificação também pode estar relacionado aos níveis de 

parasitemia. FECCHIO (2011) demonstrou que espécies de aves que constroem ninhos 

fechados (incluindo ninhos em cavidades) foram mais parasitadas por Plasmodium. 

Espécies de Plasmodium desenvolvem-se apenas em dípteros dos gêneros Aedes, 

Anopheles, Culex, Culiseta e Mansonia (VALKIŪNAS, 2005). O comportamento de 

procura pelo hospedeiro nesses insetos é mediado por odor, sendo o dióxido de carbono 

o principal, ou em combinação com outros compostos voláteis emitidos pelos 

hospedeiros (GIBSON & TORR, 1997; TAKKEN & KNOLS, 1999). De acordo com 

SICK (1997) Turdus rufiventres constrói ninhos fundos de paredes grossas e Arremon 

semitorquatus ninhos bem acabados, de construção sólida formando uma câmara no 

interior, o que pode levar ao acúmulo de compostos voláteis aumentando as chances dos 

vetores encontrarem o hospedeiro. 

 A análise microscópica de esfregaços sanguíneos permitiu a visualização de 

características morfológicas de diferentes fases evolutivas dos hemoparasitos em estudo, 

esse método ainda é um parâmetro muito utilizado para classificar espécies de 

hemosporídeos em aves. Neste trabalho foi possível identificar o parasito Plasmodium 

(Haemamoeba) lutzi Lucena, 1939, em uma ave da espécie Arremon semitorquatus. 

 Plasmodium (H.) lutzi foi primeiramente observado por Lutz & Meyer em 1908 

em aves da espécie Aramides cajaneus (Statius Muller, 1776) (Gruiformes) no Brasil, 

sendo descrita posteriormente por LUCENA (1939), que o encontrou na mesma espécie 

de ave. RENJIFO et al. (1952) relataram parasitos semelhantes a P. (H.) relictum na 
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mesma espécie de ave na Colômbia. Contudo, GABALDÓN & ULLOA (1976), que 

encontraram este parasito na mesma ave em três locais na Venezuela, informaram que 

os parasitos encontrados na Colômbia por RENJIFO et al. (1952) eram possivelmente a 

espécie P. (H.) lutzi. MANTILLA et al. (2013) encontraram P. (H.) lutzi parasitando 

Turdus fuscater d'Orbigny&Lafresnaye, 1837 (Passeriformes) na Colômbia. Dessa 

forma, este é o primeiro registro de P. (H.) lutzi parasitando a espécie Arremon 

semitorquatus e o primeiro registro deste parasito em aves da ordem Passeriformes no 

Brasil, sendo esses dados importantes para ampliar os conhecimentos acerca da 

distribuição geográfica deste parasito.  

 Os caracteres morfológicos de P. (H.) lutzi foram descritos por LUCENA (1939) 

e reproduzidos por VALKIŪNAS (2005). Segundos os autores, os principais caracteres 

de importância taxonômica nesta espécie são os trofozoítos, esquizontes e gametócitos 

arredondados contendo grânulos de pigmento marrom-escuros frequentemente 

agrupados na margem do parasito. Tais características foram observadas durante análise 

dos esfregaços sanguíneos de A. semitorquatus. 

MANTILLA et al. (2013) redescreveram a espécie destacando estas 

características morfológicas principais, porém, na descrição original, há relato da 

ocorrência de outras conformações em cada uma das formas evolutivas, que não foram 

registradas na redescrição. Dentre estas diferenças, podemos destacar trofozoítos sem o 

formato típico em anel; esquizontes e gametócitos com formato irregular e contendo 

grânulos de pigmentos dispersos pelo citoplasma. Estas diferenças foram observadas 

neste trabalho. O relato e registro fotomicrográfico destas variações morfológicas são 

importantes para estudos subsequentes que visem a caracterização do P. (H.) lutzi, pois 

facilitam a identificação do parasito. 

A infecção por hemosporídeos, principalmente por parasitos do gênero 

Plasmodium pode ter forte impacto negativo sobre o hospedeiro, sobretudo quando uma 

espécie de ave é exposta ao parasito pela primeira vez (VAN RIPER III et al.,  1986) 

como por exemplo, no Brasil, pinguins Spheniscus magellanicus (Foster, 1781), 

morreram em um zoológico com infecção malárica causada por Plasmodium relictum 

(BUENO et al., 2010) e no Havaí, aves nativas foram extintas devido à introdução de 

uma espécie de Plasmodium (BENSH et al., 2000). 

 Além desses impactos diretos, em que infecções por hemoparasitos podem levar 

à morte e extinção do hospedeiro, o parasitismo pode ter efeitos subclínicos e indiretos 

com efeitos a longo prazo sobre os processos ecológicos, evolutivos e comportamentais 
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como modificações no voo, sucesso reprodutivo, migração, capacidade competitiva e 

forrageamento (GARAMSEGI, 2005; MARINI, 2005; MARZAL et al., 2005). 

 Estudos realizados por VOTYPKA et al. (2003) com Passeriformes, 

demonstraram que as fêmeas infectadas por hemoparasitos, iniciaram o período de 

reprodução mais tarde do que fêmeas não infectadas, sendo que o estado nutricional das 

fêmeas pode influenciar no momento da reprodução. Além disso, protozoários 

hemoparasitos podem competir por energia, pelo consumo de grande variedade de 

metabólitos do hospedeiro, como a hemoglobina, e afetando tecidos como o fígado, 

baço, pulmões, coração ou cérebro (BENNETT et al., 1993, FARGALLO & MERINO, 

1999; FIGUEROLA et al., 1999), influenciando dessa forma, o momento da postura.  

Isso pode afetar outras características reprodutivas, tais como tamanho da ninhada, 

sobrevivência e número de filhotes (SVENSSON, 1995, NILSSON 1999).  

 GILMAN et al. (2007) estudaram a influência do parasitismo sobre a 

vocalização de Passeriformes e descobriram que os animais infectados por Plasmodium 

spp. vocalizavam menos em resposta a playbacks experimentais. Mudanças induzidas 

pelo parasito em frequência ou qualidade da vocalização podem afetar a seleção de 

parceiros pelas fêmeas. 

 A infecção por hemosporídeos envolve todos os fatores intrínsecos relatados 

anteriormente, mas relaciona-se também com fatores extrínsecos como as alterações 

ambientais, a fragmentação de habitats e mudanças climáticas, que podem influenciar as 

trajetórias evolutivas dos parasitos, afetando interações entre o patógeno e o vetor 

díptero e o hospedeiro (SEHGAL, 2010; TABACHNICK, 2010; MASSAD et al., 2011; 

LAPOINTE et al., 2012). 

A fragmentação florestal aumenta a possibilidade de interações entre vetores e 

hospedeiros, principalmente em áreas de conservação que se situam dentro de áreas 

urbanas ou agrícolas, com estradas e ambientes abertos, o que pode aumentar a 

abundância e dispersão de vetores dentro dos habitats de aves florestais nativas 

(LAPOINTE et al., 2012). Segundo SAMUEL et al. (2011) ambientes que propiciam o 

desenvolvimento de larvas de mosquitos é um fator importante na determinação das 

taxas de transmissão e de prevalência de infecções por hemosporídeos em ambientes 

florestais.  

O JB-UFJF é uma área florestal atingida pela fragmentação situada no centro de 

Juiz de Fora com ambientes propícios (lagos, córregos) e temperatura adequada para o 

desenvolvimento de vetores de hemosporídeos, além do mais, é um dos locais de soltura 
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de aves mantidas pelo IBAMA, as quais ao serem reintroduzidas podem levar infecções 

para esse ambiente natural e causar impacto como surto de doenças e morte de aves 

nativas. 
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CONSIDERAÇÕES FINAIS 

 

Os resultados obtidos neste trabalho com aves mantidas pelo IBAMA e aves do 

Jardim Botânico-UFJF permitem considerar que: 

- A elevada prevalência de infecção por Plasmodium spp. nas aves do IBAMA 

pode estar relacionada a maneira como elas são mantidas agregadas em recintos, o que 

facilita a transmissão de doenças fazendo-se necessárias medidas de tratamento e 

profilaxia e medidas de controle biológico do vetor. 

- A elevada prevalência encontrada em Passeriformes do Jardim Botânico ao se 

comparar com outros estudos feitos com o mesmo grupo de aves no Brasil pode ser 

devido às condições propícias ao desenvolvimento dos vetores. Medidas de controle 

biológico do vetor no local podem diminuir as taxas de infecções, uma vez que os 

hemosporídeos dependem de vetores para o desenvolvimento e transmissão e os 

mosquitos fornecem um elo crucial entre aves infectadas e suscetíveis.  

- O uso combinado das técnicas de diagnóstico, microscopia e PCR, é 

importante para estimar a prevalência de hemoparasitos de forma precisa e confiável. 

- O uso da microscopia é essencial para identificação de espécies de Plasmodium 

por meio da morfologia quando todas as formas evolutivas do parasito estão presentes 

no esfregaço sanguíneo. 

- Estudos sobre hemoparasitos em aves silvestres são necessários para o 

conhecimento das relações parasito-hospedeiro, das causas dessa interação e assim 

evitar perda da biodiversidade.  
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