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RESUMO 

 

No Brasil, foram descritas duas espécies de plasmódios simianos, Plasmodium 

brasilianum e Plasmodium simium, que são morfológica, genética e imunologicamente 

similares aos plasmódios humanos Plasmodium malariae e Plasmodium vivax, 

respectivamente. Plasmodium brasilianum infecta naturalmente macacos das famílias Cebidae, 

Aotidae, Pitheciidae e Atelidae, e foi detectado em uma ampla região geográfica. Já P. simium 

foi encontrado em uma área muito mais restrita, com descrições apenas nas regiões Sul e 

Sudeste, infectando naturalmente somente os gêneros Alouatta e Brachyteles, da família 

Atelidae. Apesar da malária no Brasil estar restrita como endemia à região amazônica, também 

são descritos casos da doença na região extra-amazônica, entre eles casos autóctones de malária, 

como os notificados em áreas de Mata Atlântica. Sugere-se que a manutenção destes casos 

envolva a presença de macacos infectados, que podem atuar como reservatórios da doença. 

Portanto, estudos moleculares das espécies de plasmódios simianos são fundamentais para o 

entendimento da real prevalência da doença, da dinâmica de transmissão, diversidade dos 

parasitos, assim como para esclarecer as relações filogenéticas entre as diferentes espécies de 

Plasmodium. O relato recente de casos autóctones no estado do Rio de Janeiro nos motivou a 

investigar a malária simiana na região. O presente estudo foi realizado em parceria com o 

Centro de Primatologia do Rio de Janeiro (CPRJ), que está localizado no município de 

Guapimirim, onde foram relatados alguns destes casos autóctones. Foi realizada a extração de 

DNA a partir de amostras de sangue de 30 primatas do CPRJ para o diagnóstico molecular por 

Nested PCR e sequenciamento. O resultado do diagnóstico molecular indicou uma taxa de 

infecção de 30% nos primatas do CPRJ (9 amostras positivas), sendo 5 amostras positivas para 

P. brasilianum; 3 amostras positivas para P. simium e 1 amostra positiva para ambos os 

parasitos (infecção mista). O fragmento do 18SSU rRNA amplificado para o diagnóstico foi 

sequenciado e as sequencias obtidas de P. simium alinhadas com sequências de outras espécies 

de Plasmodium disponíveis no GenBank e utilizadas para reconstrução da árvore filogenética. 

A partir do alinhamento, fica evidente que o fragmento analisado é bastante conservado, 

mostrando uma alta similaridade genética entre P. simium e P. vivax. É importante ressaltar que 

o nosso estudo mostra de forma inédita a descrição de infecção malárica por P. simium nos 

gêneros Cebus e Sapajus. Essa descoberta é de suma relevância uma vez que ressalta a 

possibilidade de malária por P. simium em outras espécies de primatas não humanos, cujo 

impacto pode ser significativo para a epidemiologia da doença. A presença de símios infectados 

atuando como reservatórios da malária pode sugerir um caráter zoonótico da doença nas regiões 
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de Mata Atlântica. Além disso, abre a possibilidade de utilizar estes macacos como novo 

modelo de malária vivax. Ademais, o maior entendimento da saúde dos animais selvagens é um 

ponto chave para a sua conservação. As doenças parasitárias e infecciosas estão envolvidas em 

eventos de declínios populacionais, e até mesmo de extinções de espécies. Logo, este estudo 

pode contribuir para a conservação dos primatas, especialmente aqueles que estão ameaçados 

de extinção, como alguns Cebus e Sapajus. 
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ABSTRACT 

 

In Brazil, have been described two species of simian plasmodia, Plasmodium brasilianum and 

Plasmodium simium. These parasites are morphologically, genetically and immunologically 

similar to the human parasites P. malariae and P. vivax, respectively. Plasmodium brasilianum 

naturally infects monkeys of the Cebidae, Aotidae, Pitheciidae and Atelidae families, and was 

detected in a large geographic area. On the other hand, P. simium was described in a restricted 

area, only in the Atlantic Forest of the South and Southeast regions of Brazil naturally infecting 

monkeys of the genus Alouatta and Brachyteles, of the Atelidae family. Although malaria in 

Brazil been restricted as endemic to the Amazon region, cases of the disease have also been 

described in extra-Amazon region, including autochthonous cases, as reported in the Atlantic 

Forest. It is suggested that the maintenance of these cases involve the presence of infected 

monkeys, which can act as reservoirs of the disease. Therefore, molecular studies of simian 

plasmodia species are paramount to understand the true prevalence, transmission dynamics, 

diversity of parasite, as well as to clarify phylogenetic relationships between different 

Plasmodium species. The report of autochthonous cases in Rio de Janeiro motivated us to study 

the simian malaria in the region. This study is conducted in collaboration with the Primate 

Center of Rio de Janeiro (CPRJ), located in Guapimirim municipality, where autochthonous 

cases have been reported. DNA extraction from blood samples of 30 non-human primates kept 

in captivity in CPRJ for plasmodium molecular diagnosis by nested PCR (18SSuRNA) and 

DNA sequencing were performed. The result of the molecular diagnosis shows an infection rate 

of 30% in the captivity non-human primates from CPRJ (nine samples positive),  of which five 

samples were positive for P. brasilianum; three samples were positive for P. simium and one 

sample positive for both parasites (mixed infection). The sequences obtained for P. simium 

were aligned with other Plasmodium species available in GenBank and then used to reconstruct 

a phylogenetic tree.  From the alignment, it is evident that the fragment analyzed is highly 

conserved, showing a high genetic similarity between P. vivax and P. simium. Importantly, our 

study shows for the first time the description of malarial infection by P. simium in the genus 

Cebus and Sapajus. This discovery is of great importance since highlighted the possibility of 

malaria by P. simium in other species of non-human primates whose impact could be significant 

for the epidemiology of the disease. The presence of infected apes acting as reservoirs of 

malaria may suggest zoonotic disease transmission in areas of the Atlantic Forest. In addition, 

it opens the possibility of using these monkeys as a new model for vivax malaria. Beyond that, 

the greater understanding of wildlife health is a key to their conservation. Parasitic and 
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infectious diseases are involved in population declines events, and even species extinctions. 

Therefore, this study can contribute to the conservation of primates, especially those who are 

threatened with extinction, as some Cebus and Sapajus.  
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1 INTRODUÇÃO 

 

1.1  Aspectos gerais da malária  

 

A malária representa um dos maiores problemas de saúde pública no mundo. A doença 

é causada por protozoários do gênero Plasmodium e é transmitida a seus hospedeiros 

vertebrados através da picada de mosquitos do gênero Anopheles.  

 

A classificação taxônomica do agente etiológico da malária (HOMMEL & GILLES et 

al. 1998) é: 

 

Subreino: Protozoa 

Filo: Apicomplexa 

Classe: Sporozoea 

Subordem: Haemosporina 

Família: Plasmodiidae 

Gênero: Plasmodium 

 

Existem mais de 100 espécies de Plasmodium que já foram descritas parasitando répteis, 

aves e mamíferos. Cinco delas infectam naturalmente humanos: Plasmodium falciparum 

(Welch, 1897), Plasmodium vivax (Grassi & Feletti, 1890), Plasmodium ovale (Stephens, 

1922), Plasmodium malariae (Grassi & Feletti, 1890), e mais recentemente, Plasmodium 

knowlesi (Sinton & Mulligan, 1932). Este último foi originalmente descrito em macacos, 

entretanto, em 2004 foi confirmada a infecção natural em seres humanos (SINGH et al. 2004). 

Também conhecida como febre terçã, febre quartã, maleita e paludismo, a doença afeta 

principalmente as áreas tropicais e subtropicais do planeta. A malária é uma doença infecciosa 

e de evolução crônica, com manifestações episódicas de caráter agudo. Provavelmente é a 

doença parasitária mais antiga de que se tem regitro, conhecida na Antiguidade como Febre 

Intermitente. Devido ao seu caráter endêmico, foi responsável por tantas mortes quanto foram 

às próprias guerras em vários períodos da história (GARNHAM, 1966).  

O espaço de tempo entre a picada do mosquito infectante e o aparecimento do quadro 

clínico varia, em geral de 12 até 30 dias, dependendo da espécie do plasmódio. A febre é o 

sintoma mais característico da malária. Quando é acompanhada de calafrio e cefaléia constitui 

a tríade malárica, frequente durante o episódio clínico. Outros sinais e sintomas também podem 
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estar presentes, tais como astenia, anorexia, artralgia, insônia, dor abdominal, diarréia, vômitos, 

hepatomegalia, esplenomegalia e anemia. Essas manifestações clínicas, quando associadas aos 

dados epidemiológicos, ou viagem para áreas endêmicas de malária levantam a suspeita da 

doença. O diagnóstico definitivo é feito pela pesquisa do plasmódio no sangue periférico através 

da técnica da gota espessa.  

O diagnóstico rápido e eficiente das infecções causadas por Plasmodium tem sido 

motivo de pesquisas em todo o mundo, já que a adoção de tratamento apropriado depende 

diretamente da identificação da espécie responsável pela doença. Nesse sentido, vários são os 

métodos utilizados atualmente para o diagnóstico de malária, incluindo técnicas moleculares, 

imunológicas e microscópicas, sendo esta última estabelecida como padrão-ouro, através do 

exame de gota espessa corada pelo Giemsa. O diagnóstico molecular tem se mostrado uma das 

ferramentas mais promissoras na detecção de Plasmodium por possuir alta sensibilidade e 

especificidade, alcançando até mesmo infecções subclínicas (DEMAS et al.  2011). A técnica 

de PCR (Polymerase Chain Reaction), baseada na amplificação de DNA presente em uma 

amostra, é capaz de identificar o material genético alvo em um processo cíclico através da 

geração de milhares de cópias idênticas, que poderão ser analisadas em pouco tempo. A Nested-

PCR é um protocolo útil para diagnóstico por apresentar dois passos de amplificação, o que 

aumenta a capacidade de detecção do parasito tanto em sensibilidade quanto em especificidade 

(SNOUNOU et al. 1993; LIU et al. 1998).  

 

 

1.2  Ciclo biológico do plasmódio 

 

Para completar seu ciclo biológico, os plasmódios precisam de um hospedeiro 

vertebrado e outro invertebrado para se desenvolver. A fase de reprodução sexuada ocorre no 

hospedeiro invertebrado, enquanto a fase assexuada ocorre no hospedeiro vertebrado (Figura 

1). As formas infectantes do parasito, conhecidas como esporozoítos, penetram na pele através 

da picada da fêmea do mosquito do gênero Anopheles durante o repasto sanguíneo. Estima-se 

que de 15 a 200 esporozoítos sejam depositados sob a pele do hospedeiro, podendo permanecer 

na derme após a picada do vetor (AMINO et al. 2006).  

Amino e colaboradores em 2006 descreveram uma nova rota de migração dos 

esporozoítos, em que esses, após atravessarem o epitélio do hospedeiro vertebrado, podem 

alcançar o sistema linfático. Porém, estes parasitos parecem não alcançar o fígado por esta via. 

Entretanto, esta rota pode ser importante para estimular o sistema imunológico do hospedeiro 
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(AMINO et al. 2006). Aqueles que escapam do sistema de defesa atingem a circulação 

sanguínea e migram para o fígado, onde irão penetrar nos hepatócitos. A invasão dos 

hepatócitos pelo esporozoíto é complexa e envolve várias interações do tipo ligante-receptor. 

O parasito possui a capacidade de interagir com as células do fígado e migrar entre os 

hepatócitos, até por fim se instalar e desenvolver em uma das células (MOTA et al. 2001). 

Acredita-se que esta migração é importante para estimular a exocitose de organelas apicais dos 

parasitos e torná-los aptos para infectar os hepatócitos e se desenvolver dentro do vacúolo 

parasitófago (AMINO et al. 2006; MOTA & RODRIGUEZ, 2004). Ainda no fígado, P. vivax 

e P. ovale podem se desenvolver em formas dormentes, denominadas hipnozoítos, que são 

responsáveis pelas recaídas que ocorrem meses ou anos após a infecção inicial (BARNWELL 

et al. 1998). Nos hepatócitos, os esporozoítos se diferenciam e multiplicam assexuadamente 

dando origem aos merozoítos, que são liberados diretamente na corrente sanguínea através de 

vesículas denominadas merossomas (STURM et al.  2006).  

Na circulação sanguínea, os merozoítos penetram nos eritrócitos através de interações 

específicas entre proteínas presentes na superfície dos parasitos e receptores presentes na 

superfície destas células, dando início à fase eritrocítica do ciclo, que é responsável pela 

sintomatologia clínica da doença. Nos eritrócitos os merozoítos se transformam em trofozoítos 

jovens, trofozoítos maduros e por fim esquizontes. Estes esquizontes, dependendo da espécie, 

geram de 10 a 30 merozoítos que são liberados pelo rompimento das células parasitadas e 

penetram em outros eritrócitos, reiniciando o ciclo eritrocítico. Alguns merozoítos se 

diferenciam nas formas sexuais do parasito, os macrogametócitos (feminino) e os 

microgametócitos (masculino) os quais amadurecem sem sofrer divisão celular (COATNEY et 

al. 1971). Estas formas sexuais ao serem ingeridas pelo mosquito do gênero Anopheles durante 

o repasto sanguíneo dão início à fase sexuada do ciclo, que ocorre no interior do hospedeiro 

invertebrado.  

No interior intestino médio do mosquito, os gametócitos se diferenciam em gametas 

masculinos e femininos, e após a fecundação, dão origem ao zigoto (VLACHOU et al. 2006). 

Aproximadamente um dia após a fecundação, o zigoto se desloca em movimentos amebóides, 

passando a se denominar oocineto e, por um mecanismo transcelular, atinge a camada de células 

epiteliais do intestino médio onde se aloja entre o epitélio e a membrana basal e passa então a 

se chamar oocisto (VLACHOU et al. 2004). Em cada oocisto é ativada a maquinaria de 

replicação de DNA e de síntese de proteínas para a multiplicação assexuada dos parasitos, o 

que gera a produção de milhares de esporozoítos. Em aproximadamente duas semanas, a parede 

do oocisto se rompe liberando os esporozoítos, que por sua vez invadem a hemolinfa do inseto. 
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Ao caírem na hemolinfa, muitos esporozoítos conseguem invadir as glândulas salivares, 

podendo, num novo repasto sanguíneo, serem inoculados no hospedeiro vertebrado. 

 

 

 

Figura 1. Representação esquemática do ciclo biológico do Plasmodium vivax no 

hospedeiro humano e no vetor Anopheles. Durante o repasto sanguíneo, fêmeas de Anopheles 

infectadas transmitem os esporozítos ao homem. Os esporozoítos alcançam o fígado através da 

corrente sanguínea, onde se multiplicam, liberando os merozoítos que poderão invadir as 

hemácias. Nestas células o parasito sofre esquizogonia e libera novos merozoítos, reiniciando 

o ciclo eritrocítico. Alguns merozoítos se diferenciam em formas sexuais, que quando ingeridas 

pelo inseto vetor, dão início à fase sexuada do ciclo, que ocorre no interior do hospedeiro 

invertebrado.  Fonte: Modificado de Mueller et al. 2009. 
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1.3  Malária Simiana no mundo 

 

A possibilidade da malária poder se comportar como uma zoonose tem despertado o 

interesse da comunidade científica há muito tempo. Desde a década de 60 já se tem 

conhecimento de que a malária de alguns primatas não humanos pode infectar o homem 

(DEANE, 1966). Em 1965, foi descrito o primeiro caso de infecção humana naturalmente 

adquirida por Plasmodium knowlesi (CHIN et al. 1965). Mas foi apenas em 2004, quando Singh 

e colaboradores identificaram na Malásia que mais de 57% dos pacientes diagnosticados com 

P. malariae na verdade estavam infectados por P. knowlesi, é que a malária simiana começou 

a ser considerada uma preocupação para a saúde pública humana (SINGH et al. 2004). Desde 

então as infecções em humanos causadas por P. knowlesi têm levantado novas possibilidades 

sobre a epidemiologia da malária. Assim, a proximidade do homem com regiões de mata traz a 

possibilidade de que parasitos que circulam naturalmente entre os primatas não humanos em 

caráter silvestre, também possam ser transmitidos para os humanos (CHIN et al.  1965; WHITE 

et al.   2008).  

Plasmodium knowlesi tem como hospedeiros naturais: Macaca nemestrina, Macaca 

fascicularis, Presbytis melalophos e Trachypithecus obscuras, provocando uma infecção 

branda e crônica, o que sugere um processo de coevolução (MOYES et al.  2014). A espécie é 

transmitida por mosquitos do grupo Anopheles leucosphyrus, endêmicos no sudeste Asiático, 

motivo pelo qual a espécie é restrita a essa região (SINGH et al. 2004) (Figura 2). A malária 

causada por P. knowlesi no homem é altamente virulenta, tendo muitas vezes curso fatal, e tem 

sido relatada na Malásia, Filipinas, Tailândia, Singapura e Vietnã (COX-SINGH et al.  2010; 

ANTINORI et al. 2013; MULLER et al.  2014; YUSOF et al. 2014). 
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Figura 2: Mapa do Sudeste Asiático mostrando a distribuição das infecções humanas por 

P. knowlesi. Além da distribuição das infecções humanas por P. knowlesi, o mapa mostra 

também a distribuição de duas espécies de macaco naturalmente hospedeiras e os limites da 

distribuição natural do mosquito vetor do grupo An. leucosphyrus. Fonte: Modificado de Cox-

Singh et al. 2008. 

 

Além do P. knowlesi, existem diversas outras espécies de plasmódios que infectam 

primatas não humanos (PNH): Plasmodium cynomolgi (Mayer, 1907), Plasmodium inui 

(Halberstaedter & Von Prowazek, 1907), Plasmodium schwetzi (Warrell, 2002), entre outros 

(Tabela 1).  Neste ano de 2014 foi publicada a primeira descrição de caso humano de malária 

por P. cynomolgi (TA et al. 2014). É importante ressaltar que infecções por plasmódios de 

símios neotropicais também já foram descritas na população humana: Plasmodium brasilianum 

(Gonder & Berenberg-Gossler, 1908) e Plasmodium simium (Fonseca, 1939) (DEANE et al.  

1966; CERUTTI-JUNIOR et al.  2007; ARRUDA et al.  1989).  

Sabe-se que o ciclo de vida dos plasmódios simianos é muito semelhante ao dos 

plasmódios humanos e que algumas infecções desaparecem dentro de poucos meses, mas outras 

podem persistir por vários anos (YAMASAKI et al. 2011). Geralmente, a maioria dos animais 

apresenta baixa parasitemia, esporadicamente febre e a doença cura-se espontaneamente 

(DEANE  et al. 1992).   

1 caso de infecção humana por P.knowlesi 

5 casos de infecção humana por P.knowlesi 

41 casos de infecção humana por P.knowlesi 

386 casos de infecção humana por P.knowlesi 

Distribuição conhecida de M.nemestreina 

Distribuição conhecida de M.fasciculares 

Legenda 

Distribuição conhecida de mosquitos do grupo Anopheles 
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Tabela 1. Espécies de plasmódios descritas em primatas não humanos do Velho Mundo e 

do Novo Mundo, seus respectivos hospedeiros naturais e distribuição geográfica.  

 
Fonte: Dados compilados a partir de Deane et al. 1992; Cormier et al. 2010; Curotto et al. 2012; Araújo 
et al. 2013. 

 GRUPO HOSPEDEIRO ESPÉCIE LOCAL 

M
ac

ac
o

s 
d

o
 V

el
h

o
 M

u
n

do
 

Macacos do 
Velho mundo 

 

Macaca fascicularis  Plasmodium coatneyi 

África 
central, sul e 
sudeste da 

Ásia 
 

Macaca spp., Presbytis cristatus, 
Prebytis entellus  

Plasmodium cynomolgi 

Macaca nemestrina  Plasmodium fieldi 

Macaca sínica, Macaca radiata  Plasmodium fragile 

Cercocebus spp. , Mandrillus 
leucophaeus  

Plasmodium gonderi 

Cynopithecus Níger, Macaca spp., P. 
cristatus, Presbytis obscurus  

Plasmosdium inui 

M. fascicularis, M. nemestrina, Presbytis 
malalophus  

Plasmodium knowlesi 

M. radiata  Plasmodium shortti 

M. sinica  Plasmodium simiovale 

Cercocebus albigena, Cercocebus 
galeritus  

Plasmodium georgesio 

C. albigena  Plasmodium petersi 

Chimpanzés e 
Gorilas 

Pan troglodytes, Gorila gorilla Plasmodium reichenowi 
África 

central e 
oeste 

 

Pan troglodytes, Gorila gorilla Plasmodium rodhaini 

Plasmodium schwetzi 

Orangotangos Pongo pygmaeus 
 

Plasmodium pitheci Indonésia e 
Malásia 

 Plasmodium silvaticum 

Gibões Hylobates lar Plasmodium eylesi 

Sudeste da 
Ásia 

 

Hylobates lar, Hylobates moloch Plasmodium jefferyi 

Plasmodium youngi 

Plasmodium hylobati 

Lêmures 
 

Lemur fulvus fulvus, Lemur fulvus rufus Plasmodium foleyi 

Madagascar 

Lemur fulvus fulvus, Lemur fulvus rufus  
 

Plasmodium girardi 

L. fulvus fulvus Plasmodium uilenbergi 

Lemur macaco macaco Plasmodium 
percygarnhami 

Lemur macaco macaco Plasmodium coulangesi 

Plasmodium bucki 

M
ac

ac
o

s 
d

o
 N

o
vo

 
M

u
n

d
o 

Macacos do 
Novo mundo 

 

Alouatta spp., Brachyteles arachnoides Plasmodium simium 

América do 
Sul 

Alouatta spp., Ateles spp.,  Aotus 
spp.,Saimiri spp., Brachyteles 
arachnoides,  Cacajao calvus,  

Callicebus spp., Cebus spp.,  Chiropotes 
satanas,  Lagothrix spp.,  Saguinus 

midas, Pithecia pithecia 

Plasmodium brasilianum 
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1.4  Epidemiologia da Malária no Mundo e no Brasil 

  

De acordo com a Organização Mundial da Saúde de 2014 (WHO), a malária no ano de 

2013 atingiu 97 países do mundo e 3,2 bilhões de pessoas estão sobre o risco de contrair a 

doença (WHO, 2014). Em 2013, foram registrados 198 milhões de casos de malária e 584.000 

mortes. A Á frica é a região mais afetada, sendo responsável por mais de  90% dos casos de 

morte,  dos quais cerca de 78% crianças menores de cinco anos (WHO, 2014).  A figura 3 

mostra a distribuição da malária no mundo e estágios de eliminação segundo estratégias de 

controle (ALONSO & TANNER, 2013). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Figura 3. Distribuição da malária no mundo e estágios de eliminação segundo estratégias 

de controle. Os países com maior incidência da doença estão marcados em tons de azul mais 

escuro. Cerca de 90% de todos os casos descritos de malária humana concentram-se na África 

subsaariana. Os demais casos da doença estão distribuídos nas Américas do Sul e Central, 

sudeste asiático e ilhas da Oceania. Fonte: Modificado de Alonso & Tanner, 2013. 

 

Controle: Alta contribuição para 
mortes 
 
Controle: Baixa contribuição 
para mortes 

Eliminação e pré-eliminação 
 
 
Livre de Malária  
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Nas Américas, a malária é endêmica em 21 países (WHO, 2014). O Brasil é o país com 

maior número de casos. No país, a malária é doença de notificação compulsória, e mais de 45 

milhões de pessoas estão em área de risco (Figura 4).  No período de 2000 a 2011, 99,5% dos 

casos de malária no Brasil foram notificados na Região Amazônica, considerada área endêmica 

do país. A região amazônica brasileira é composta pelos estados do Acre, Amazonas, Amapá, 

Maranhão, Mato Grosso, Pará, Rondônia, Roraima e Tocantins. Nos últimos 12 anos foram 

notificados uma média de 422.858 casos por ano, dos quais 85% causados pelo Plasmodium 

vivax (Brasil, MS 2013). Anopheles darlingi é o principal vetor no Brasil (OLIVEIRA-

FERREIRA et al. 2010).  

  

 

 

 

Figura 4: Distribuição da malária no Brasil em 2012. Nesta figura é possível observar 

as áreas onde ocorre risco de transmissão de malária no Brasil, cuja área endêmica está restrita 

a região Amazônica. Fonte: Secretaria de Vigilância em Saúde/ MS. 
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 1.5  Malária extra-amazônica  

 

A malária relatada na região extra-amazônica inclui os casos importados, introduzidos 

e autóctones. É importante ressaltar que existe o risco de reintrodução da doença nas regiões 

consideredas não endêmicas do país uma vez que espécies de vetor do gênero Anopheles se 

encontram em todo território nacional. Cerca de 0,5% dos casos de malária registrados no Brasil 

são diagnosticados e tratados fora da região endêmica da Amazônia (1.296 casos / anos 2000-

2013). A maioria dos casos diagnosticados e relatados fora da Amazônia brasileira 

correspondeu a casos importados originários da Amazônia (376 casos, 50,9% do total 

importado dos casos em 2013) ou da América Central e do Sul, países africanos ou asiáticos 

que têm transmissão ativa (363 casos, 49,1%) (PINA COSTA et al. 2014).  Apesar da malária 

no Brasil estar restrita como endemia à região amazônica, também são descritos casos da 

doença na região extra-amazônica, incluindo casos autóctones de malária, como os notificados 

em áreas de Mata Atlântica (OLIVEIRA-FERREIRA et al. 2010).  

 

1.5.1  Malária autóctone na Mata Atlântica Brasileira  

 

A autoctonia pode ser definida quando um caso se origina em uma localidade onde 

existe fonte de infecção (OMS, 1961). Um total de 932 casos autóctones foi registrado na região 

extra-amazônica entre 2007-2013. Quatro estados brasileiros (SP, RJ, ES e MG) foram os 

responsáveis por 57,1% desses casos (PINA-COSTA et al.  2014). Dos 96 casos autóctones 

registrados apenas em 2012, 77 (80,2%) foram reportados em domínios de Mata Atlântica 

(PINA-COSTA et al. 2014). Casos esporádicos de malária autóctone têm sido frequentemente 

registrados no estado de São Paulo, sendo a maioria diagnosticada como sendo causada por P. 

vivax (BRANQUINHO et al. 1997, CURADO et al. 2006, MARQUES et al. 2008). Carréri-

Bruno e colaboradores (1995) descreveram no município de São Vicente, São Paulo, um 

pequeno surto de malária autóctone, causada por P. vivax. Do total de casos do estudo, três 

deles foram descritos entre funcionários da SUCEN, após atividade entomológica para o 

controle da malária na região (CARRÉRI-BRUNO et al. 1995). 

Cerutti-Junior e colaboradores (2007) realizaram um levantamento epidemiológico no 

Espírito Santo, onde foi possível caracterizar pela microscopia ótica a infecção por P. vivax em 

51 pacientes sem histórico de viagens para áreas endêmicas. Dos 51 casos, 48 foram testados 

pela PCR, sendo 45 positivos para P. vivax, um positivo para P. malariae e dois resultados 
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negativos. Na captura entomológica, foram detectados 785 anofelinos e um “pool”  de sete 

espécimes amplificou fragmento de DNA para P. vivax. Foi observada a presença de P. 

brasilianum em dois bugios.  Finalmente, o estudo aponta para uma possível zoonose, 

baseando-se nas evidências de símios infectados na região (CERUTTI-JUNIOR et al. 2007). 

A Mata Atlântica é hoje um bioma altamente prioritário para a conservação da 

biodiversidade mundial. Sua cobertura vegetal já se estendeu por uma área equivalente a 

1.315.460 km ao longo de 17 estados, abrangendo um mosaico de diferentes tipos de vegetações 

como florestas ombrófilas densa, aberta e mista; florestas estacionais decidual e semidecidual; 

campos de altitude, mangues e restingas. As drásticas mudanças geradas pelos humanos na 

Mata Atlântica nos últimos 150 anos, resultantes da expansão das áreas urbanas e rurais, além 

da caça e tráfico ilegais, causaram a fragmentação dos ambientes e severas reduções no tamanho 

das populações, ocasionando graves ameaças às espécies de mamíferos, particularmente 

àquelas de maior porte, culminando no desaparecimento de algumas espécies em certas regiões 

ou localidades. Hoje, restam apenas 8,5 % de remanescentes florestais acima de 100 hectares 

do que existia originalmente. Somados todos os fragmentos de floreta nativa acima de 3 

hectares, são 12,5%. É um hotspot mundial, ou seja, uma das áreas mais ricas em biodiversidade 

e mais ameaçadas do planeta e também decretada Reserva da Biosfera pela Unesco e Patrimônio 

Nacional (Fundação S.O.S. Mata Atlântica & Instituto Nacional de Pesquisas Espaciais, 2013). 

Das 250 espécies de mamíferos da Mata Atlântica, 55 são endêmicas e 38 estão ameaçadas de 

extinção. O Brasil é o país com a maior biodiversidade de primatas do mundo, contando com 

145 táxons (ICMBio, 2015).  
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Figura 5: Distribuição do bioma de Mata Atlântica no Brasil em 2012. A Mata Atlântica é 

um bioma de floresta tropical que abrange a costa leste, sudeste e sul do Brasil. Nessas regiões 

vivem cerca de 131 milhões de pessoas, distribuídas em 3.284 municípios. Isso equivale a 69% 

da população brasileira (Fundação S.O.S. Mata Atlântica, 2013).  Fonte: Pina-Costa et al. 2014. 

 

Na década de 80, Leônidas M. Deane, sugeriu que os casos autóctones em regiões de 

Mata Atlântica seriam causados por espécies de plasmódios simianas (DEANE et al.  1992). 

Esses casos ficaram conhecidos como “malária de bromélias” (PITTENDRIGH, 1948), nome 

que se refere à presença de formas imaturas do anofelino vetor em águas acumuladas dentro 

dessas plantas (DEANE et al.  1992, CONSOLI e OLIVEIRA, 1994). O mosquito Anopheles 

(Kerteszia) cruzii é o principal vetor natural da malária nas regiões cobertas por Mata Atlântica, 

no Brasil (DEANE et al. 1992; CONSOLI & LOURENÇO-OLIVEIRA et al. 1994; 

BRANQUINHO et al. 1997; RONA et al. 2010) . 

A maioria das espécies de Anopheles (Kerteszia) é encontrada na região costeira dos 

oceanos Pacífico e Atlântico, que tem registro da presença de An. cruzii, An. bellator, An. 

homunculus, An. bambusicolus e An. laneanus (MARELLI et al.  2007). Dessas espécies, 

apenas An. cruzii e An. bellator apresentam importância epidemiológica (UENO et al. 2007).  

Anopheles (K) cruzii (Figura 6) são mosquitos vorazes que picam durante as 24 horas 

do dia (com picos crepusculares) (BRANQUINHO et al. 1997). Esta espécie, que pertence ao 

subgênero Kerteszia, é encontrada desde o litoral do Rio Grande do Sul até Sergipe, nordeste 

do Brasil (CONSOLI & LOURENÇO-DE-OLIVEIRA, 1994) ao longo de toda a Mata 
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Atlântica brasileira. O ecossistema de Mata Atlântica, onde bromélias são abundantes, 

proporciona um excelente ambiente para as espécies do subgênero Kerteszia, que sabidamente 

se utilizam dessas plantas para seu criadouro (MARELLI et al. 2007).  

 

 

Figura 6: Anopheles (Kerteszia) cruzii.  Este é o principal vetor da malária simiana no Brasil, 

sendo capaz de transmitir P. brasilianum e P. simium tanto aos seres humanos quanto aos 

primatas não humanos. Fonte: Pina-Costa et al. 2014. 

 

De acordo com Consoli & Lourenço-de-Oliveira (1994), o An.(K)bellator é encontrado 

apenas no litoral, e seus hábitos são muito semelhantes aos do An.(K) cruzii e de outras espécies 

do subgênero Kerteszia. Prefere criar-se em bromélias mais expostas ao sol e aquelas maiores 

que permitem o acúmulo de maior quantidade de água nas axilas de suas folhas. Tem hábito 

essencialmente crepuscular vespertino, prolongando sua atividade hematofágica às primeiras 

horas da noite, e ao pôr-do-sol (CONSOLI & LOURENÇO DE OLIVEIRA et al.1994). 

A presença do vetor anofelino que pica tanto próximo da copa das árvores quanto 

próximo ao solo sugere que a malária na Mata Atlântica seja possivelmente uma zoonose, uma 

vez que possibilita a transmissão entre humanos e símios (DUARTE et al. 2013; MARRELLI 

et al. 2007; NEVES et al. 2013; UENO et al. 2007). A figura 7 mostra um esquema hipotético 

de transmissão da malária simiana ao ser humano. 
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Figura 7: Esquema hipotético de transmissão da malária simiana ao ser humano em 

regiões de Mata Atlântica. Sugere-se que a malária na Mata Atlântica seja possivelmente uma 

zoonose devido à presença de primatas não humanos infectados e do vetor anofelino que pica 

tanto próximo da copa das árvores quanto próximo ao solo. Fonte: Pina-Costa et al. 2014. 

 

1.5.2  Infecção malárica em primatas não humanos no Brasil 

 

No Brasil, foram descritas apenas duas espécies de Plasmodium infectando primatas 

não-humanos: P. brasilianum e P. simium (DEANE et al.  1992). Estes são morfológica, 

genética e imunologicamente semelhantes aos plasmódios humanos P. malariae e P. vivax, 

respectivamente (DUARTE et al. 2006; LECLERC et al. 2004; DEANE et al. 1992; 

COATNEY et al. 1971).  Plasmodium brasilianum possui uma ampla distribuição na América 

do Sul e Central, sendo encontrado no Brasil, Venezuela, Panamá e Peru infectando 

naturalmente membros das famílias Cebidae, Aotidae, Pitheciidae e Atelidae. Já P. simium foi 

encontrado em uma área muito mais restrita, apenas em regiões de Mata Atlântica do Sul e 

Sudeste brasileiro, infectando macacos dos gêneros Alouatta (Figura 8) e Brachyteles (DEANE 

et al. 1992, DEANE et al. 1968).   
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Figura 8: Alouatta clamitans. Foto de um Alouatta, gênero susceptível a infecção por P. 

simium.  Fonte: Foto de Denise Alvarenga, 2015 (Cepesbi, Indaial, SC, Brasil). 

 

Em 2011, Yamasaki e colaboradores analisaram 50 bugios ruivos de áreas de Mata 

Atlântica da região metropolitana de São Paulo, encontrando 18% de animais infectados com 

P. simium e 4% com P. brasilianum (YAMASAKI  et al.  2011). Assim, a presença de possíveis 

reservatórios silvestres traz importantes implicações para a saúde pública. 

Anopheles (Kerteszia) cruzii é o principal vetor natural conhecido de malária simiana 

no Brasil, veiculando os dois plasmódios de macacos do Novo Mundo — o P. brasilianum e o 

P. simium (DEANE et al. 1970; BRANQUINHO et al. 1997; DUARTE et al. 2013).  

Além disso, o estudo da saúde animal é um ponto chave para a conservação (ICMBio, 

2015). Já foi relatado malária sintomática em símios de cativeiro (COSTA et al. 2014), o que 

ressalta a necessidade de estudar a malária simiana do ponto de vista da conservação, 

principalmente de espécies ameaçadas em extinção.  
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1.5.3  A Malária no Rio de Janeiro 

 

Diferente do cenário atual, em meados da década de 1940, a malária no Brasil ainda 

assolava grande parte do território nacional e se constituía em verdadeiro desafio ao 

desenvolvimento das regiões Amazônica, litorânea do sudeste e da bacia dos rios Paraná, São 

Francisco e Doce, e no Planalto Central (PEREIRA-DA-SILVA & OLIVEIRA , 2002). 

Diversas ações foram emplementadas na região com objetivo de combater a malária, dentre as 

quais a quininização à força, que esbarrou em forte resistência popular. Uma cápsula de quinino 

era entregue ao trabalhador e caso ele não a ingerisse era dispensado sumariamente de suas 

funções (BENCHIMOL e SILVA, 2008).  

A partir das décadas de 60 e 70, com o sucesso da campanha de erradicação da malária 

os estados da região extra-amazônica, tiveram suas regiões malarígenas transformadas em áreas 

de transmissão interrompida. Nessa época estava em voga o processo de tratamento maciço de 

casos, porém sem eliminação completa do mosquito transmissor.  

Segundo relatos históricos, a malária foi considerada eliminada no estado do Rio de 

Janeiro em 1968 (MORAES et al. 1990). 

No estado do Rio de Janeiro, foram registrados entre os anos de 1990 a 2008, 1.500 

casos de malária autóctone, todos originados de regiões de Mata Atlântica sem história de 

exposição às áreas endêmicas (Dados do SIVEP, MS/SVS). A Figura 9 mostra os casos de 

malária autóctone no Rio de Janeiro entre os anos de 2002 a 2010, em um estudo publicado por 

Miguel e colaboradores em 2014. 

O ecossistema na região da Mata Atlântica do estado do Rio, com existência abundante 

de bromélias, de Anopheles (Kerteszia) cruzii e a provável presença de macacos infectados, e a 

detecção de malária em indivíduos que entraram em área de mata, são indícios de que pode 

haver casos de malária não diagnosticados e infecção assintomática na região (PINA COSTA 

et al. 2010; PINA COSTA et al., 2014). Se, por um lado, a falta de investigação dos casos de 

malária autóctone no estado do Rio de Janeiro não nos permite ter uma dimensão do que 

realmente acontece na região, por outro, estudos realizados em estados vizinhos, confirmam, 

por métodos sorológicos ou moleculares, a infecção assintomática por Plasmodium na região 

extra-amazônica (CERUTTI-JUNIOR et al. 2007; CURADO et al. 2006). 

No ano de 2008 um caso de malária autóctone ocorreu no município de Guapimirim. 

Tratou-se de uma bióloga que adoeceu após realizar um trabalho de campo na região do 

Garrafão, tendo tido o diagnóstico por malária vivax no Laboratório de Doenças Febris do 
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Instituto de Pesquisa Evandro Chagas (IPEC)/FIOCRUZ (PINA COSTA et al. 2010).  Dois 

outros casos de infecção por P. vivax ocorreram em Guapimirim no ano de 2009, na localidade 

Monte Olivete (PINA COSTA et al. 2010). Nenhum dessses pacientes esteve em área endêmica 

para malária (MIGUEL 2011). Esses casos de malária autóctone descritos no município de 

Guapimirim estimulou a pesquisa na região, para verificar a existência de transmissão 

plasmodial autóctone em seus habitantes. Miguel (2011) realizou um estudo em 324 habitantes 

locais de Guapimirim, que foram submetidos a exames moleculares, sorológicos e 

parasitológicos. A prevalência de exames moleculares (PCR) positiva foi de 2,8%, com nove 

casos de indivíduos assintomáticos com presença de DNA plasmodial; já na sorologia 3,5% das 

amostras foram positivas para anticorpos  IgG  anti P. falciparum e 7,7% para IgG anti P. vivax, 

apenas um exame parasitológico direto (gota espessa) foi positivo para Plasmodium spp. 

Observou-se que o ingresso na mata foi considerado comportamento de risco para infecção 

(MIGUEL 2011). O relato de casos autóctones no município de Guapimirim nos motivou a 

estudar a malária simiana na região, onde se localiza o Centro de Primatologia do Rio de 

Janeiro.  

 

 

 

Figura 9: Casos de malária autóctone no estado do Rio de Janeiro.  Municípios de 

provável infecção dos casos autóctones de malária no estado do Rio de Janeiro, 2002-2010. 1: 

Paraty; 2: Rio de Janeiro; 3: Magé; 4: Petrópolis; 5: Cachoeiras de Macacu; 6: Nova Friburgo; 

Malária autóctone no estado do 
Rio de Janeiro 
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7: Casimiro de Abreu; 8: Rio das Ostras; 9: Macaé; 10: Santa Maria Madalena; 11: São Fidélis; 

12: Campos dos Goytacazes. Fonte: Miguel et al.  2014. 

 

O escasso registro de casos de malária autóctone no estado do Rio de Janeiro não traduz 

a inexistência ou raridade da transmissão da doença, mas a necessidade de esclarecimento da 

dinâmica de transmissão e da real magnitude da doença na região. As áreas com elevado 

potencial turístico e fluxo intenso de pessoas podem estar sujeitas à ocorrência de surtos e, 

ainda, à reintrodução da malária no estado.  

 

 

1.6  Estudos moleculares e filogenéticos da malária  

 

Pouco se sabe sobre a história evolutiva e a variabilidade genética de P. vivax, quando 

comparado com a de P. falciparum. Isso se deve, principalmente, à ausência de um sistema 

eficiente de cultivo contínuo de P. vivax e à menor mortalidade associada à infecção causada 

por esse parasito. 

Recentemente, alguns estudos foram realizados na tentativa de elucidar a história 

evolutiva do P. vivax. Existem atualmente duas hipóteses, não excludentes, que sugerem a 

origem para esse parasito. A primeira hipótese e que era mais amplamente aceita é a da origem 

asiática do P. vivax. Diversos autores sugerem que a população atual de P. vivax originou-se de 

um parasito que infectava macacos no continente asiático e passou, posteriormente, a parasitar 

os humanos modernos há pelo menos 50 mil anos atrás. Esses trabalhos são embasados na alta 

diversidade genética das sequências mitocondriais dos parasitos asiáticos (CORNEJO & 

ESCALANTE, 2006; ESCALANTE et al.  2005; MU et al.  2005).  Entretanto esta hipótese 

não explica o fato de que a maior parte da população africana é refratária à infecção por malária 

vivax, por não expressarem o principal receptor eritrocitário para invasão desse parasito (Duffy 

negativo), o que sugere um antigo processo de pressão seletiva (LIVINGSTONE et al.  1984; 

CARLTON et al.  2003; CARTER et al.  2002). Assim, estes autores defendem que o P. vivax 

teria se originado na África.  

Entretanto, um estudo de Liu e colaboradores (2014) conseguiu esclarecer essa questão 

da origem do P.vivax. Ao estudar a diversidade genética de parasitos semelhantes ao P. vivax 

(P. vivax like), que infectam naturalmente chimpanzés e gorilas africanos, os autores 

observaram que existe uma diversidade muito maior nos parasitos simianos, o que sugere uma 

origem africana para o P. vivax. Assim, P. vivax teria se originado de uma população ancestral 
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que infectava macacos do continente africano e que, posteriormente, migrou para a Ásia e lá se 

diversificou. Na África, a forte pressão seletiva provocada pelo surgimento dos indivíduos 

Duffy negativos refratários à infecção por P. vivax, causou o desaparecimento das populações 

ancestrais desse parasito, motivo este que justifica a maior diversidade genética encontrada na 

população atual dos parasitos que infectam macacos no continente asiático (LIU et al.  2014).  

A história evolutiva do P. vivax nas Américas ainda é bastante controversa. A hipótese 

mais aceita é a da origem pós-Colombiana, no qual o P. vivax teria chegado com os Europeus, 

durante o processo de colonização das Américas (CARTER et al.  2003; GRYNBERG et al.  

2008). No Novo Mundo, diversas evidências sugerem uma introdução recente de P. vivax 

(CARTER et al.  2003; CORNEJO & ESCALANTE, 2006; LI et al.  2001). 

A história evolutiva do P.vivax nas Américas foi estudada através da análise da 

variabilidade do genoma mitocondrial desses parasitos. Foram encontrados diversos grupos 

genéticos divergentes circulando na América do Sul, e que devem ter se originado a partir de 

introduções independentes (TAYLOR et al.  2013).  

A descoberta da grande similaridade genética entre P. vivax e P. simium e entre P. 

malariae de P. brasilianum levantou a possibilidade de estudar esses parasitos simianos como 

elos na evolução dos parasitos humanos nas Américas (ESCALANTE & AYALA, 1994; 

AYALA et al.  1999, LECLERC et al.  2004; ESCALANTE et al.  2005). Dessa forma, estuda-

se P. simium para compreender a evolução do P. vivax, e da mesma forma, P. brasilianum para 

melhor compreender a história do P. malariae (TAZI & AYALA, 2011). Entretanto, são 

escassos os trabalhos que abordam os aspectos moleculares e evolutivos dos plasmódios 

simianos do Novo Mundo.  

Diversas perguntas sobre a origem e a história evolutiva do P. malariae também 

permanecem em grande parte não resolvidas. Pouquíssimos estudos abordam o tema, e essa 

negligência ocorre em parte devido a baixa prevalência das infecções causadas por esse 

parasito. Plasmodium malariae é geneticamente indistinguível de P. brasilianum, e alguns 

autores defendem que estas duas espécies seriam sinonímias (ESCALANTE et al.  1995, 1998).  

As relações filogenéticas entre os parasitos humanos e os parasitos que infectam 

primatas neotropicais P. vivax e P. simium e P. malariae e P. brasilianum, respectivamente 

foram estudadas de maneira aprofundada (TAZI & AYALA, 2011).  Foram utilizados de forma 

conjunta três genes nucleares e um gene mitocondrial em análises e foi observada uma grande 

similaridade genética entre esses parasitos. Esses dados sugerem uma transferência recente de 

hospedeiro entre humanos e primatas neotropicais. Os autores discutem que, devido ao limitado 

número de sequências disponíveis dos parasitos que infectam primatas neotropicais P. simium 
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e P. brasilianum, não foi possível estabelecer as direções das transferências de hospedeiro 

(TAZI & AYALA, 2011). 
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2 JUSTIFICATIVA 

 

Apesar da malária no Brasil estar restrita como endemia à região amazônica, existem 

casos da doença na região extra-amazônica, entre eles casos autóctones de malária, como os 

notificados em áreas de Mata Atlântica. Sugere-se que a manutenção destes casos envolva a 

presença de macacos infectados, que podem atuar como reservatórios da doença. Relatos de 

casos humanos de malária autóctone em regiões do Mata Atlântica Rio de Janeiro, 

especialmente no município de Guapimirim, nos motivou a estudar a presença de infecção por 

plasmódios em primatas neotropicais da região. A importância dos potenciais reservatórios não-

humanos foi destacada por recentes descobertas no sudeste da Ásia na transmissão de P. 

knowlesi para a população humana (SINGH et al.  2004; YOSOF et al.  2014).  

No Brasil, país que detêm a maior fauna simiana do planeta, foram descritas apenas duas 

espécies de Plasmodium infectando primatas não-humanos: Plasmodium simium e Plasmodium 

brasilianum, que se assemelham aos plasmódios humanos Plasmodium vivax e Plasmodium 

malariae, respectivamente. Estas semelhanças ocorrem no nível morfológico, genético e 

imunológico. Plasmodium brasilianum infecta naturalmente os gêneros das famílias Cebidae, 

Aotidae, Pitheciidae e Atelidae, enquanto P. simium foi encontrado infectando naturalmente 

somente Alouatta e Brachytele, da família Atelidae.  Entretanto, a lista de potenciais 

hospedeiros vertebrados pode estar subestimada, já que os dados disponíveis foram em grande 

parte baseados em análises de exame microscópico de sangue periférico, um método com 

sensibilidade limitada, considerando a potencial característica sub-patente dessas infecções. A 

presença de símios infectados atuando como reservatórios da malária podem sugerir um caráter 

zoonótico da doença nas regiões de Mata Atlântica. Neste contexto, o estudo da relação homem-

símio e da dinâmica de transmissão de Plasmodium são passos importantes para o entendimento 

das implicações epidemiológicas para a doença nos humanos, particularmente em focos 

residuais de casos autóctones de malária humana em regiões da Mata Atlântica brasileira.  

Devido a grande similaridade genética entre P. vivax e P. simium e entre P. malariae de 

P. brasilianum utiliza-se esses parasitos simianos para estudar a evolução dos parasitos 

humanos (AYALA et al.  1999, LECLERC et al.  2004; ESCALANTE et al.  2005). Trabalhos 

recentes sugerem uma recente transferência de hospedeiro entre os parasitos humanos e 

simianos (TAZI e AYALA et al.  2011). Estudos recentes sugerem a origem africana para o P. 

vivax e demonstraram que todos os isolados deste parasito foram originados de um ancestral 

comum que infectava primatas não humanos na África, uma vez que a diversidade genética de 

parasitos dos primatas africanos é maior que de P. vivax que infecta humanos (LIU et al.  2014).  
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Esta descoberta só foi possível a partir do estudo de parasitos que infectavam primatas não 

humanos na África. Diante disso, estudos moleculares das espécies de plasmódio simianas são 

de extrema relevância para estudar a diversidade genética dos parasitos, esclarecer as relações 

filogenéticas entre as diferentes espécies de Plasmodium, assim como para estabelecer uma 

estimativa mais precisa da prevalência de malária simiana e avaliar o papel dos macacos como 

reservatórios de malária humana. 

  Entretanto, estudos que abordam os aspectos evolutivos e filogenéticos dos parasitos 

simianos do Novo Mundo ainda são extremamente escassos, principalmente devido ao pequeno 

número de sequências disponíveis. Assim, uma série de dúvidas ainda precisam ser 

esclarecidas, como elucidar a introdução do P. vivax nas Américas, estabelecer qual a origem 

da transferência de hospedeiro entre os parasitos humanos e simianos, bem como descrever 

marcadores moleculares capazes de diferenciar P. vivax de P. simium e P. malariae de P. 

brasilianum. 

Além disso, o maior entendimento da saúde dos animais silvestres é um ponto chave 

para a sua conservação. As doenças parasitárias e infecciosas estão envolvidas em eventos de 

extinções de espécies ou declínios populacionais. O aumento das taxas de doenças infecciosas 

emergentes está relacionado ao aumento das pressões antrópicas e é uma das manifestações da 

diminuição da saúde ecológica, resultando também na mudança da ecologia dos hospedeiros, 

dos parasitas ou de ambos (ICMBio, 2015).  Já foi relatado malária sintomática em símios de 

cativeiro (COSTA et al. 2014), o que ressalta a necessidade de estudar a malária simiana do 

ponto de vista da conservação, principalmente de espécies ameaçadas em extinção.  
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3 OBJETIVOS 

 

3.1  OBJETIVO GERAL 

 

Caracterizar do ponto de vista molecular Plasmodium spp. que infectam primatas não 

humanos do Centro de Primatologia do Rio de Janeiro (CPRJ). 

 

3.2  OBJETIVOS ESPECÍFICOS 

 

• Determinar a prevalência da infecção por Plasmodium spp em primatas não humanos 

do Centro de Primatologia do Rio de Janeiro (RJ).  

• Identificar a infecção por Plasmodium spp a partir de fragmentos de tecido (fígado e 

baço) através do diagnóstico molecular. 

• Estudar a variabilidade genética através do sequenciamento do gene 18SSU rRNA de 

P. simium 
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4 METODOLOGIA 

 

4.1  Descrição da área de estudo no Rio de Janeiro 

 

Este trabalho foi realizado em colaboração com o Centro de Primatologia do Rio de 

Janeiro (CPRJ). O CPRJ (número de registro do IBAMA 458460) é uma unidade de proteção 

de macacos selvagens e está localizado no município de Guapimirim, entre Magé e Cachoeiras 

de Macacu, na Serra dos Órgãos, em uma área de Mata Atlântica, a cerca de l00 km da cidade 

do Rio de Janeiro (Figura 10). A altitude média é de 48 m (IBGE, 2010). Localizado a 22°48’ 

de latitude sul e 42°91’ de longitude oeste, 70% do município encontra-se em área de proteção 

ambiental coberto pela Mata Atlântica. Segundo dados do IBGE (2010), Guapimirim possui 

51.487 habitantes. 

O CPRJ foi criado em 1979, pela antiga FEEMA, atual Instituto Estadual do Ambiente 

(INEA). O CPRJ está situado junto à antiga Estação Ecológica Estadual do Paraíso (EEEP), 

hoje integrada ao Parque Estadual dos Três Picos (PETP). Boa parte da área permanece 

revestida de mata cuja riqueza biótica ainda é significativa, principalmente sob o ponto de vista 

florístico. No centro são realizados estudos, manutenção e reprodução das espécies de primatas 

da Mata Atlântica, em adequado regime de cativeiro. Trata-se de modelo original e único no 

mundo com o propósito de conservar a fauna primatológica. 

O CPRJ ocupa uma área de aproximadamente 265 hectares com prédio-sede (Figura 

11); 85 viveiros (Figura 12); unidade de internação, diagnóstico e tratamento médico-

veterinário; insetário; sala de reuniões e acompanhamento de projetos. 
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Figura 10: Mapas do Brasil e do estado do Rio de Janeiro, onde está localizado o CPRJ. 

Município de Guapimirim e suas coordenadas (marcado em vermelho no mapa do Rio de 

Janeiro). O Centro de Primatologia do Rio de Janeiro (CPRJ) está localizado na Serra dos 

Órgãos, em uma área de Mata Atlântica, a cerca de l00 km da cidade do Rio de Janeiro. O CPRJ 

compreende uma área de aproximadamente 265 ha. Fonte: Figura modificada de 

WikimediaCommons.   
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Figura 11: Centro de Primatologia do Rio de Janeiro (CPRJ). O CPRJ é uma unidade de 

proteção de primatas selvagens e está localizado no município de Guapimirim.  Fonte: Foto de 

Denise Alvarenga. 

 

 

Figura 12: Estrutura do Centro de Primatologia do Rio de Janeiro (CPRJ). O CPRJ possui 

diversos viveiros, e comporta cerca de 200 animais. Está localizada próximo a mata. Fonte: 

Foto de Denise Alvarenga. 
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4.2  Ética 

 

O presente estudo foi conduzido em resposta a uma demanda da Secretaria de Saúde do 

Rio de Janeiro, no contexto de uma investigação de casos humanos de malária autóctone 

registrados na região do CPRJ. Além disso, foi feita uma consulta ao Comite de Ética em 

animais experimentais da Fiocruz, que dispensou a necessidade de autorização, uma vez que o 

manuseio dos animais seria realizado apenas pelos próprios funcionários do Centro de 

Primatologia. O CPRJ tem autorização do IBAMA para o manuseio desses animais (número de 

registro do IBAMA 458460). 

 

4.3   Amostras 

 

A coleta das amostras de sangue foi realizada em novembro de 2011, pelo Dr. Alcides 

Pissinati, coordenador do CPRJ. Foram coletadas amostras de um total de 30 primatas do 

cativeiro (Tabela 2). Dezoito animais eram do sexo feminino (62%); a média de idade era de 

seis anos, mediana de sete anos (1-14). O peso médio era de 2,800 g (700 g – 7.500 g). Nenhum 

animal era esplenectomizado no momento da coleta do material. Aproximadamente dois ml de 

sangue foram coletados em tubos vacuum contendo EDTA por punção da veia femoral. Para 

apenas poucos indivíduos foi necessária sedação com Quetamina® e Midazolan.  

A investigação do óbito de um primata de vida livre também foi realizada, após o 

comunicado do Dr. Alcides Pissinati. A carcaça do animal (Figura 13 e 14), de vida livre, foi 

encontrada nos arredores do CPRJ em dezembro de 2013. Tratava-se de uma fêmea da espécie 

Alouatta guariba clamitans, com aproximadamente 15 anos, com sinais de decomposição. O 

animal (identificado com MP1943) passou por autópsia e fragmentos de baço e fígado foram 

submetidos à extração de DNA.  A tabela 2 apresenta uma lista dos primatas estudados neste 

trabalho.  

A Clasificação taxonômica dos primatas Neo-Tropicais utilizada nesse trabalho foi 

baseada em Groves, 2001.  
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Tabela 2: Descrição dos primatas não humanos estudados.  

Número Espécie Sexo Peso 

(kg) 

Idade 

(anos) 

Origem Data de chagada 

ou nascimento 

no CPRJ 

MP1943 Alouatta guariba clamitans F 3.7 10.0 Selvagem, encontrado morto nas proximidades 

do CPRJ 

04 /12 /2013 

1624 Sapajus xanthosternos M 5.2 16.0 Nascido no CPRJ 30/11/1995 

2005 Sapajus xanthosternos F 2.9 13.0 Selvagem capturado em Ilhéus, BA 15/12/2000 

2006 Sapajus xanthosternos F 3.0 13.0 Ilhéus, BA 15/12/2000 

2046 Sapajus xanthosternos F 2.6 9.5 Nascido no CPRJ 07/01/2002 

2098 Sapajus xanthosternos F 2.4 9.0 Nascido no CPRJ 25/11/2002 

2110 Sapajus robustus F 3.2 8.5 Capturado em Belo Horizonte, MG 07/04/2003 

2125 Sapajus xanthosternos F 3.1 8.0 Nascido no CPRJ 06/10/2003 

2135 Sapajus xanthosternos F 2.3 7.6 Nascido no CPRJ 15/02/2004 

2183 Sapajus xanthosternos F 2.0 6.1 Nascido no CPRJ 20/12/2004 

2203 Aotus nigriceps M 0.7 7.0 Velho Jatobá, Sorocaba, SP 11/04/2005 

2207 Sapajus robustus M 3.5 9.0 Selvagem capturado em Porto Seguro, BA 05/05/2005 

2208 Sapajus robustus F 2.9 9.0 Selvagem capturado em Porto Seguro, BA 05/05/2005 

2209 Sapajus robustus M 2.2 7.0 Selvagem capturado em Porto Seguro, BA 05/05/2005 

2297 Sapajus robustus F 2.0 8 Nascido no CPRJ 21/04/2003 

2299 Saimiri sciureus M 0.8 6.0 Cachoeiras de Macacu, RJ,  capturado de 
cativeiro ilegal  

03/07/2007 

2324 Sapajus xanthosternos F 2.45 3.5 Nascido no CPRJ 10/01/2008 

2360 Sapajus robustus F 2.2 3.0 Nascido no CPRJ 06/10/2008 

2388 Sapajus xanthosternos M 2.4 3.0 Nascido no CPRJ 22/11/2008 

2392 Sapajus xanthosternos F 1.2 2.1 Nascido no CPRJ 08/12/2008 

2443 Alouatta guariba clamitans M 6.25 5.0 Selvagem capturado em Cachoeira de Macacu, 

RJ 

28/09/2009 

2456 Sapajus robustus M 1.8 2.0 Nascido no CPRJ 18/12/2009 

2465 Callicebus moloch donacophilus F 1.6 3.0 Zoo Ecológico de Quinzinho de Barros, SP 25/01/2009 

2466 Callicebus personatus F 1.0 4.0 Selvagem capturado em Belo Horizonte, MG, 

transferido para o Zoo de Sorocaba, SP 

25/01/2010 

2501 Cebus sp. M* 3.1 2.5 Parque dos Passaros, Rio das Ostras, RJ 09/06/2010 

2503 Cebus sp. F* 2.4 15 Centro de Triagem de animais silvestres, 

Viçosa, MG, pais selvagens 

22/07/2010 

2504 Cebus sp. F* 2.1 2.5 Centro de Triagem de animais silvestres, 

Viçosa- MG 

22/07/2010 

2559 Cebus sp. F* 2.3 5.5 Zoologico of Bom Jardim, RJ 15/06/2011 
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2536 Sapajus xanthosternos M 1.7 1.0 Nascido no CPRJ 19/10/2010 

2539 Sapajus xanthosternos M 2.3 4.0 Nascido no CPRJ ND 

2576 Alouatta caraya M 7.5 4.0 Recreio dos Bandeirantes, Estácio de Sá, RJ 11/11/2011 

1. *Híbrido, ND – não determinado. 

 

 

 

 

 

Figura 13: Carcaça de fêmea de Alouatta g. clamitans de vida livre.  O animal foi encontrado 

nos arredores do CPRJ em dezembro de 2013. A causa da morte é desconhecida. Fonte: Foto 

retirada pela equipe do CPRJ em dezembro de 2013. 
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Figura 14: Local onde Alouatta g. clamitans de vida livre foi encontrado morto. O animal 

(indicado pela seta) foi encontrado por funcionários do CPRJ, nos arredores do Centro. Fonte: 

Foto retirada pela equipe do CPRJ em dezembro de 2013. 

 

4.4.1  Extração de DNA a partir de sangue total  

 

 A partir das 30 amostras coletadas de sangue total, foi realizada a extração de DNA 

utilizando o kit Gentra Puregene Blood kit (Qiagen, Venlo, Netherlands) de acordo com as 

especificações do fabricante. Resumidamente, para cada 1 mL de sangue total foram 

acrescentados 3 mL de solução de lise para eritrócitos. Após lise visível (± 10 minutos), a 

mistura foi centrifugada a 2000 x g, por 10 minutos a 25 ºC. O sobrenadante foi então removido 

e o material ressuspendido em 1 mL de solução de lise celular. Em seguida, foram adicionados 

300  μL de solução de precipitação de proteína, sendo o material submetido por 30s em agitador 

de tubos (vórtex), e centrifugado a 2000 x g, por 10 minutos a 25 ºC. O sobrenadante contendo 

o DNA solúvel foi precipitado em um tubo contendo 1 mL de isopropanol P.A. (Merck) a 4 ºC. 

Em seguida, o DNA foi centrifugado a 2000 x g, por 3 minutos, a 25 ºC, sendo o sobrenadante 

descartado. Foi adicionado 1 mL de etanol 70% para a lavagem do DNA seguido de 

centrifugação a 2000 x g, por 1 minuto, a 25 ºC. O sobrenadante foi novamente descartado e 

após a completa evaporação do etanol por aproximadamente 15 min, o DNA foi hidratado com 

330 μL de solução de hidratação (Tris-hidrometil aminometano, EDTA) e incubado por 1 hora, 

a 65 ºC e o DNA extraído foi armazenado a -20 ºC até o seu uso. 
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4.4.2  Extração de DNA a partir de tecidos 

 

 A extração de DNA foi realizada utilizando o Gentra Puregene kit (Qiagen, Venlo, 

The Netherlands) de acordo com as especificações do fabricante. Primeiramente o órgão foi 

macerado. Para cada 25 mg de amostra foram acrescentados 80 μL  de PBS e 100 μL  de 

solução de lise ATL, em um tubo Eppendorf  (1,5 mL). Após esse passo, foi adicionado 20 

μL de Proteinase K. A mistura foi vortexada, e incubada por 3 horas a 56ºC, e centrifugado 

brevemente. Em seguida foi adicionado 200 μL de Tampão AL, vortexado e incubado por 

10minutos a 70ºC. Foi adicionado no tubo 200 μL de etanol (Merck), levado ao vortex e 

centrifugado brevemente. Em seguida, a amostra foi colocada em uma coluna, centrifugada 

a 8000 rpm, por 1 minuto, a 25ºC, sendo o sobrenadante descartado. Foi adicionado 500 μL 

de AW1, centrifugada a 8000 rpm, por 1 minuto, a 25ºC, sendo o filtrado descartado.  Em 

seguida foi adicionado 500 μL de AW2, centrifugada a 14000 rpm, por 3 minuto, a 25ºC, 

sendo o sobrenadante descartado, e posteriormente centrifugada a 14000 rpm, por mais 1 

minuto, a 25ºC, e o sobrenadante novamente descartado. A coluna foi colocada em um novo 

tubo e o DNA foi hidratado com 200 μL de solução de hidratação (AE) e incubado por 3 

minutos e centrifugado a 8000 rpm, por 1 minuto. Esse passo foi repetido mais uma vez, 

após 3 minutos. O DNA extraído foi armazenado a -20ºC até o seu uso. As concentrações 

das soluções utilizadas em cada um dos kits não são disponibilizadas pelo fabricante.  

 

 

4.5   PCR de citocromo B de mamíferos 

 

A fim de averiguar se as extrações de DNA foram realizadas com sucesso e se os DNAs 

obtidos eram de qualidade satisfatória, as amostras de DNA foram submetidas a uma PCR pra 

amplificar um fragmento do gene citocromo B de mamíferos (iniciadores apresentados na 

Tabela 3). As amostras de DNA dos primatas não humanos deste estudo foram amplificadas 

através da PCR baseando-se na metodologia descrita por Kocher et al.  1993, com modificações. 

Este protocolo amplifica o gene citocromo B de mamíferos gerando um fragmento de 350 pb 

para primatas neotropicais. A reação foi realizada em volume de 20 µL utilizando-se: 2 µL de 

DNA, 0,625 µM de cada um dos iniciadores, 0,125 µM de cada um dos dNTPs,  1,875 mM de 

MgCl2, 1 U de Taq DNA Polimerase (Invitrogen, California, USA) e o tampão da Taq DNA 

polimerase 10 X. As amplificações foram realizadas no termociclador Mastercycler® personal 
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– Eppendorf, sendo as condições da PCR para a reação: 95 °C por cinco minutos, 35 ciclos com 

95 °C por trinta segundos, 58 °C por trinta segundos, 72 °C por um minuto, após estes ciclos 

um passo de extensão a 72 º C por seis minutos e 4 °C por tempo ilimitado.  

 

4.6   Diagnóstico molecular: reação em cadeia da polimerase (PCR)  

 

As amostras foram submetidas à Nested-PCR (SNOUNOU et al.  1993), que amplifica 

na primeira reação um fragmento gênero-específico de 1200 pb do gene que codifica a 

subunidade menor do RNA ribossomal utilizando-se os iniciadores rPLU5 e rPLU6. Na 

segunda reação, seqüências espécie-específicas são amplificadas (rFAL1-rFAL2, rVIV1-

rVIV2, rMAL1-rMAL2  para P. falciparum, P. vivax, e P. malariae, respectivamente). Os 

iniciadores estão apresentados na Tabela 3. As reações foram realizadas em volumes de 20 µL 

utilizando-se: 100-200 ng de DNA, 0,25 µM de cada um dos iniciadores, 10 µL de Master Mix 

(PROMEGA-0,3 U Taq DNA Polimerase, 200 µM de cada um dos dNTPs e 1,5 mM de MgCl2). 

As amplificações foram realizadas no termociclador PTC-100 Version7.0 - MJ Research e as 

condições da PCR foram, para a primeira reação: um ciclo de 95 °C por cinco minutos, 58 °C 

por dois minutos, 72 °C por dois minutos, 24 ciclos de 94 °C por um minuto, 58 °C por dois 

minutos, 72 °C por cinco minutos, 4 °C por tempo ilimitado. A segunda reação foi realizada 

nas mesmas condições, porém com 29 ciclos, utilizando-se 0,8 µL do produto amplificado da 

primeira reação como DNA molde. 

 

4.7   Visualização dos fragmentos por gel de agarose 

 

A visualização dos fragmentos amplificados foi feita em eletroforese em gel contendo 

1.5% de agarose (Invitrogen) dissolvida em tampão TAE 1x (40 mM Tris-acetato, 1 mM 

EDTA), sendo adicionados 5 µg/mL de brometo de etídio (Invitrogen). As amostras de DNA 

foram misturadas ao tampão de amostra Orange 5X (Alaranjado G da VETEC e Ficol da Sigma) 

e aplicadas em cada uma das canaletas do gel de agarose. A corrida eletroforética foi realizada 

em um sistema horizontal (Bio-Rad) a 100V, por cerca de 30 minutos em TAE 1X. O gel foi 

analisado em transluminador ultravioleta (UVP - Bio-Doc it System) e arquivado em sistema 

digital.  

Para evitar a contaminação cruzada, a extração de DNA e a preparação do Master Mix 

foram realizadas em "salas livres de DNA do parasita" distintas umas das outras. Além disso, 

cada uma dessas áreas separadas tem diferentes conjuntos de pipetas e todos os procedimentos 
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foram realizados utilizando ponteiras com filtro. A extração de DNA foi realizada duas vezes 

em dias diferentes. Cada reacção de PCR teve um controlo negativo, onde o DNA foi 

substituído por água e também controles positivos para cada par de iniciadores.  

 

 

4.8   Controles das reações de PCR  

 

Em todos os ensaios de PCR foram utilizados controles positivos e negativos nas 

reações. Os controles positivos utilizados foram: (i) DNA de P. falciparum, cepa 3D7 mantida 

no Laboratório de Malária (CPqRR-FIOCRUZ MINAS); (ii) DNA de paciente com alta 

parasitemia para  P. vivax e DNA de P. simium obtido de símio com infecção aguda e 

parasitemia confirmada pela microscopia óptica (BL10); (iii) DNA de P. brasilianum do MR4 

(Banco Internacional de Reagentes de Referência de Malária – ATCC, USA).  

 

Tabela 3. Resumo das condições das reações de PCR utilizadas nesse estudo. 

 

 

4.9   Purificação dos produtos de PCR 

 

Para o sequenciamento de DNA, cada amostra foi purificada a partir do produto de PCR 

em reações de 50 µL, utilizando-se o kit de purificação QIAquick® (Qiagen, Venlo, 

Netherlands). 

Inicialmente, foram adicionados 5 vezes o volume do tampão PB para cada o volume 

da reação de PCR, homogeneizando completamente. Em seguida, a mistura foi adicionada à 

coluna QIAquick® acoplada a um tubo de coleta de 2 mL fornecido no kit e centrifugada a 

12000 rpm por 60 segundos. Posteriormente, o filtrado foi descartado e a coluna foi recolocada 

PCR Alvo Iniciadores Sequência de nucleotídeos (5’ – 3’) Tamanho 
do 

fragmento 

Referência 

Nested 1ª 
Reação 

Gene 18S de 
Plasmodium 

sp. 

rPLU5                                      
rPLU6 

5’CCTGTTGTTGCCTTAAACTTC 3’ 
5’TTAAAATTGTTGCAGTTAAAACG3’ 

1200 pb SNOUNOU 
et al. 1993 

Nested 2ª 
Reação 

Gene 18S de 
P. vivax, 

P. falciparum 
e 

P. malariae 

rVIV1                            
rVIV2 
rFAL1 
rFAL2 
rMAL1 
rMAL2 

5’CGCTTCTAGCTTAATCCACATAACTGATAC3’ 
5’TTAAACTGGTTTGGGAAAACCAAATATATT3’ 
5’TTAAACTGGTTTGGGAAAACCAAATATATT3 

5’ACACAATGAACTTCAATCATGACTACCCGTC3’ 
5’ATAACATAGTTGTACGTTAAGAATACCGC 3’ 
5’AAATTCCCATGCATAAAAAATTATACAAA3’ 

120 pb 
 

205 pb 
 

144 pb 

SNOUNOU 
et al. 1993 

PCR 
Convencional 

Citocromo B 
de mamíferos 

cyBF                       
cyBR 

5’ CCCCTCAGAATGATATTTGTCCTCA 
3CCATCCAACATCTCAGCATGATGAAA 3’ 

350 pb KOCHER et 
al. 1989 
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no mesmo tubo. Foram acrescentados 0,75 mL de tampão PE à coluna QIAquick®, 

centrifugando por 60 segundos a 12000 rpm. Em seguida o filtrado foi descartado e a coluna 

recolocada para mais um passo de centrifugação por um minuto, em rotação máxima. 

Finalmente, a coluna QIAquick® foi acoplada a um tubo de microcentrífuga de 1,5 mL novo, 

onde foram adicionados 30 µL do tampão EB (Tris 10 mM, pH 8,5) ou água (pH 8,5) no centro 

da membrana para eluir o DNA. O material foi centrigugado por 1 minuto a 12000 rpm e 

armazenado a 4 °C até o uso. Cada um dos produtos foi analisado em gel de agarose corado 

com brometo de etídio e dosados em espectofotômetro Nanodrop®. 

 

4.10   Reação de Sequenciamento 

 

Para a reação de sequenciamento foi utilizado o kit Big Dye® Terminator v3.1 cycle 

sequencing (Applied Biosystems, Califórnia, USA). As reações foram conduzidas em um 

volume final de 10 µL com cerca de 10 ng de DNA, 3,3 µM de iniciador (senso ou anti-senso), 

1 µL do mix Big Dye® Terminator. As reações foram realizadas no termociclador 

Veriti® (Applied Biosystems, Carlsbad, CA), sendo as condições da amplificação: 96 °C por 

um minuto, 35 ciclos a 96 °C por quinze segundos, 60 ºC (variando de acordo com a temperatura 

do iniciador) por quinze segundos e após estes ciclos, um passo de extensão final a 60 ºC por 

quatro minutos.  

 

4.11   Reação de precipitação 

 

Para precipitação do DNA, em cada poço da placa MicroAmp 96-well® Reaction plate 

(Applied Biosystems, Califórnia, USA) foram adicionados 1 µL de EDTA 125 mM, 1 µL de 

acetado de amônio 7,5 M e 50 µL de etanol absoluto P.A. gelado. Em seguida, a placa foi selada 

e vortexada brevemente. Logo após, a placa foi incubada por 15 minutos a temperatura 

ambiente e centrifugada por 45 minutos a 3700 r.p.m. também em temperatura ambiente. A 

placa foi vertida e o sobrenadante foi descartado. Em cada poço foram adicionados 100 µL de 

etanol 70% gelado. A placa foi centrifugada por 15 minutos a 3700 r.p.m. em temperatura 

ambiente e foi vertida de forma que o sobrenadante fosse descartado. Em seguida a placa foi 

centrifugada em posição invertida a 3700 rpm por dois minutos. Finalmente, o DNA foi 

ressuspendido com formamida HI-DITM (Applied Biosystems, Califórnia, USA). A placa foi 

novamente selada e vedada em papel alumínio e analisada em sequenciador automático 37300 
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ABI pela plataforma de sequenciamento da FIOCRUZ MINAS, conforme procedimentos de 

rotina. 

 

4.12   Análise das sequencias 

 

Os dados brutos obtidos do sequenciador automático ABI foram inicialmente analisados 

no programa BLASTn (www.ncbi.nlm.nih.gov/BLAST), a fim de se confirmar o gene 

sequenciado e a cobertura do sequenciamento. Cada sequência foi também analisada 

individualmente pelo Chromas Lite versão 2.1.1, que fornece o “base-calling”, onde é possível 

avaliar a qualidade dos cromatogramas gerados pelo sequenciador automático Os alinhamentos 

das sequências e a obtenção da sequência consenso foram realizados com o software de 

alinhamento múltiplo ClustalW (Thompson et al., 1994) e Contig Assembly Program (CAP) 

(Huang, 1992), dentro do pacote de programas BioEdit Sequence Alignment Editor v.7.0.9 

(Hall, 1999). No BioEdit, quando necessário, foi realizada a edição manual do alinhamento do 

gene sequenciado. O alinhamento também foi realizado utilizando o software Muscle, 

implementado no MEGA. As sequências de referência de Plasmodium utilizadas estão 

disponíveis no GenBank [número de acesso]: P. vivax [GenBank: AY579418.1], P. cynomolgi 

[Genbank:JQ794445.1], P. knowlesi [GenBank: AY579417], P. falciparum [GenBank: 

JQ627150.1], P. malariae [GenBank: GU815531.1], P. brasilianum [GenBank: KC906730.1] 

e P. ovale [GenBank: KF018663.1].   

 

4.13   Análises Filogenéticas 

 

As análises filogenéticas foram realizadas no software MEGA versão 5.0 (Tamura et al., 2011), 

utilizando o método de Máxima Verossimilhança (Saitou & Nei, 1987). A consistência dos 

padrões de agrupamento na árvore foi avaliada através do método de bootstrap com 5000 

repetições. Para reconstrução da filogenia, o modelo evolutivo foi selecionado utilizando o 

MEGA, que elege entre as matrizes de substituição canditadas, o modelo que melhor se adequa 

para o conjunto de dados. Para as análises do gene 18SSU rRNA utilizou-se o modelo de 

substituição nucleotídica descrito por Tamura (1992). Esse modelo assume que a diferença na 

composição das bases reflete as diferenças nas taxas de transições e transversões. Todas as 

figuras das árvores filogenéticas foram geradas no software MEGA 5.0 a partir dos arquivos de 

saída no formato gráfico PNG.  
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5 RESULTADOS E DISCUSSÃO 

 

Os resultados e a discussão serão apresentados na forma de artigo publicado.  
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6 CONSIDERAÇÕES FINAIS 

 

Recentemente, os casos humanos descritos por P. knowlesi, um parasito que infecta 

macacos do sudeste asiático com curso muitas vezes fatal em humanos, despertaram novamente 

o interesse pelos estudos dos parasitos simianos no Brasil e no mundo. 

Atualmente, sugere-se que a malária na Mata Atlântica seja possivelmente uma zoonose 

devido à presença de primatas não humanos infectados e do vetor anofelino que pica tanto 

próximo da copa das árvores quanto próximo ao solo (DUARTE et al.  2013; MARRELLI et 

al.  2007; NEVES et al.  2013; UENO et al.  2007).  

O presente estudo foi realizado em parceria com o Centro de Primatologia do Rio de 

Janeiro (CPRJ), que está localizado no município de Guapimirim, onde foram relatados casos 

autóctones de malária. Foram analisados 30 primatas do CPRJ para o diagnóstico molecular 

por Nested PCR e sequenciamento. O resultado do diagnóstico molecular indicou uma taxa de 

infecção de 30% (9 amostras positivas), sendo 5 amostras positivas para P. brasilianum; 3 

amostras positivas para P. simium e 1 amostra positiva para ambos os parasitos (infecção mista). 

O fragmento do 18SSU rRNA amplificado para o diagnóstico foi sequenciado e  as sequencias 

obtidas de P. simium nesse estudo foram alinhadas com sequências de outras espécies de 

Plasmodium disponíveis no GenBank e utilizadas para reconstrução da árvore filogenética. A 

partir do alinhamento, fica evidente que o fragmento analisado é bastante conservado, 

mostrando uma alta similaridade genética entre P. simium e P. vivax. É importante ressaltar que 

o nosso estudo mostra de forma inédita a descrição de infecção malárica por P. simium nos 

gêneros Cebus e Sapajus. Essa descoberta é de suma relevância uma vez que ressaltam a 

possibilidade de malária por P. simium em outras espécies de primatas não-humanos, cujo 

impacto pode ser significativo para a epidemiologia da doença. A presença de símios infectados 

atuando como reservatórios da malária podem sugerir um caráter zoonótico da doença nas 

regiões de Mata Atlântica. Além disso, abre a possibilidade de utilizar estes macacos como 

novo modelo de malária vivax. 

Além disso, este trabalho foi pioneiro ao realizar o diagnóstico molecular de malária a 

partir de amostras de tecido de primata não humano. Uma fêmea de Alouatta clamitans de vida 

livre foi encontrada morta nos arredores do CPRJ em dezembro de 2013. O animal (identificado 

como MP1943) passou por autópsia e fragmentos de baço e fígado foram submetidos à extração 

de DNA para o diagnóstico molecular, cujo resultado apontou infecção por P.simium.  

Duarte e colaboradores (2006) descreveram a ocorrência de anticorpos contra os 

plasmódios em 777 soros de macacos coletados em três diferentes regiões do Brasil (Cerrado - 
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Brasília; Floresta Atlântica semidecídua - São Paulo; e Floresta Atlântica - divisa de São Paulo 

e Mato Grosso do Sul), onde casos de malária autóctone já foram reportados. O grupo encontrou 

uma alta prevalência de anticorpos contra a proteína Circunsporozoíta (CSP) em todas as áreas, 

sugerindo o contato intenso de esporozoítos do parasito provenientes de anofelinos infectados 

na população de macacos. Além disso, a resposta contra formas assexuadas do parasito indicam 

o desenvolvimento da infecção malárica (DUARTE et al.   2006).  

Duarte e colaboradores em 2008, realizando uma pesquisa através de PCR da infecção 

malárica em populações de primatas neotropicais (n=448) em áreas de Mata Atlântica e cerrado 

do estado de São Paulo. Foram encontrados 13% (9/71) de infecção por Plasmodium sp. em 

bugios ruivos (Alouatta clamitans) e 7% (16/235) de infecção malárica em bugios pretos 

(Alouatta caraya). Este grupo caracterizou além de infecções por P. vivax/P. simium e P. 

malariae/P. brasilianum, uma infecção por P. falciparum entre os animais estudados 

(DUARTE et al.  2008).  

O diagnóstico molecular tem se mostrado uma das ferramentas mais promissoras na 

detecção de Plasmodium por possuir alta sensibilidade e especificidade, alcançando até mesmo 

infecções subclínicas (DEMAS et al.  2011). É importante ressaltar como as técnicas 

moleculares têm possibilitado estes estudos de infecção em primatas não humanos, mesmo em 

baixas parasitemias, mudando o quadro epidemiológico da malaria simiana no Brasil e no 

mundo, uma vez que os dados disponíveis eram em grande parte baseados em análises de exame 

microscópico de sangue periférico, um método com sensibilidade limitada.   

A problemática envolvendo a malária, anofelinos, população humana e simiana em 

regiões de Mata Atlântica deve continuar sendo foco das investigações pelas agências de 

controle. Sendo assim, o aumento da amostragem de símios, estudos da fauna anofélica, assim 

como a pesquisa de casos assintomáticos e determinação das espécies de plasmódios ocorrentes 

nessas regiões deve ser intensificada para se determinar o real quadro dessa doença. 

A saúde humana, animal e vegetal estão estritamente ligadas através das inter-relações 

ecológicas, evidenciando a necessidade de coordenação de esforços entre Biologia e Medicina 

da Conservação. A Medicina da Conservação constitui uma nova ciência, voltada para enfrentar 

a ameaça crescente que agentes etiológicos, dos mais diversos tipos, afligem sobre a riqueza 

biológica do planeta. Dentro desse aspecto, as doenças tem importância para conservação das 

espécies e dos ecossistemas. Além disso, as doenças constituem um grande problema para a 

conservação de espécies, uma vez que contribuem para o risco de extinção, principalmente em 

populações reduzidas ou animais de cativeiro.  Visto que já foi relatada a malária sintomática 

em símios de cativeiro (COSTA et al. 2014), fica claro a grande importância e necessidade de 
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estudar a malária simiana do ponto de vista da conservação, principalmente de espécies 

ameaçadas em extinção.  Sapajus xanthosternos, espécie que nesse trabalho foi descrita pela 

primeira vez infectada com P.simium, se encontra nos registros nacionais como um dos dez 

primatas brasileiros considerados Criticamente em Perigo de Extinção e nos registros 

internacionais até 2008 foi considerado um dos 25 primatas mais ameaçados do mundo 

(COLOSIO et al. 2009). É uma espécie endêmica da Mata Atlântica que enfrenta graves riscos 

de sobrevivência devido à fragmentação desse bioma e a caça frequente (COLOSIO et al. 2009). 

Outras espécies que neste trabalho foram diagnosticadas com P.simim e P.brasilianum também 

se encontram ameaçadas ou em risco de extinção, como Sapajus robustos, Calicebus 

personatus e algumas espécies de Cebus. Isso ressalta a importância do nosso estudo para 

conservação dessas espécies.  
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