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RESUMO 

 

OLIVEIRA, Ágatha Ferreira Xavier. Pesquisa de infecções por agentes Anaplasmataceae, 

Piroplasmas e Hemoplasmas em gambás-de-orelha-preta (Didelphis aurita) da Região 

Metropolitana do Rio de Janeiro. 2021. 41f. Dissertação (Mestrado em Medicina 

Veterinária). Instituto de Veterinária, Departamento de Medicina e Cirurgia Veterinária, 

Universidade Federal Rural do Rio de Janeiro, Seropédica, RJ, 2021. 

 

A ocorrência de hemoprotozoários em marsupiais é descrita em diversos países como o 

Brasil, Austrália, Estados Unidos, China, entre outros. Mudanças ambientais contribuem 

para o acesso destes animais a nichos ecológicos não habituais, como metrópoles e áreas 

periurbanas, expondo-os a diversos riscos como descargas elétricas, queimaduras, fraturas, 

intoxicações e ataques por cães e seres humanos. Apesar desta proximidade, são escassas 

as investigações quanto à participação de gambás-de-orelha-preta (Didelphis aurita) sobre 

a circulação de agentes patogênicos veiculados por vetores e consequente ocorrência de 

doenças no Brasil.  Objetivou-se com este estudo pesquisar a presença de agentes 

patogênicos das famílias Anaplasmataceae, Mycoplasmataceae e de piroplasmas em sangue 

periférico e de medula óssea, bem como a existência de co-infecções em Didelphis aurita 

oriundos da região metropolitana do Rio de Janeiro. Um total de 15 gambás-de-orelha-preta 

foram recebidos no Centro de Triagem de Animais Silvestres – CETAS RJ e no Centro de 

Reabilitação de Animais Silvestres – CRAS RJ. Mediante contenção apropriada, os animais 

foram avaliados clinicamente e inspecionados quanto à presença de ectoparasitos. Além 

disto, amostras de sangue periférico foram colhidas através de venopunção da veia da cauda 

e transferidas para tubos contendo o anticoagulante EDTA, para se realizar o hemograma. 

A coleta de medula óssea foi realizada após sedação, em apenas dez dos quinze animais 

devido ao escore corporal adequado que estes possuíam. Para se evitar resultados falso-

negativos, todas as amostras foram submetidas à análise molecular prévia para detecção 

dos genes endógenos gapdh e IRBP. As detecções de DNA de Agentes patogênicos 

pertencentes à família Anaplasmataceae e Mycoplasmataceae foram baseadas no gene 16S 

rRNA e Piroplasmas no gene 18S rRNA. Todas as amostras de sangue total e medula óssea 

testadas foram negativas para a família Anasplasmataceae. Vinte porcento (3/15) dos 

animais foram positivos para Mycoplasma spp. nas amostras de sangue total, e destes, 

66,6% (2/3) apresentavam comorbidades como escoriações e fraturas relacionadas a 

acidentes urbanos. Para a ordem Piroplasmida, 33,3% (5/15) dos animais foram positivos 

em amostras de sangue total e também em medula óssea e destes, 80% (4/5) apresentavam 

condições inflamatórias. Um dos animais positivos para Piroplasma apresentava mucosa 

ictérica e diminuição do valor de hemoglobina corpuscular média e outro animal apresentou 

anemia (hematócrito de 23,5%) e diminuição do valor da proteína plasmática (5g/dl). 

Coinfecção por piroplasmas e hemoplasmas ocorreu em treze vírgula trinta e três porcento 

(2/15) dos gambás, e apenas um apresentava comorbidade. Os dados deste estudo indicam 

a existência de infecções por hemoparasitos de importância em D. aurita provenientes da 

região metropolitana do Rio de Janeiro, o que reforça a necessidade de novos estudos 

epidemiológicos que esclareçam a participação destes animais na ocorrência de doenças 

causadas por estes agentes patogênicos nos animais domésticos e seres humanos.  
 

 

Palavras-chave: Hemoparasitoses, marsupial, medula óssea, diagnóstico molecular.



 
 

ABSTRACT 
 

OLIVEIRA, Ágatha Ferreira Xavier. Research of infections by Anaplasmataceae, 

Piroplasms and Hemoplasms agents in black-eared-opossums (Didelphis aurita) from 

the Metropolitan Region of Rio de Janeiro. 2021. 41f. Dissertation (Master of Veterinary 

Medicine). Instituto de Veterinária, Departamento de Medicina e Cirurgia Veterinária, 

Universidade Federal Rural do Rio de Janeiro, Seropédica, RJ, 2021. 

 

The occurrence of hemoprotozoa in marsupials is described in several countries such as 

Brazil, Australia, United States, China, among others. Environmental changes contribute to 

the access of these animals to unusual ecological niches, such as metropolises and peri-

urban areas, exposing them to various risks such as electrical discharges, burns, fractures, 

poisoning and attacks by dogs and humans. Despite this proximity, there are few 

investigations regarding the participation of black-eared skunks (Didelphis aurita) on the 

circulation of vector-borne pathogens and the consequent occurrence of diseases in Brazil. 

The objective of this study was to investigate the presence of pathogens from the 

Anaplasmataceae, Mycoplasmataceae and piroplasms in peripheral blood and bone 

marrow, as well as the existence of co-infections in Didelphis aurita from the metropolitan 

region of Rio de Janeiro. A total of 15 black-eared possums were received at the Wild 

Animal Screening Center – CETAS RJ and at the Wild Animal Rehabilitation Center – 

CRAS RJ. With appropriate restraint, the animals were clinically evaluated and inspected 

for the presence of ectoparasites. In addition, peripheral blood samples were collected by 

venipuncture of the tail vein and transferred to tubes containing the anticoagulant EDTA, 

to perform the hemogram. Bone marrow collection was performed after sedation in only 

ten of the fifteen animals due to the adequate body score, they had. To avoid false-negative 

results, all samples were submitted to previous molecular analysis for detection of 

endogenous gapdh and IRBP genes. DNA detections of pathogens belonging to the 

Anaplasmataceae and Mycoplasmataceae family were based on the 16S rRNA gene and 

Piroplasmas on the 18S rRNA gene. All samples of whole blood and bone marrow tested 

were negative for the family Anasplasmataceae. Twenty percent (3/15) of the animals were 

positive for Mycoplasma spp. in whole blood samples, and of these, 66.6% (2/3) had 

comorbidities such as abrasions and fractures related to urban accidents. For the 

Piroplasmid order, 33.3% (5/15) of the animals were positive in samples of whole blood 

and also in bone marrow and of these, 80% (4/5) had inflammatory conditions. One of the 

animals positive for Piroplasma had icteric mucosa and decreased mean corpuscular 

hemoglobin value and another animal had anemia (23.5% hematocrit) and decreased 

plasma protein value (5g/dl). Coinfection by piroplasm and hemoplasma occurred in 

thirteen-point thirty-three percent (2/15) of skunks, and only one had comorbidity. The data 

from this study indicate the existence of infections by hemoparasites of importance in D. 

aurita from the metropolitan region of Rio de Janeiro, which reinforces the need for new 

epidemiological studies to clarify the participation of these animals in the occurrence of 

diseases caused by these pathogens. in domestic animals and humans. 

 

Key words: Bone marrow, haemoparasitosis, marsupial, molecular diagnosis. 
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1 INTRODUÇÃO 

 

Quando se pensa na participação dos animais silvestres como reservatórios de doenças, 

grandes são os desafios quanto à elucidação dos aspectos epidemiológicos, principalmente de 

agentes infecciosos de importância Médico Veterinária e humana. Mudanças ambientais 

contribuem com o acesso destes animais a nichos ecológicos não habituais, como metrópoles e 

áreas periurbanas favorecendo a circulação de agentes patogênicos entre os animais selvagens, 

os animais domésticos e o homem. Dentre os principais reservatórios silvestres, também 

considerados animais sinantrópicos, estão os marsupiais Didelphis spp., popularmente 

conhecidos como gambás. A interação destes animais com os seres humanos é antiga, fato 

atrelado a sua grande capacidade de adaptação até mesmo em áreas muito devastadas. São 

comuns de serem encontrados nos forros das casas, troncos de árvores e outras áreas que 

possibilitem o acesso a restos alimentares do homem e outros animais. Devido a sua grande 

capacidade adaptativa, o gambá torna-se um interessante modelo de estudo animal, 

possibilitando investigações ecológicas, evolutivas e biológicas. A participação como 

reservatórios em diversas doenças ainda não é totalmente esclarecida. Sabendo-se da 

importância dos agentes patogênicos pertencentes à família Anaplasmataceae e 

Mycoplasmataceae, e hematozoários do grupo dos piroplasmidas como causadores de doenças 

nos animais, além da existência de espécies de importância em humanos, é fundamental a 

investigação molecular de tais patógenos em possíveis reservatórios silvestres, dentre os quais 

Didelphis spp., que estão cada vez mais presentes em ambientes peridomiciliares. O presente 

estudo teve como objetivo investigar a infecção por estes agentes infecciosos em amostras de 

sangue periférico e aspirado de medula óssea de gambás-de-orelha preta (Didelphis aurita) 

provenientes dos Centro de Triagem de Animais Silvestres (CETAS-RJ) e do Centro de 

Reabilitação de Animais Silvestres (CRAS-RJ), ambos localizados no estado do Rio de Janeiro, 

por meio de métodos moleculares, associando-os a achados clínico-laboratoriais e 

epidemiológicos.  
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2 REVISÃO DE LITERATURA 

 

2.1 Gênero Didelphis 
 

Dentro da grande ordem Didelphimorphia estão inclusos grande parte dos marsupiais 

americanos existentes, distribuídos desde o sudeste do Canadá ao sul da Argentina (NOWAK, 

1999). Quatro famílias estão inseridas nesta ordem, sendo elas: Marmosidae, Caluromyidae, 

Glironiidae e Didelphidae (ASTÚA, 2006).  

A família Didelphidae é subdividida em duas subfamílias: Caluromyinae e Didelphinae, 

sendo composta atualmente por 19 gêneros e 92 espécies (EMMONS; FEER, 1997; 

EISENBERG; REDFORD, 1999; BROWN, 2004; GARDNER, 2005; VOSS et al., 2004a; 

VOSS et al.,2005; SOLARI, 2004).  

Dentre os mamíferos encontrados na Mata Atlântica, 9,1% é representado por marsupiais 

(REIG, 1981; FONSECA et al., 1996) sendo o gênero Didelphis sp. amplamente distribuído em 

toda a Região Neotropical (ANDRADE, 2002; GARDNER, 1973). Estes representam um dos 

grupos mais antigos de marsupiais, sendo as principais espécies encontradas no Brasil: D. 

marsupialis, Didelphis aurita, D. albiventris e D. imperfecta (ANDRADE, 2002). 

 

2.1.1 Didelphis aurita 
 

A termo “gambá” originou-se do termo tupi-guarani “corruptela de guaambá” que 

significa ventre aberto (SANTOS, 1984; NOMURA, 1996). Os marsupiais completam o seu 

desenvolvimento embrionário no marsúpio, uma estrutura da pele situada na região inguinal em 

formato de bolsa onde localizam-se as glândulas mamárias (DELCIELLOS et al., 2006; 

CABRAL, 2015; JANSEN, 2002). 

O gambá-de-orelha-preta (Didelphis aurita) é um dos representantes da família 

Didelphidae (Marsupialia, Didelphimorphia), sendo umas das espécies de mamíferos 

neotropicais mais abundantes desta ordem (GARDNER, 2005). 

Em relação a sua morfologia, apresentam um porte médio, com seu comprimento total 

entre 355 e 450 mm, uma cauda preênsil não recoberta por pelos e que mede aproximadamente 

298 e 470 mm (VIEIRA 1997; SALVADOR et al.,2009).  

Possuem cinco dígitos com garras pontiagudas, exceto no primeiro dedo do pé, e um peso 

corpóreo que varia em média 670 a 1882g, sendo as fêmeas maiores e mais leves que os machos 

(LANGE; JABLONSKI, 1998; PASSAMANI, 2000). O corpo é recoberto por um pelo longo 

de coloração escurecida com as pontas esbranquiçadas e por um subpelo denso de coloração 

ferrugínea (NOWAK, 1999). As orelhas são grandes, desprovidas de pelos e com coloração 

completamente negra e no rosto notam-se uma listra escura na fronte e outras sobre cada olho 

(ROSSI, 2006). 

Didelphis aurita possui uma dieta onívora composta por pequenos invertebrados, aves, 

répteis, pequenos mamíferos, frutas e sementes (ROSSI, 2006; CÁCERES; MONTEIRO-

FILHO, 2001; CÁCERES, 2004). As épocas reprodutivas e surgimento de ninhadas são mais 

evidentes entre os meses de outubro a janeiro, e o número de filhotes varia entre quatro a onze 

por ninhada (CHEREM et al., 1996; PASSAMANI, 2000). 

 

2.2. Didelphis sp. como reservatório de agentes patogênicos 
 

O termo sinantropismo é definido como um grupo de animais que se adaptaram aos 

ambientes urbanizados, sendo eles animais exóticos e nativos (silvestres), segundo a Instrução 

Normativa 141/2006 do Instituto Brasileiro do Meio Ambiente e dos Recursos Naturais 

Renováveis (IBAMA) (BRASIL, 2006). Estes vão possuir relação estreita com as áreas urbanas 
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e os indivíduos ali inseridos, ao utilizarem os recursos sinantrópicos disponíveis como ração de 

animais domésticos, lixo, e locais que servirão como abrigo contra predadores (BRASIL, 2006; 

LACERDA et al., 2010). Esta característica adaptativa vem se intensificando principalmente 

devido à grande expansão dos centros urbanos e incorporação das áreas periurbanas às grandes 

cidades devido ao intenso desequilíbrio ambiental (LACERDA et al., 2010). 

Os gambás são um dos principais animais sinantrópicos observados no Brasil, e isto se 

deve à grande plasticidade ecológica aos mais diversos habitats (CRUZ-SALAZAR; RUIZ-

MONTOYA, 2020; CÁCERES; MONTEIRO-FILHO, 1997; GRAIPEL; SANTOS-FILHO, 

2006). À medida em que se inserem aos centros urbanos, estes animais tornam-se expostos a 

fatores antropogênicos como injúrias, ataques por seres humanos ou animais domésticos, 

estresse, atropelamentos, descargas elétricas, entre outros, levando a um aumento nas admissões 

nos centros de reabilitação em todo o mundo (FIGUEIREDO, 2019; TARDIEUA et al., 2020). 

Por características ligadas à evolução, sabe-se que os animais selvagens atuam como 

reservatórios de diversas doenças de importância médico veterinária e humana (ANDRÉ, 

2018). A relação parasito-hospedeiro precisa se manter equilibrada, e, portanto, grande parte 

destes animais não desenvolvem sintomatologia clínica mesmo ao albergarem agentes 

infecciosos de importância (ABU BARK, 2016; LONGDON, 2014). Isto decorre da 

dependência dos parasitas em obter nutrientes e abrigo para a reprodução e consequente 

perpetuação de sua espécie (ABU BARK 2016).  

Estudos demonstram a participação de indivíduos da família Didelphidae como 

reservatórios de agentes infecciosos de importância em medicina humana e veterinária sendo 

os principais: vírus da Raiva (MALTA; LUPPI, 2007), Leptospira spp. (CASTRO, 2015), 

Trypanosoma spp. (GÜRTLER; CARDINAL, 2015), Leishmania spp. (SANTIAGO, 2007) e 

Sarcocystis neurona (LINS et al., 2011),  

A incidência de doenças transmitidas por artrópodes vem crescendo ao longo dos anos de 

maneira significativa (LIN et al., 2021). Além disto, a proximidade de possíveis reservatórios 

em áreas urbanas, com destaque aos animais sinantrópicos, pode contribuir com a translocação 

de agentes patogênicos (SHAW et al., 2001; ROJERO-VAZQUEZ et al., 2017). Neste contexto, 

destacam-se os estudos em gambás como reservatórios de Rickettsia rickettsii, Ehrlichia spp., 

Borrelia spp., entre outros (ABEL, 2000; KRUSE, 2004; GUIMARÃES et al., 2018; NANTES, 

2019; MASSINI, 2019). 

Por isto, faz-se necessário um monitoramento da presença desses organismos e seus 

hospedeiros mais comuns, para compreender a dinâmica da transmissão de agentes causadores 

de doenças, além da tomada de medidas assertivas de prevenção e controle (GOMPPER, 2014). 

 

2.2.1. Família Anaplasmataceae 
 

A família Anaplasmataceae é de grande importância dentro da ordem Rickettsiales, sendo 

formada pelos gêneros Anaplasma, Ehrlichia, e ‘Candidatus Neoehrlichia’ (transmitidos por 

carrapatos), Neorickettsia (transmitida por helmintos) e Wolbachia (endossimbionte em 

invertebrado) (DUMLER et al., 2001; ESHOO, 2015; CALCHI et al., 2020). 

Os membros desta família são bactérias intracelulares obrigatórias, Gram-negativas, 

pleomórficas e apresentam-se como pequenas granulações agregadas (mórulas) dentro de 

vacúolos intracitoplasmáticos (AGUIAR et al., 2014; CALCHI et al., 2020). Estes agentes 

patogênicos podem infectar células fagocíticas derivadas da medula óssea e células endoteliais 

nos hospedeiros vertebrados além das células de insetos, helmintos e tecidos reprodutivos de 

artrópodes (KOČÍKOVÁ et al., 2018). 

Anaplasma e Ehrlichia são mantidas no ambiente por meio de um ciclo envolvendo 

vetores artrópodes e hospedeiros vertebrados. Durante o repasto sanguíneo num hospedeiro 

infectado, os carrapatos fazem a ingestão das bactérias, e estas penetram nas células epiteliais 
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do intestino, onde realizam o primeiro ciclo de replicação. A partir deste momento, migram 

para as glândulas salivares do artrópode, onde realizam um segundo ciclo de replicação. 

Durante um próximo repasto sanguíneo ocorre a transmissão destas, perpetuando o agente no 

ambiente (UETI et al., 2009; RAR; GOLOVLJOVA, 2011).  

Estudos em animais silvestres acerca de infecções por agentes patogênicos da família 

Anaplasmataceae, bem como o papel destes na propagação das infecções, crescem cada vez 

mais, principalmente em decorrência do aumento dos desequilíbrios ambientais (HARRUS; 

BANETH, 2005; ANDRÉ, 2018; CALCHI et al., 2020).  

Estudos sorológicos direcionados à detecção de anticorpos contra Ehlichia chaffeensis 

em Didelphis virginianus (LOCKHART et al., 1997; CASTELLAW et al., 2011) e anticorpos 

contra Ehrlichia canis em D. aurita e D. albiventris no sudeste do Brasil (MELO et al., 2016) 

são alguns exemplos já descritos sobre a ocorrência de infecção nestes indivíduos. 

Novos genótipos de Ehrlichia sp. em gambás já foram detectados no Brasil por 

Guimarães et al. (2018) na região sudeste e Lopes et al. (2018) na região nordeste. Amostras de 

sangue de marsupiais presentes no Pantanal brasileiro também continham DNA dos gêneros 

Anaplasma e Ehrlichia (DE SOUSA et al., 2017). Em mamíferos, Ehrlichia sp. infecta 

principalmente leucócitos (monócitos, macrófagos, granulócitos) e células endoteliais, 

glândulas salivares, epitélio intestinal e células da hemolinfa em carrapatos (COHN, 2003; 

ALLSOPP, 2010). 

 

2.2.2. Ordem Piroplasmida 
 

Piroplasmas ou piroplasmídeos são hemoprotozoários apicomplexos, incluindo os 

gêneros Babesia, Theileria, Rangelia e Cytauxzoon (YABSLEY; SHOCK, 2013). Estes 

parasitos acometem animais domésticos, selvagens e até mesmo o homem, podendo cursar com 

sintomatologia grave e estão entre os agentes infecciosos transmitidos por carrapatos de maior 

prevalência (ALVARADO-RYBAK et al., 2016). 

Estes agentes patogênicos são transmitidos por carrapatos, possuindo um ciclo de vida 

heteroxeno, com a participação de hospedeiros vertebrados (ALVARADO-RYBAK et al., 

2016). O ciclo de transmissão ocorre durante o repasto sanguíneo, onde um carrapato infectado 

ao se alimentar libera esporozoítos de suas glândulas salivares. Estas formas adentram a 

corrente sanguínea do hospedeiro e invadem eritrócitos, quando se tratar de Babesia spp., e 

linfócitos, quando se tratar de parasitos do gênero Theileria spp. Estes, ainda podem ser 

fagocitados por macrófagos ou parasitar outras células como já observado em infecções por 

Cytauxzoon spp. e Rangelia vitalii (KIER et al., 1987; EIRAS et al., 2014). 

Em relação ao gênero Babesia, a partir da infecção primária nos eritrócitos, ocorrerá uma 

reprodução assexuada onde os trofozoítos se dividem em merozoítos num processo denominado 

merogonia (fissão binária) para em seguida infectarem outros eritrócitos do hospedeiro 

(JALOVECKA et al., 2019).  

A reprodução sexuada, também denominada fase de gametogonia, se inicia a partir do 

momento em que os merozoítos se diferenciam em gametócitos, que ao serem ingeridos pelo 

hospedeiro invertebrado são liberados em sua luz intestinal. Neste momento, os gametócitos se 

diferenciam em gametas e se fundem, formando um zigoto móvel, denominado oocineto. O 

oocineto vai penetrar a membrana semipermeável do lúmen intestinal e invadir as células locais 

onde sofrerão divisão meiótica, produzindo os cinetos. Estes se disseminarão pelo organismo 

do artrópode através da hemolinfa, infectando tecidos periféricos e células ovarianas, resultando 

na infecção dos ovos (transmissão transovariana). Os cinetos primários vão se multiplicar nos 

tecidos por meio da esquizogonia, gerando cinetos secundários que vão atingir as células das 

glândulas salivares do hospedeiro invertebrado (MEHLHORN; SCHEIN, 1984; JALOVECKA 

et al., 2019). 
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Uma vez que os cinetos invadem as glândulas salivares, eles se desenvolvem em 

esporoblasto, e permanecem em latência durante a ecdise do carrapato vetor, o que garante a 

ocorrência da transmissão transestadial. Uma vez que o artrópode infectado inicia o repasto 

sanguíneo, o esporoblasto é ativado, havendo produção e liberação contínua de esporozoítos na 

corrente sanguínea do hospedeiro vertebrado, dando continuidade ao ciclo (JALOVECKA et 

al., 2019). 

Acredita-se que os agentes patogênicos do gênero Babesia multiplicam-se 

exclusivamente no interior de eritrócitos, não sendo confirmado de forma convincente a 

ocorrência de uma esquizogonia. Tal fato diferencia o gênero de outros membros da ordem 

Piroplasmida com Cytauxzoon e Theileria, dos quais a esquizogonia já foi relatada em 

macrófagos e linfócitos, respectivamente (JALOVECKA et al., 2019). Piroplasmas que não são 

atribuídos a nenhum dos grupos mencionados são classificados como Babesia sensu lato, e são 

definidos pela ausência de esquizogonia e transmissão transovariana (SCHNITTGER et al., 

2012).  

Nas infecções por Theileria spp., com a liberação do parasito na corrente sanguínea do 

hospedeiro, os esporozoítos vão infectar inicialmente os leucócitos, se multiplicar por 

esquizogonia, e só após a liberação dos merozoítos, estes vão infectar os eritrócitos, dando 

continuidade ao ciclo. Além disto, a transmissão transovariana não foi observada neste gênero 

(NORVAL et al., 1992; MCKEEVER, 2009). 

Infecções por piroplasmas podem cursar com doenças graves em animais domésticos e 

humanos, com sintomas relacionados à destruição eritrocítica e ao quadro inflamatório 

associado como febre, anemia e hemoglobinúria (YABSLEY; SHOCK, 2013).  

Em grande parte dos animais selvagens a infecção é subclínica (PENZHORN, 2006), 

porém, quando ocorre num hospedeiro não natural, ou em indivíduos sob influência de 

mudanças em seu habitat, vivendo em cativeiro, sob estresse ou imunossuprimidos, sinais 

clínicos graves podem ser observados (MUNSON et al., 2008).  

Marsupiais da família Macropodidae, que incluem os cangurus (Marcopus rupus) 

também podem ser afetados pela infecção por estes organismos, demonstrando quadros de 

anemia, letargia e inapetência (DANAHOE et al., 2015). 

Babesioses já foram reportadas em guaxinins, gambás e roedores, abrangendo diversas 

espécies como Babesia microti anteriormente denominada de Theileria annae (UILENBERG, 

2006; NAKAJIMA et al., 2009; YABSLEY; SHOCK, 2013).  

Uma infecção experimental por Babesia bovis em Didelphis marsupialis foi reportada, 

indicando elevação na temperatura corpórea dos animais, anorexia e diminuição do tamanho 

eritrocitário, além da evolução do ciclo parasitário semelhante ao que ocorre em bovinos (DE 

SOUZA PAIVA et al., 1991). 

Na América do Sul, Babesia brasiliensis foi encontrada em D. marsupialis e D. 

albiventris, baseando-se apenas na identificação morfológica dos parasitos em esfregaço 

sanguíneo (DA SERRA FREIRE, 1979; HERRERA; URDANETA-MORALES, 1991). 

Em outros marsupiais e monotremados australianos já foram reportadas infecções por 

Theileria ornithorhynchi (PAPARINI et al., 2015), Theileria brachyuri, T. penicillata, T. 

fuliginosa (CLARK; SPENCER, 2007) e T. gilberti (LEE et al., 2009). 

 

2.2.3. Mycoplasma spp. 
 

Hemoplasmas, também conhecidos como micoplasmas hemotróficos, são bactérias 

pequenas (0,3 a 0,8μM) e pleomórficas que infectam obrigatoriamente a superfície eritrocítica 

de seus hospedeiros (ALMOSNY; SOUZA, 2012). Não possuem parede celular, sendo esta 

característica utilizada na classificação dentro da Classe Mollicutes (RAZIN, YOGEV; NAOT, 

1998) e que as distingue das bactérias verdadeiras (NASCIMENTO, 2000).  
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Inicialmente, estes organismos foram incluídos na ordem Rickettsiales devido aos 

aspectos morfológicos e boa resposta à antibioticoterapia (WEISS; MOULDER, 1984). Porém, 

com os avanços nos estudos moleculares e sequências genômicas, foi constatado que os gêneros 

Haemobartonella e Eperythrozoon, como eram nomeados, estavam intimamente relacionados 

ao grupo de Mycoplasma pneumoniae, o que promoveu uma reclassificação das espécies dentro 

do gênero Mycoplasma como micoplasmas hemotróficos (NEIMARK et al., 2001; RIKIHISA 

et al., 1997). 

Em relação à morfologia, variam de cocos únicos ou aos pares, e ocasionalmente em 

cadeias (NEIMARK et al., 2001) ou em formatos anelares (MESSICK et al., 2004). 

Diversas espécies de hemoplasmas já foram reportadas em todos os continentes, exceto 

na Antártica, o que sugere uma ampla distribuição mundial dos agentes infecciosos (BIONDO 

et al., 2009). 

Os mecanismos de transmissão natural em cães e gatos ainda não estão inteiramente 

elucidados. A participação de artrópodes hematófagos pode estar relacionada com a dispersão 

do agente, havendo altas prevalências nas regiões tropicais (MACIEIRA, 2008). 

Material genético de Mycoplasma haemofelis foi detectado em pulgas da espécie 

Ctenocephalides felis, e o artrópode foi dito como possível vetor em felinos (SHAW et al., 

2001; LASHNITS et al., 2019). Em carrapatos Rhipicephalus microplus, a detecção de 

‘Candidatus Mycoplasma haemobos' foi obtida nos estágios de ovos e larvas, e larvas infectadas 

puderam transmitir o patógeno a camundongos (SHI et al., 2019). A presença de Mycoplasma 

haemocanis em cães e em carrapatos Rhipicephalus sanguineus sugere competência vetorial 

para este patógeno, porém melhores estudos são necessários para firmar a teoria (DO et al., 

2021).  

Em felinos, a transmissão através da inoculação por mordeduras e a via transplacentária 

também foram descritas (ALMOSNY; SOUZA, 2012). 

Transfusões sanguíneas foram relatadas como fontes de infecções por Mycoplasma 

haemofelis e ‘Candidatus M. haemominutum’ (GARY et al., 2006; WILLI et al., 2006b). 

A sintomatologia clínica da infecção vai depender do tropismo tecidual da espécie 

envolvida (MESSICK, 2004). A patogenia da infecção envolve diversos mecanismos como a 

produção de radicais livres pela bactéria que induzem a danos oxidativos nas membranas 

celulares eritrocitárias, secreção de enzimas micoplasmáticas que geram rompimento tecidual, 

redução de nutrientes ou precursores envolvidos na biossíntese celular, produção de 

autoanticorpos que desencadeiam distúrbios imunológicos, entre outros (FELDER et al., 2011; 

SOKOLI et al., 2013). 

Infecções por Mycoplasma spp. já foram reportadas numa diversidade de animais 

selvagens ao redor do mundo (MESSICK, 2004; VOLOKHOV et al., 2017). Na fauna 

brasileira, hemoplasmas já foram detectados em capivaras (Hydrochaeris hydrochaeris) 

(VIEIRA et al., 2009), pequenos roedores (GONÇALVES et al., 2015), quatis (Nasua nasua) 

(DE SOUSA et al., 2017), javalis (Sus scrofa) (DIAS et al., 2019), entre outros.  

Uma espécie de hemoplasma que produziu parasitemia grave com consequente anemia 

em um gambá norte-americano (Didelphis virginiana) imunossuprimido foi descrita 

(MESSICK et al., 2000).  

A detecção de Mycoplasma spp. hemotrófico em sete gambás-de-orelha-branca 

(Didelphis albiventris) no Sul do Brasil foi reportada, e o sequenciamento do fragmento do 

gene 16S rRNA apresentou 98,97% de similaridade com sequências de ‘Candidatus 

Mycoplasma haemodidelphis’ já detectadas nos Estados Unidos (MASSINI et al., 2019). 

Gonçalves et al. (2020) ao avaliar amostras de sangue de Didelphis albiventris do centro-oeste 

brasileiro detectou uma positividade para hemoplasmas em 32,5%.  

Ainda em gambás-de-orelha-branca no Brasil, uma espécie potencialmente nova foi 

identificada também no sul do Brasil e, baseando-se nos genes 16S rRNA e 23S rRNA, a análise 
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filogenética juntamente com dados epidemiológicos propôs a nomenclatura de ‘Candidatus 

Mycoplasma haemoalbiventris’ para este novo organismo (PONTAROLO et al., 2021). 

 

2.3. Diagnóstico molecular  

 

Os ensaios moleculares contemplam a detecção do DNA do agente em amostras 

biológicas, e apesar de custosos, estão sendo cada vez mais utilizados na rotina clínica em 

Medicina Veterinária. A identificação e a detecção de novos agentes infecciosos, 

principalmente os indivíduos de difícil cultivo celular, vem sendo permitida atualmente pela 

utilização de sequências de oligonucleotídeos em associação ao sequenciamento genético 

(D’AGNONE et al., 2003). 

A Reação em Cadeia da Polimerase (PCR – Polymerase Chain Reaction) é uma técnica 

que se baseia na síntese enzimática in vitro de cópias de fragmentos específicos de DNA a partir 

de uma fita molde, gerando diversos clones numa mesma reação (MULLIS; FALOONA, 1987). 

Três etapas principais estão envolvidas na técnica: desnaturação, anelamento e extensão. 

Inicialmente ocorre a desnaturação da dupla fita de DNA pelo calor, seguida de anelamento de 

cada primer (senso e anti-senso) em cada fita simples. A partir disto, a enzima Taq DNA 

polimerase promove a extensão e polimerização da fita ao adicionar nucleotídeos 

(GONÇALVES, 2006). 

Mundialmente, estudos demonstram a utilização de diferentes genes conservados como 

alvo para a detecção de agentes patogênicos da família Anaplasmataceae tais como: o gene 16S 

rRNA, o gene que codifica a enzima citrato sintetase (gltA), o operon groESL, genes 

responsáveis por codificação de proteínas formadoras das ligações dissulfeto (dsb) e genes que 

codificam outras proteínas de superfície (OMPs) (DUMLER et al., 2001). 

Para reorganizar os gêneros e espécies das famílias Rickettsiaceae e Anaplasmataceae o 

gene 16S rRNA foi utilizado por Dumler et al. (2001), devido à baixa capacidade mutagênica 

e alta conservação em diferentes populações e regiões geográficas.  

Com base na detecção do gene 18S rRNA, métodos moleculares direcionado à detecção 

do DNA genômico de piroplasmas são amplamente utilizados na confirmação da infecção 

devido a sua alta sensibilidade e especificidade (SUDAN et al., 2017). Além deste, o gene da 

proteína de choque térmico 70 (hsp70) também pode auxiliar na classificação de espécies 

(YAMASAKI et al., 2002).  

A região ITS é uma região espaçadora presente no DNA ribossômico eucariótico 

existente entre os genes que codificam 18S, 5.8S e 28S rRNAs. Para caracterização molecular 

de espécies, esta região também vem sendo utilizada no diagnóstico de piroplasmídeos (HE et 

al., 2017; SHOCK et al., 2014). 

Para o diagnóstico de hemoplasmas, a amplificação principalmente de fragmentos dos 

genes 16S rRNA, 28S rRNA e RNAse P gene (rnpB) são mais utilizadas (TASKER et al., 2010; 

MONGRUEL et al., 2020). Reações de PCR em tempo real apresentam maior sensibilidade e 

permitem a quantificação do agente na amostra analisada, o que favorece o monitoramento dos 

estágios da infecção (BRADDOCK et al., 2004).  

A PCR em Tempo Real (qPCR) é uma outra variante da técnica de PCR que permite o 

acompanhamento da síntese dos fragmentos alvo ao longo da própria reação e não ao final como 

na técnica convencional (RODRÍGUEZ-LÁZARO et al., 2007). Durante a reação, é possível 

observar uma fluorescência que indica a produção dos fragmentos amplificados a cada ciclo, o 

que permite maior sensibilidade e velocidade na obtenção de resultados, além da quantificação 

do agente na amostra analisada (SOLA, 2011). 

A técnica é menos propensa a contaminações quando comparada aos métodos 

convencionais, e caso haja, pode ser observada facilmente por meio da análise das curvas de 

“melting” (PEREIRA, 2012). Diversas espécies já foram detectadas através desta técnica em 
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amostras de seres humanos (RELLER; DUMLER, 2018), carrapatos (CICCULLI et al., 2020), 

ovelhas, bovinos, cavalos, cabras e cães (DAHMANI et al., 2017), entre outros. 

A PCR multiplex é uma variante de diagnóstico amplamente utilizada. A técnica 

consiste na detecção de dois ou mais agentes infecciosos numa mesma reação e amostra, ao 

utilizar diferentes primers iniciadores (VIEIRA et al., 2019). Este ensaio já foi descrito sendo 

utilizado na detecção de espécies de Ehrlichia e Anaplasma em roedores (BENEVENUTE et 

al., 2017), para a detecção de Babesia rossi e Babesia vogeli em cães (TROSKIE et al., 2019) 

e espécies de Mycoplasma em gatos (LEE et al., 2018).  

 

2.4 Avaliação da medula óssea em animais silvestres 

 A medula óssea é considerada um tecido semissólido, com função hematopoiética e 

local de produção primária de linfócitos. Está localizada no interior de ossos longo e chatos, 

sendo um microambiente organizado, que fornece suporte estrutural e nutricional para a 

diferenciação, proliferação, maturação e liberação ordenada de elementos celulares sanguíneos 

(SHARKEY; HILL, 2010; HARVEY, 2012). Sua principal função está relacionada à produção 

das linhagens eritrocítica, mielocítica e megacariocítica em resposta a demandas periféricas, 

sendo um local extremamente sensível ao requerimento (SHARKEY; HILL, 2010).  

 A avaliação da medula óssea recebe o nome de mielograma, e esta vem sendo 

amplamente utilizada não apenas no diagnóstico de anormalidades do sistema hematopoiético 

como as citopenias (anemia, leucopenia e trombocitopenia) (HARVEY, 2001). O uso para o 

estadiamento das neoplasias, como leucemias e linfomas, realização de citometria de fluxo, 

imuno-histoquímica, citogenética convencional e a pesquisa de formas amastigotas de 

Leishmania spp. também podem ser feitas a partir do material medular (BAIN, 2001; 

SANTIAGO, 2007; DE ALENCAR, 2002). 

 São escassos estudos envolvendo a análise deste tipo de tecido em animais selvagens, 

por se tratar de uma técnica que requer habilidade na obtenção da amostra, bem como 

preparação anestésica prévia do paciente. Os poucos estudos existentes que envolvem a coleta 

do aspirado medular em Didelphis sp. são direcionados à detecção de agentes infecciosos, 

principalmente Leishmania spp. e Trypanosoma cruzi (HUMBERG et al., 2012; ROELLIG, 

2009). Não há relatos da investigação da infecção por agentes patogênicos da família 

Anaplasmataceae e Mycoplasmataceae e Piroplasmas neste tipo de amostra, apesar de alguns 

estudos demonstrarem uma possível atuação destes como possíveis reservatórios 

(GUIMARÃES et al., 2018). 

 

 

3 MATERIAL E MÉTODOS 

 

3.1 Espécies amostradas e áreas de estudo 

 Para o presente estudo foram utilizadas amostras de sangue e medula óssea de 15 

gambás-de-orelha-preta (Didelphis aurita) de vida livre, adultos, sendo 9 fêmeas e 6 machos, 

recebidos no período de agosto de 2020 a junho de 2021 no Centro de Triagem de Animais 

Silvestres (CETAS - Seropédica/Rio de Janeiro) e no Centro de Recuperação de Animais 

Silvestre (CRAS - Vargem Pequena/Rio de Janeiro). O referido projeto possui autorização do 

Sistema de Autorização e Informação em Biodiversidade – SISBIO, sob o número 76330-1 

(Anexo 1). As atividades do presente projeto também foram realizadas em parceria com a 

Universidade Estácio de Sá, sendo amparado pela Comissão de Ética no Uso de Animais, sob 

o número 009/2021 (Anexo 2). 
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3.2 Contenção, avaliação clínica e coleta de sangue 

Com o auxílio de luvas de couro os animais foram contidos inicialmente, sendo 

segurados pela cauda e acondicionados em caixas de transporte para posterior pesagem. Feito 

isto, os animais foram retirados da caixa e imobilizados. 

Uma avaliação clínica foi realizada, com aferição de temperatura corpórea, avaliação da 

coloração de mucosas, pesquisa e coleta de ectoparasitas e determinação do escore corporal. 

Em seguida procedeu-se a coleta de sangue, através de venopunção da veia da cauda, utilizando-

se agulhas hipodérmicas (0,55x20mm) e seringas estéreis de 3ml, coletando-se um volume 

aproximado de 2ml.  

Após a obtenção das amostras de sangue, estas foram acondicionadas em tubos de 4mL 

contendo o anticoagulante ácido etilenodiaminotetracético (EDTA) para realização do 

hemograma. Ao final, as amostras de sangue foram armazenadas a -20ºC para posterior análise 

molecular. 

 

3.3 Análise Hematológica 
 

A análise hematológica foi realizada através do contador hematológico automático de 

células (Poch 100iV/Roche), inserindo-se a amostra contendo EDTA. Os parâmetros 

hematológicos determinados foram contagem de hemácias (x106/μL), leucócitos (x103/μL) e 

plaquetas (x103/μL), determinação de hemoglobina (g/dL), volume globular (%), concentração 

de hemoglobina globular média (CHGM) (%) e volume globular médio (VGM) (fl). Foram 

preenchidos por sangue edetado capilares de microhematócrito, e depositado sobre uma lâmina 

de vidro uma gota da amostra para a confecção de esfregaço sanguíneo. Posteriormente, as 

lâminas foram coradas em kit de coloração hematológico rápida, Panótico Rápido®), e em 

seguida observadas com auxílio de microscópio óptico em objetiva de imersão – aumento de 

1000x (Nikon E200mv led®). A morfologia das células sanguíneas e leucometria específica 

(percentual e posteriormente absoluta de eosinófilos, neutrófilos, linfócitos, monócitos e 

basófilos) foram avaliadas e obtidas a partir do esfregaço sanguíneo com auxílio de microscópio 

óptico, objetiva de imersão com aumento de 1000x (JAIN, 1993). A concentração de proteínas 

totais foi determinada pela técnica de refratometria. 

As fotografias de amostras positivas foram obtidas com o auxílio do microscópio de luz 

polarizada Olympus modelo BX51, acoplado a uma câmera da mesma marca modelo UC30 

localizado no Laboratório de Microscopia e Processamento de Bioimagens (LAMBIO) do 

Departamento de Parasitologia Animal (IV/UFRRJ).  

 

3.4 Coleta das amostras de medula óssea 
 

Devido ao tamanho corpóreo de alguns gambás deste estudo, a coleta de medula óssea 

só foi realizada em dez animais, na tentativa de se obter uma quantidade significativa de amostra 

para posterior análise. Para isto, os gambás foram sedados inicialmente com Cloridrato de 

Cetamina (15mg/kg) e Midazolam (0,3mg/kg) via intramuscular. Em posterior, foi realizado o 

acesso venoso através da veia da cauda ou veia cefálica para manutenção anestésica com 

Propofol (1mg/kg).  

A obtenção do aspirado de medula óssea foi realizada após a sedação mencionada 

anteriormente em associação com um bloqueio local do periósteo, utilizando-se Cloridrato de 

Lidocaína (1mg/Kg). Foram colhidos aproximadamente 200μl de medula óssea da extremidade 

proximal do úmero ou fêmur com o auxílio de agulhas de mielograma Lang Medical™ 

acopladas a seringas de 20mL contendo o anticoagulante EDTA. Ao final, as amostras foram 
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acondicionadas em micro tubos estilizados e armazenadas à -20ºC para posterior análise 

molecular. 

 

3.5 Reação em Cadeia pela Polimerase (PCR) 

 

3.5.1 Extração de DNA e verificação de gene endógeno 
 

As extrações de DNA do sangue periférico e da medula óssea foram realizadas com o 

kit QIAamp DNA Blood Mini Kit (Qiagen®) de acordo com as recomendações do fabricante, 

utilizando 200µL de cada amostra. Todas as amostras de DNA total tiveram suas concentrações 

determinadas pelo espectrofotômetro NanoDrop 2000 (Thermo Scientific®), separadas em 

alíquotas e armazenadas até a realização dos ensaios moleculares. (colocar no artigo) 

A detecção de DNA amplificável foi verificada por meio de uma reação de PCR 

convencional visando os genes endógenos gliceraldeído-3-fosfato desidrogenase (gapdh) e o 

gene IRBP (“Interphotoreceptor Retinoid Binding Protein”), ambos de mamíferos. A partir 

disto, as amostras positivas foram submetidas aos ensaios de PCR específicos para os agentes 

patogênicos deste estudo. 

 

3.5.2 Reação de amplificação 
 

As análises moleculares foram realizadas em parceria com o Laboratório de 

Imunoparasitologia da Universidade Estadual Paulista (UNESP – campus Jaboticabal), sob o 

apoio e supervisão do Professor e Dr. Marcos R. André.  Nas reações de PCR foram utilizados 

5µL de DNA da amostra. Os oligonucleotídeos iniciadores e as sequências térmicas utilizadas 

nas reações estão representados na Tabela 1. 

 

Tabela 1. Descrição dos oligonucleotídeos iniciadores utilizados e das condições de 

termociclagem para as reações de PCR, utilizadas para detecção molecular de Agentes 

patogênicos pertencentes à família Anaplasmataceae baseada no gene 16S rRNA, Mycoplasma 

spp. baseadas no gene 16S rRNA e Ordem Piroplasmida baseada no gene 18S rRNA. 

 
Agente / gene Sequência do oligonucleotídeo Referência 

 

Anaplasmataceae 

- EHR16SD 

- EHR16SR 

 

5'-GGTACCYACAGAAGAAGTCC-3' 

5'-TAGCACTCATCGTTTACAGC-3' 

 

 

INOKUMA et 

al., 2000 

 

 

Sequência térmica: 

95°C por 5 min;  

34 ciclos repetidos (95°C por 30 s, 55°C por 30 s e 72°C por 1:30s) 

72ºC por 5 min 

 

 

Mycoplasma spp. 

- Myco16S-322s 

- Myco16S-938as 

 

5'-GCCCATATTCCTACGGGAAGCAGCAGT-3' 

5'-CTCCACCACTTGTTCAGGTCCCCGTC-3' 

 

 

MAGGI et al., 

2013 

 

Sequência térmica: 

95°C por 2 min 

55 ciclos repetidos (94°C por 15 s, 68°C por 15 s e 72°C por 18 s)  

72ºC por 1 min 

 

 

Ordem Piroplasmida 

1ª Reação 

- BTF1 

- BTR1 

 

5'-GGCTCATTACAACAGTTATAG-3' 

5'-CCCAAAGACTTTGATTTCTCTC-3' 

 

 

JEFFERIES et 

al., 2007 
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2ª Reação 

- BTF2 

- BTR2 

5'-CCGTGCTAATTGTAGGGCTAATAC-3' 

5'-GGACTACGACGGTATCTGATCG-3' 

 

Sequência térmica: 

 

94º por 3 min 

58º por 1 min  

72º por 2 min 

45 ciclos repetidos (94°C por 30 s, *58°C por 20 s e 72°C por 30 s) 

72ºC por 7 min 

 

*Na segunda reação utilizou-se 1µL do produto da primeira reação e 

repetiu-se o mesmo ciclo, modificando-se apenas a temperatura de 

anelamento para 62ºC. 

 

3.5.3 PCR para bactérias da Família Anaplasmataceae  
 

Para as reações de amplificação de agentes patogênicos pertencentes à família 

Anaplasmataceae foram utilizados 1,25U/µL Xtra Platus Taq DNA Polimerase (Sinapse®) que 

contém 20mM de Cloreto de Magnésio, Tampão da PCR (PCR buffer 10X – 20mM Tris-HCl, 

pH 8,0, 100 mMKCl), 0,4 mM de deoxinucleotídeos (dATP, dTTP, dCTP e dGTP), 0,5μM de 

cada oligonucleotídeo iniciador (EHR16SD e EHR16SR) e água ultra-pura esterilizada (Life 

Technologies®) p.s.p. 25μL. Amostras de DNA de A. phagocytophilum, gentilmente cedidas 

pelo Professor John Stephen Dumler (Uniformed Services University of Health Sciences, 

Bethesda, MD, USA) e E.canis, obtidas de células DH82 infectadas com a cepa Jaboticabal de 

E.canis (AGUIAR et al., 2007) foram utilizados como controles positivos e água ultrapura 

estéril (Nuclease-FreeWater, PromegaCorporation) como controle negativo. 

 

3.5.4 PCR Mycoplasma spp.  
 

Para as reações de amplificação de hemoplasmas foram utilizados 1,25 U/µL Xtra Platus 

Taq DNA Polimerase (Sinapse®) que contém 20mM de Cloreto de Magnésio, Tampão da PCR 

(PCR buffer 10X – 20mM Tris-HCl, pH 8,0, 100 mMKCl), 0,4mM de deoxinucleotídeos 

(dATP, dTTP, dCTP e dGTP), 0,3μM de cada oligonucleotídeo iniciador (Myco16S-322s e 

Myco16S-938as) e água ultra-pura esterilizada (Life Technologies®) p.s.p. 25μL. Foi utilizado 

um controle positivo de Mycoplasma suis (GATTO et al., 2019) isolado  e caracterizados no 

Laboratório de Imunoparasitologia – UNESP/Jaboticabal e água ultrapura estéril (Nuclease-

Free Water, Promega Corporation, Madison, WI, EUA) como controle negativo.  

 

3.5.5 PCR Ordem Piroplasmida 
 

Para a primeira reação de amplificação de Piroplasmas foram utilizados 0,75 U/µL Xtra 

Platus Taq DNA Polimerase (Sinapse®) que contém 20mM de Cloreto de Magnésio, Tampão 

da PCR (PCR buffer 10X – 20mM Tris-HCl, pH 8,0, 100 mMKCl), 0,4mM de 

deoxinucleotídeos (dATP, dTTP, dCTP e dGTP), 0,5μM de cada oligonucleotídeo iniciador 

(BTF1 e BTR1) e água ultra-pura esterilizada (Life Technologies®) p.s.p. 25μL. Nas reações de 

nested-PCR, foram utilizados 1μL do produto amplificado da primeira reação de PCR, em um 

mix contendo os reagentes nas mesmas concentrações da primeira reação. Foi utilizado um 

controle positivos de Babesia vogelli (FURUTA et al., 2009) obtido de um cão 

experimentalmente infectado, sendo posteriormente isolado  e caracterizados no Laboratório de 

Imunoparasitologia – UNESP/Jaboticabal e água ultrapura estéril (Nuclease-Free Water, 

Promega Corporation, Madison, WI, EUA) como controle negativo. 
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3.5.6 Eletroforese de DNA em gel de agarose 
 

Os produtos amplificados foram submetidos à eletroforese horizontal em gel de agarose 

a 1,5% corado com Brometo de Etídeo (0,5 µL/mL) em tampão de corrida TEB pH 8,0 (44,58 

M Tris-base; 0,44 M ácido bórico; 12,49 mM EDTA). A eletroforese foi realizada a 90 V/ 

50mA durante 90 minutos. Para a determinação dos produtos amplificados foi utilizado um 

marcador de peso molecular de 100 pares de base. Os resultados foram visualizados e analisados 

através de um trans iluminador de luz ultravioleta (2020E) acoplado a um programa 

computacional de análise de imagens (Eagle-EyeIIStratagene®). 

 

3.6 Sequenciamento de Nucleotídeos 
 

Apenas os produtos da amplificação das reações de PCR convencional que foram 

utilizadas no diagnóstico de Piroplasmas, baseadas na detecção do gene 18S rRNA foram 

purificados com kit Wizard® SV Gel and PCR Clean-Up System (Promega), de acordo com as 

recomendações do fabricante.  

O sequenciamento foi realizado pelo método da terminação da cadeia por 

dideoxinucleotídeo (SANGER et al., 1977), conduzido no sequenciador ABI PRISM 3700 

DNA Analyzer (Applied Biosystems®) no Centro de Recursos Biológicos e Biologia Genômica 

(CREBIO - Faculdade de Ciências Agrárias e Veterinárias – UNESP/Campus de Jaboticabal). 

 

3.7 Análise Filogenética 
 

As sequências consenso foram obtidas através da análise das sequências sense e antisense 

usando o programa Bioedit v. 7.0.5.3 (HALL, 1999). Para analisar as sequências de 

nucleotídeos (BLASTn) o programa BLAST foi utilizado, objetivando-se procurar e comparar 

as sequências obtidas com outras similares já depositadas no banco de dados internacionais 

(GenBank) (BENSON et al., 2002).  

Um banco de dados foi montado a partir de sequências de 18S rRNA de Piroplasmas. A 

sequência foi alinhada com as disponíveis no GenBank usando Clustal / W (THOMPSON et 

al., 1994) e ajustada no Bioedit v. 7.0.5.3 (HALL, 1999). A reconstrução filogenética foi 

inferida pelo método de Máxima Verossimilhança. Os modelos de substituição de nucleotídeos 

foram selecionados com base no critério de informação de Akaike (AIC) no software Mega X 

(KUMAR et al., 2018).  

O modelo de Kimura-2-parâmetros foi usado para calcular as distâncias evolutivas. A 

combinação de clusters filogenéticos foi avaliada usando um teste de bootstrap com 1000 

réplicas para testar diferentes reconstruções filogenéticas. A avaliação filogenética foi realizada 

por meio do software Molecular Evolutionary Genetics Analysis (MEGA) versão 6.0 

(TAMURA et al., 2013). 

 

3.8 Análise Estatística 
 

Os dados hematológicos foram submetidos a análise estatística descritiva, por meio de 

distribuições absolutas e percentuais pelas medidas média, mediana, valor mínimo e máximo 

utilizando-se o programa de análise estatística Bioestat 4.0 (Instituto de Desenvolvimento 

Sustentável Mamirauá – Tefé/AM).   
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4 CAPÍTULO 

 

Os resultados desta dissertação serão apresentados na forma de artigo científico, a seguir: 

 

4.1 CAPÍTULO 1 – “Investigation of infection by Anaplasmataceae Agents, Piroplasmids 

and Hemoplasmas in peripheral blood and bone marrow samples from black-eared-

opossums (Didelphis aurita) in the metropolitan region of Rio de Janeiro” 

 
1OLIVEIRA, Ágatha Ferreira Xavier; 2CALCHI, Ana Cláudia; 1STOCCO, Naiara Vidal; 1STOCCO, 

Anieli Vidal; 3PIRES, Jeferson Rocha; 4GUIMARÃES, Andresa; 1BALTHAZAR, Daniel de Almeida; 
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do Rio de Janeiro – UFRRJ, Seropédica, RJ, Brasil 
2Laboratório de Imunoparasitologia, Departamento de Patologia, Reprodução e Saúde Única, Faculdade 

de Ciências Agrárias e Veterinárias – FCAV, Universidade Estadual Paulista – UNESP, Jaboticabal, SP, 
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4Instituto Nacional da Mata Atlântica – INMA, Santa Tereza, ES, Brasil 

 

*Corresponding author: Cristiane Divan Baldani. Departamento de Medicina e Cirurgia Veterinária, 

Instituto de Veterinária, Universidade Federal Rural do Rio de Janeiro – UFRRJ, Rod. BR 465, Km 47, 

CEP 23890-000, Seropédica, RJ, Brasil. e-mail: crisbaldani@gmail.com 

 

1 SUMMARY 

 

The objective of this study was to investigate the presence of pathogens from the families 

Anaplasmataceae, Mycoplasmataceae and piroplasms in black-eared opossums (Didelphis 

aurita) and to evaluate clinical signs and hematological abnormalities associated with infection. 

From September 2020 to July 2021 a total of 15 black-eared opossums were received at the 

Centro de Triagem de Animais Silvestres – CETAS-RJ and at the Centro de Reabilitação de 

Animais Silvestres – CRAS-RJ. Peripheral blood samples from all animals and bone marrow 

from ten of fifteen were collected. To avoid false-negative results, all samples were subjected 

to prior molecular analysis to detect the endogenous genes gapdh and IRBP. DNA detections 

from Anaplasmataceae and Mycoplasma spp. were based on the 16S rRNA gene and 

Piroplasmas on the 18S rRNA gene. All whole blood and bone marrow samples tested were 

negative for Anasplasmataceae Agents. Twenty percent (3/15) of the animals were positive for 

Mycoplasma spp. only in whole blood samples and of these 66.6% (2/3) had comorbidities such 

as excoriations and fractures related to urban accidents. For the order Piroplasmida, 33.3% 

(5/15) of the animals were positive in whole blood and bone marrow samples and 80% (4/5) 

had comorbidities. The phylogenetic inference was performed using the 18S rRNA gene 

positioned the piroplasmid species detected in D. aurita near to Theileria bicornis detected in 

white rhinoceros (Ceratotherium simum simum) from South Africa. One animal positive for 

Piroplasmids presented flea infestation, icteric mucosa, and decreased mean corpuscular 

hemoglobin value and another animal presented anemia (hematocrit of 23.5%) and decreased 

plasma protein value (5g/dl). Thirteen-point thirty-three percent (2/15) of the opossums were 

co-infected with Piroplasmida and Hemoplasmas. This study indicates the existence of 

important hemoparasite infections in D. aurita from the metropolitan region of Rio de Janeiro, 

which reinforces the need for new epidemiological studies to clarify the participation of these 

animals in the occurrence of these diseases in domestic animals and humans. 
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Keywords: hemoparasitosis, marsupial, bone marrow, molecular diagnosis. 

 

2 INTRODUCTION 

 

Among the main wild reservoirs of infectious agents, also considered synanthropic animals, are 

the marsupials Didelphis sp., popularly known as opossums (BEZERRA-SANTOS et al., 

2021). The interaction of these animals with humans is old, a fact linked to their great adaptive 

capacity even in very devastated areas (CRUZ-SALAZAR, RUIZ-MONTOYA, 2020). 

However, the proximity to urban centers exposes these animals to life risks in addition to 

favoring the circulation of pathogens previously restricted to wild environments (BARROS; 

DE AGUIAR AZEVEDO, 2014). Opossums are suggested as possible reservoirs of a variety 

of parasites (BEZERRA-SANTOS et al., 2021). The members of the Anaplasmataceae family 

are intracellular obligate, Gram-negative, and pleomorphic bacteria (DUMLER et al., 2001). 

Few studies report infections by these agents in Didelphis sp. (GUIMARÃES et al., 2018; DE 

SOUSA et al., 2017). Piroplasmids are apicomplexan hemoprotozoans and species of this order 

have been reported in opossums with no clinical and hematological signs (YABSLEY AND 

SHOCK, 2014; SOARES et al., 2017; GONÇALVES et al., 2021). Hemotrophic mycoplasmas 

are Gram-negative, pleomorphic, and small bacteria (0.3 to 0.8μM) (ALMOSNY; SOUZA, 

2012), and a potentially new species were identified in opossums from southern Brazil, named 

'Candidatus Mycoplasma haemoalbiventris' (GONÇALVES et al., 2020; PONTAROLO et al., 

2021). The existence of co-infections is extremely common in wild animals (BORDES AND 

MORAND, 2011) despite this, there are few reports in Brazilian opossums involving the agents 

mentioned above. This scenario motivated the present study, which carried out a preliminary 

investigation of these infections in black-eared opossums (Didelphis aurita) received at wild 

animal screening centers located in the Metropolitan Region of Rio de Janeiro. 

 

3 MATERIALS AND METHODS 
 

3.1 Animals 
 

In the period of August 2020 and July 2021, 15 black-eared-opossums (Didelphis aurita) 

selected by non-probability convenience, were received by Centro de Triagem de Animais 

Silvestres (CETAS-RJ) and Centro de Recuperação de Animais Silvestres da Universidade 

Estácio de Sá (CRAS-RJ), state of Rio de Janeiro, southeastern Brazil. This study was 

previously approved by the Sistema de Autorização e Informação em Biodiversidade (SISBIO 

n. 76330-1) and Ethics Committee on the Use of Animals of the Universidade Estácio de Sá (n. 

009/2021).  

 

3.2 Blood and bone marrow samples 
 

Blood samples were collected through venipuncture of the tail ventral vein, using hypodermic 

needles and sterile syringes of 3ml, collecting an approximate volume of 2ml. The samples 

were placed in tubes containing the anticoagulant (Ethylenediaminetetraacetic acid). The bone 

marrow aspirate was obtained after the general anesthesia in association with a local blockage 

of the periosteum. Approximately 200μl of bone marrow were collected from the proximal end 

of the humerus or femur with the aid of Lang Medical™ myelogram needles attached to 20mL 

syringes containing EDTA anticoagulant. After processing, blood and bone marrow samples 

were stored at -20ºC for further molecular analysis. 
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3.3 Hematological analysis 
 

The hematological analysis will be performed using the automatic hematological cell counter 

(Poch 100iV/Roche), inserting the sample containing EDTA. The hematological parameters 

determined will be red blood cell count (x106/μL), leukocytes (x103/μL) and platelets (x103/μL), 

hemoglobin determination (g/dL), globular volume (%), mean globular hemoglobin 

concentration (%) and mean globular volume (fl). Blood and microhematocrit capillaries will 

be filled with blood, and a drop of the sample will be deposited on a glass slide to make a blood 

smear. Subsequently, the slides will be stained in a rapid hematological staining kit (Panótico 

Rápido®), and then observed with the aid of an optical microscope in an immersion objective – 

100x magnification (Nikon E200mv led®). The morphology of blood cells and specific 

leukometry (percentage and later absolute of eosinophils, neutrophils, lymphocytes, monocytes, 

and basophils) was evaluated and obtained from the blood smear with the aid of an optical 

microscope, 100x immersion objective. The concentration of total proteins will be determined 

by the refractometry technique. 

 

3.4 DNA extraction  
 

Peripheral blood and bone marrow DNA extractions were performed with the QIAamp DNA 

Blood Mini Kit (Qiagen®) according to the manufacturer's recommendations, using 200µL of 

each sample. The detection of amplifiable DNA was verified through a conventional PCR 

reaction targeting the endogenous genes glyceraldehyde-3-phosphate dehydrogenase (gapdh) 

and the IRBP (Interphotoreceptor Retinoid Binding Protein) gene, both from mammals. After, 

positive samples were submitted to specific PCR assays for the agents in this study. All total 

DNA samples had their concentrations determined by the NanoDrop 2000 spectrophotometer 

(Thermo Scientific®), separated into aliquots and stored until the molecular assays were carried 

out. 

 

3.5 Molecular analysis 
 

Each sample of extracted DNA was used as a template in 25µL reaction mixtures. Positive 

controls were previously isolated in the Immunoparasitology Laboratory – UNESP/Jaboticabal.  

 

3.5.1 Anaplasmataceae (16S rRNA) 
 

For the amplification reactions of Anaplasmataceae, 0,75 U/µL Xtra Platus Taq DNA 

Polymerase (Sinapse®) was used, which contains 20mM Magnesium Chloride, PCR Buffer 

(PCR buffer 1X – 20mM Tris-HCl, pH 8.0, 100 mMKCl), 0,4 mM of deoxynucleotides (dATP, 

dTTP, dCTP and dGTP), 0.5μM of genus and species-specific primers for Anaplasmataceae 

(INOKUMA et al., 2000) (Table 1) and sterile ultra-pure water (Life Technologies®) psp 25μL. 

 

3.5.2 Piroplasmida (18S rRNA) 

 

For the first Piroplasms amplification reaction, 1,25 U/µL Xtra Platus Taq DNA Polymerase 

(Sinapse®) will be used, which contains 20mM Magnesium Chloride, PCR Buffer (1X PCR 

buffer – 20mM Tris-HCl, pH 8.0, 100 mMKCl), 0,4mM of deoxynucleotides (dATP, dTTP, 

dCTP and dGTP), 0,5μM of genus and species-specific primers for Piroplasms (JEFFERIES et 

al., 2007) (Table 1) and sterile ultra-pure water (Life Technologies®) psp 25μL. In nested-PCR 

reactions, 1μL of the amplified product from the first PCR reaction was used, in a mix 

containing the reagents at the same concentrations of the first reaction. 
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3.5.3 Mycoplasma spp. (16S rRNA) 
 

For hemoplasma amplification reactions, 0,75 U/µL Xtra Platus Taq DNA Polymerase 

(Sinapse®) was used, which contains 20mM Magnesium Chloride, PCR Buffer (1X PCR buffer 

– 20mM Tris-HCl, pH 8.0, 100 mMKCl), 0,4mM of deoxynucleotides (dATP, dTTP, dCTP 

and dGTP), 0,3μM of genus and species-specific primers for Mycoplasma spp. (MAGGI et al., 

2013) (Table 1) and sterilized ultra-pure water (Life Technologies®) psp 25μL. 

 

Table 1. Description of primers, PCR product size, and references used in PCR assays for 

Agents Anaplasmataceae based on the 16S rRNA gene, agents of the Order Piroplasmid based 

on the 18S rRNA gene, and Mycoplasma spp. based on the 16S rRNA gene. 

 

Agent and 

Primers 
Oligonucleotide Sequence 

Product 

PCR Size 
References 

Anaplasmataceae 

EHR16SD 

EHR16SR 

5'-GGTACCYACAGAAGAAGTCC-3' 

5'-TAGCACTCATCGTTTACAGC-3' 
345 bp 

INOKUMA et 

al., 2000 

 

Piroplasmida 

BTF1 

BTR1 

 

Nested 

BTF2 

BTR2 

 

5'-GGCTCATTACAACAGTTATAG-3' 

5'-CCCAAAGACTTTGATTTCTCTC-3' 

 

5'-CCGTGCTAATTGTAGGGCTAATAC-3' 

5'-GGACTACGACGGTATCTGATCG-3' 

800 pb 
JEFFERIES et 

al., 2007 

 

Mycoplasma spp. 

Myco16S-322s 

Myco16S-938as 

 

5'-GCCCATATTCCTACGGGAAGCAGCAGT-3' 

5'-CTCCACCACTTGTTCAGGTCCCCGTC-3' 
616 bp 

MAGGI et al., 

2013 

 

3.6 Purification and sequencing 
 

Only the amplification products of the conventional PCR reactions that were used in the 

diagnosis of Piroplasms, based on the detection of the 18S rRNA gene, were purified with 

Wizard® SV Gel kit and PCR Clean-Up System (Promega), according to the manufacturer's 

recommendations. The sequencing was carried out using the dideoxynucleotide chain 

termination method (SANGER et al., 1977), conducted in the ABI PRISM 3700 DNA Analyzer 

sequencer (Applied Biosystems®) at the Center for Biological Resources and Genomic Biology 

(CREBIO - Faculty of Agricultural Sciences and Veterinary – UNESP/ Campus de Jaboticabal). 

  

3.7 Phylogenetic analyses 
 

Consensus sequences were obtained through the analysis of the sense and antisense sequences 

using the Bioedit v. 7.0.5.3 program (HALL, 1999). We compared our sequences with those 

deposited in GenBank using the basic local alignment search tool (BLAST) (BENSON et al., 

2002). The sequences were aligned with sequences published in GenBank using Clustal/W 

(THOMPSON et al., 1994) and manually adjusted in Bioedit v. 7.0.5.3 (HALL, 1999). 

Phylogenetic reconstruction was inferred by the Maximum Likelihood method. Nucleotide 

substitution models were selected based on the Akaike non-information criterion (AIC) in the 
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Mega X software (KUMAR et al., 2018). The 2-parameter Kimura model was used to calculate 

evolutionary distances. A combination of phylogenetic clusters was evaluated using a 1000-

replica bootstrap test to test different phylogenetic reconstructions. The phylogenetic evaluation 

was performed using the Molecular Evolutionary Genetics Analysis (MEGA) software version 

6.0 (TAMURA et al., 2013). The 2-parameter Kimura model was used to calculate evolutionary 

distances. A combination of phylogenetic clusters was evaluated using a 1000-replica bootstrap 

test to test different phylogenetic reconstructions. The phylogenetic evaluation was performed 

using the Molecular Evolutionary Genetics Analysis (MEGA) software version 6.0 (TAMURA 

et al., 2013). 

 

4 RESULTS 

 

4.1 PCR endogenous control 
 

To exclude false-negative results due to the presence of PCR inhibitors, the DNA samples were 

subjected to a conventional PCR reaction to amplify the endogenous mammalian gene gapdh 

(BIRKENHEUER et al., 2003). In this reaction, ten whole blood samples and all bone marrow 

samples were positive. Five samples were negative and a second reaction based on the IRBP 

gene (retinoid-binding interphotoreceptor protein) was performed (FERREIRA et al., 2010) 

obtaining positive results. 

 

4.2 Anaplasmataceae (16S rRNA) 
 

All whole blood and bone marrow samples tested were negative for Anaplasmataceae Agents. 

 

4.3 Mycoplasma spp. (16S rRNA) 
 

In whole blood samples, 20% (3/15) of the animals were positive for Mycoplasma spp, being 

two females and one male, all adults (Table 3). Of these, 66.6% (2/3) had fractures and other 

injuries observed on physical examination in association with hemogram findings of 

leukocytosis and neutrophilia (Table 2). None of the bone marrow samples was positive. 

 

4.4 Pyoplasmids (18S rRNA) 
 

 For Piroplasmids, 33.3% (5/15) of the animals were positive in whole blood samples, 

three females and two males, all adults (Table 3). Of these, 60% (3/5) also demonstrated 

positivity for the agent in bone marrow samples. 80% (4/5) of the positive animals had injuries, 

but only two animals had neutrophilic leukocytosis (Table 2). Just one of the positive animals 

for both blood and bone marrow had icteric mucosa and a decrease in the mean value of 

corpuscular hemoglobin. For this sample, it was possible to observe intraerythrocytic forms of 

the parasite in blood smears (Figure 1). The hematocrit for this animal was within the reference 

value for the species, however, there were signs of regeneration, such as moderate erythrocyte 

anisocytosis and polychromasia. Only one animal showed anemia (23.5% of Ht) with decreased 

plasma protein value (5 g/dl) (Table 2). 

 

4.5 Coinfection 
 

Some opossums (13.33% - 2/15) were co-infected in whole blood samples by 

Mycoplasma spp. and Piroplasmids. They were two adult females, and only one had 
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comorbidity (Table 3). However, concerning hematological findings, only the healthy animal 

presented neutrophilic leukocytosis, possibly due to systemic stress. 

 

4.6 Phylogenic Analysis 
 

The positive samples for Piroplasmids targeting 18S rRNA gene sequencing presented 

good quality sequences with the formation of consensus sequences. The analysis by BLASTn 

demonstrated that the sequences from the opossum showed 95.20% identity with a sequence 

from Theileria bicornis detected in rhinoceros in South Africa (OTIENDE et al., 2015) (Figure 

2).  However, the position in the Piroplasms phylogenetic tree of the present study places the 

species in a clade of Theileria bicornis, supported by a low Bootstrap value. 
 

 

5 DISCUSSION 

 

In this study, all blood samples were negative in detecting the 16S rRNA gene for 

Anaplasmataceae in conventional PCR. Similar data were reported by Bezerra-Santos et al. 

(2020), when evaluating blood, spleen, and tick samples obtained from Didelphis aurita from 

urban regions of Southeastern Brazil and by Colle et al. (2019) in blood and tissue sampled 

from marsupials from the Brazilian Amazon biome. 

 Guimarães et al. (2018) when evaluating blood samples of Didelphis sp. from areas 

similar to those in the present study, found positivity for a possible new genotype of Ehrlichia 

spp. by 2.7% when using a nested-PCR. Evaluating samples of 102 opossums (D. marsupialis 

and D. virginiana) from Mexico, Anaplasma phagocytophilum showed a prevalence of 3% also 

using nested-PCR based on 16S rRNA gene (ROJERO-VÁZQUEZ et al., 2017). 

 In addition to molecular studies, serological studies also suggest the circulation of these 

agents in opossums. Antibodies against E. canis in Didelphis aurita and Didelphis albiventris 

captured in the state of São Paulo southeastern Brazil showed 14.6% of seropositivity (MELO 

et al., 2016). 

 Bone marrow aspirates tested negative for the Anaplasmataceae family. In subclinical 

and chronic infections, dogs can demonstrate false-negative results in blood samples, and 

tissues such as bone marrow would be more sensitive for detection (RODRÍGUEZ‑ALARCÓN 

et al., 2020), which was not evidenced in this study. 

 Infection with Mycoplasma spp. in the samples of whole blood showed positivity in 

20% of the animals in this study. Massini et al. (2019) found 87.5% positivity for Mycoplasma 

spp. in white-eared opossums in southern Brazil, and of these 37% were infested by ticks of the 

genus Amblyomma spp. Although the participation of ticks in the transmission of hemoplasmas 

is not well understood, it is already known that they transmit other important hemoparasites in 

animals and humans (GILBERT, 2021). In Didelphis albiventris from Midwestern Brazil, the 

infection was 32.5% and ticks of the species Amblyoma dubitatum were also collected from the 

sampled animals (GONÇALVES et al., 2020). During the inspection of the opossums in this 

study, the presence of ticks was not detected, a fact that could justify the lower occurrence of 

the infection. A new species of hemoplasma was recently detected in white-eared opossums in 

southern Brazil, named ‘Candidatus Mycoplasma haemoalbiventris’, a species closely related 

to ‘Candidatus Mycoplasma haemodidelphis’ (MASSINI et al., 2019; PONTAROLO et al., 

2021). Of these, 12% had Ctenocephalides felis felis flea infestation, but despite this, the DNA 

of hemoplasmas already detected in white-eared opossums has not been found in fleas to date. 

 In the present study, 66.6% of the black-eared opossums that showed positivity for 

hemoplasmas had inflammatory conditions related to their exposure to urban environments. 

The white blood cell count of these animals revealed neutrophilic leukocytosis, a finding closely 
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related to inflammatory conditions or systemic stress mediated by cortisol (THRAL et al., 

2012). Reports correlating concomitant diseases or situations of immunosuppression with the 

occurrence of infections by hemotropic mycoplasmas are described mainly in dogs in infections 

by M. haematoparvum and M. haemocanis and cats in infections by 'Candidatus Mycoplasma 

haemominutum` and 'Candidatus Mycoplasma turicensis` (TASKER et al., 2020). To date, 

there are no reports in the literature that correlate the occurrence of infections by Mycoplasma 

spp. with the presence of concomitant diseases in Didelphis sp. 

 All bone marrow samples were negative for Mycoplasma spp., even in animals positive 

in peripheral blood, a fact that may be linked to the greater availability of red blood cells in the 

systemic circulation. Furthermore, in circulation, bacteria can readily detach themselves from 

the erythrocyte surface, in an attempt to escape from the host's phagocytic system, which allows 

them to remain in the organism for a longer period (MESSICK, 2004). New insights into the 

dynamics of infections in different cellular tissues are needed for Mycoplasma spp. found in 

opossums. 

 Although several studies have correlated hemoplasma infections with anemia, in this 

one, the positive animals showed erythrogram values within the reference for the species 

(CASAGRANDE et al., 2009). This fact may be related to the mechanisms of adhesion and 

pathogenesis of species circulating in Didelphis sp. in addition to the immunological aspects of 

these hosts, requiring further studies for further clarification. 

33.3% of D. aurita sampled in this study were positive for piroplasmids. Likewise, 

studies carried out in D. albiventris from Campo Grande and Brasília demonstrated positivity 

for piroplasmids in analyzes directed to the region of the 18S rRNA gene in 25.5% and 48.5%, 

respectively (GONÇALVES et al., 2021). 

 Three animals in the present study demonstrated positivity for Piroplasmids in 

peripheral blood samples and also in the bone marrow. Although previous studies demonstrated 

the circulation of these parasites in Brazilian marsupials (SOARES et al., 2017; GONÇALVES 

et al., 2021) there are no reports of molecular detection in bone marrow samples to date. 

 In infections with Babesia spp. and Theileria spp. in dogs and horses, it is suggested 

that there is a vascular spread of the agent in virtually all host organs during the acute phase of 

the disease, and immunosuppressed animals may exhibit consistent clinical and hematological 

signs (BIRKENHEUER et al., 2004; PITEL et al., 2010). In this sense, Da Serra Freire et al. 

(1979) demonstrated that the parasitemia by Babesia brasiliensis in opossums submitted to 

immunosuppressive corticotherapy increased considerably, leading one of the animals to death, 

and the presence of the parasite in several organs was observed at necropsy. 

 Icteric mucosa and decreased hemoglobin value were observed in one animal and 

anemia with decreased total plasma protein in another individual, both positive in blood and 

bone marrow for piroplasmids. Manifestations such as these may indicate an existing hemolytic 

picture, which in Babesia spp. they can occur by intravascular or extravascular mechanisms 

(BILIĆ et al., 2018). The erythrocyte destruction and associated clinical manifestations are not 

always proportional to the degree of anemia and the level of parasitemia, having direct 

interference of the host's immune system (EICHENBERGER et al., 2017; BILIĆ et al., 2018). 

Most of the animals positive for piroplasmids in the present study had comorbidities 

related to urban accidents, corroborating Da Serra Freire et. al. (1979), who observe an 

influence of the clinical state on the detection of infection. At the same time, studies of 

theileriosis in cattle indicate a systemic immune dysregulation promoted by the cellular 

parasitism of schizonts, which alter the phenotype and function of defense cells, influencing the 

resolution of other concomitant diseases (BASTOS et al., 2019; CLIFT et al., al., 2021). With 

this, it is suggested that animals with comorbidities like the ones in the present study may 

present an increase in parasitemia, being more easily detected, and this would impair their 

recovery and a subsequent reintroduction to their natural environments. 
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More recent studies in Brazilian marsupials aimed at detecting a small fragment of the 

18S rRNA gene for piroplasms (WOLF et al., 2016; SOARES et al.,2017; COLLE et al., 2019), 

being a fundamental analysis for screening positive animals, as well as the one performed in 

the present study. However, for a more reliable molecular characterization, other genes are 

being investigated (unpublished data), to allow greater precision regarding the phylogenetic 

positioning of the species that infect Didelphis aurita from Rio de Janeiro, as previously 

recommended by Gonçalves et al. (2021). 

 The two animals co-infected with hemoplasma and piroplasmids in this study were adult 

females, and a large part of the females rescued at the screening centers are postpartum 

(TARDIEU et al., 2020). During this period, in addition to being easy targets for attacks and 

other accidents, they are more susceptible to infections because they are immunologically 

debilitated, which would justify the finding. 

 Investigations of Piroplasmid infections in association with other agents in marsupials 

have already been reported, investigating Hepatozoon sp., Anaplasmataceae, and Coxiella sp. 

(WOLF et al., 2016; SOARES et al., 2017; COLLE et al., 2019). However, studies of 

coinfections involving hemoplasmas have not been reported in opossums to date. 

 Reports in wild rodents and domestic felines indicate that transmission of hemotropic 

mycoplasmas occurs through aggressive interactions (MUSEUX et al., 2009; COHEN et al., 

2018). Females of Didelphis sp. have an instinctive aggressiveness temperament intensified in 

the postpartum period (TARDIEU et al., 2020), a fact that could favor the occurrence of these 

infections. 

 It is noteworthy that several wild species tolerate multiple parasitic loads and act as 

amplifiers of pathogens in the environment (BORDES et al., 2011). However, the identification 

of immunological determinants and their correlation with the occurrence of these diseases still 

represent a challenge in studies in wild animals. 

 

6 CONCLUSION 

 

It is concluded in this study that Didelphis aurita coming from recovery centers for wild 

animals located in the metropolitan region of Rio de Janeiro can harbor Piroplasmids at the 

peripheral level and also in the bone marrow. Furthermore, this is the first report of the existence 

of co-infection by piroplasmids and hemoplasma in this species, which highlights the 

importance of these animals as a reservoir of emerging diseases. 
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Figure 1. Intraerythrocytic forms of piroplasms evidenced in a blood smear of a black-eared 

opossum that presented jaundice and intense erythrocyte anisocytosis and polychromasia. A- 

ring-form trophozoites, B- tetrad (Maltese cross) forms (black arrows). Optical microscopy 

(100x magnification). Giemsa staining. 
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Table 2. Hematological results of black-eared opossum infected by Mycoplasma spp. and 

piroplasms compared with reference values according to Casagrande et al. (2009).  

 
Ht: Hematocrit; RBC: RBC: Red blood cell count; Hb: Hemoglobin; MCV: Mean corpuscular volume; MCHC: 

Mean corpuscular hemoglobin concentration; WBC: White blood cell count; Seg: Segmented neutrophil; Mono: 

Monocyte; Lymp: Lymphocyte; Eos: Eosinophil; Plat: Platelets; TPP: Total plasma protein; C+: Co-infected; P+: 

Infected by Piroplasm; M+: Infected by Mycoplasma spp. 

 

ID 2 7 8 14 20 22  Reference 

PCR Result C+ C+ P+ P+ P+ M+ 

  

Casagrande et al. 

(2009). 

         

Ht (%)   26 30.8 27.4 50.5 23.5 28.6  [23.8 - 39.8] 

         

RBC (106/μl)   3.62 3.7 3.55 7.14 3.28 4.06  [2.7 - 5.8] 

         

Hb (g/dl) 7.2 9.2 6.9 14.7 6.9 9  [7.5 - 14.4] 

         

MCV (/fL) 71.8 83.2 77.2 70.7 71.6 70.4  [60 - 96.2] 

         

MCHC (%) 27.7 29.9 25.2 29.1 29.4 31.5  [56.4 - 72.7] 

         

WBC (103/μl) 11800 18700 10200 19100 5300 17700  [3255 - 13155] 

         

Seg (103 /μl)  6136 9724 5304 9932 2756 9204  [205 – 5727] 

         

Mono (103/μl) 118 374 204 191 106 1593  [55 – 672] 

         

Lymp (103/μl) 3304 5049 6222 9932 583 5664  [1222 – 6084] 

         

Eos (103/μl)  1180 2805 1428 3056 636 1239  [248 – 2476] 

         

Plat (/µl)  301.000 1.000.000 700.000 267.000 238.000 400.000  [443 – 586] 

         

TPP (g/dl)  7 6.8 7.8 8 5 7.6  [7.4 - 9.5] 
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Table 3. Epidemiological information, clinical aspects, and results of molecular analyzes for Agents Anaplasmataceae, Mycoplasma spp., and 

Piroplasms in black-eared opossum’s whole blood and bone marrow samples from the metropolitan region of Rio de Janeiro. 

 

 

 

 

 
 

 

 

 

 

 

         

 

 

 

 

F: Female; M: Male; WB: Whole Blood; BM: Bone Marrow.

ID Genre Comorbidities Samples 
Anaplasmataceae 

PCR 

Mycoplasma spp. 

PCR 

Piroplasms 

PCR 
Co-infection 

        

2 F Limb injury 
WB - + + + 

BM - - + - 

7 F  -  
WB - + + + 

BM - - + - 

8 F Burn and fracture 
WB - - + - 

BM - - + - 

14 M Blindness and apathy WB - - + - 

20 M Tail injury and cachexia WB - - + - 

22 M Limb injury WB - + - - 
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Figure 2. Phylogenetic position of piroplasms isolated from a Brazilian opossum based on 18S rRNA sequences (800 bp). The tree was constructed 

using the neighbor-joining method, and the numbers on the tree indicate bootstrap values for the branch points. 
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