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RESUMO – Chlamydophila psittaci é uma bactéria que causa doença 

respiratória ou sistêmica em aves e em seres humanos. Há ainda, alguns 

relatos de infecção em aves por Chlamydophila abortus, que é um agente 

etiológico de problemas reprodutivos em mamíferos. Em vista do risco de 

transmissão para humanos a partir de aves assintomáticas o objetivo deste 

estudo foi detectar a presença de C. psittaci e C. abortus em amostras de fezes 

ou suabes cloacais de aves assintomáticas. Foram colhidas 403 amostras 

fecais ou suabes cloacais, provenientes de aves domésticas, selvagens ou 

exóticas, mantidas em cativeiro ou oriundas de apreensão. As amostras foram 

submetidas à PCR em tempo real para C. psittaci e C. abortus, para 

amplificação de fragmento parcial do gene da subunidade 16S do rRNA, 

utilizando o SsoFast™ EvaGreen® Supermix (Bio-Rad) e análise da curva de 

dissociação. Para determinação do genótipo de C. psittaci, foi utilizada a hemi-

nested PCR específica para o gene OMP-A, realizada nas amostras positivas 

pela PCR em tempo real, seguida de sequenciamento dos fragmentos 

amplificados. A PCR em tempo real revelou positividade em 17 (4,21%) 

amostras. A hemi-nested foi positiva em 2 amostras positivas pela PCR em 

tempo real.  O genótipo A de C. psittaci foi identificado pelo sequenciamento de 

uma amostra amplificada pela hemi-nested PCR. 

 

Palavras-Chave: Pneumonia bacteriana - Aves, psitacose, técnica de 

diagnóstico molecular, zoonoses 
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ABSTRACT:  Chlamydophila psittaci is a bacterium that causes respiratory or 

systemic disease in birds and humans. In birds there is also some reports of 

infection by Chlamydophila abortus that is responsible for abortions in 

mammals. Owing to the risk of transmission of Chlamydophila from 

asymptomatic birds to humans, the objective of this study was to detect the 

presence of C. psittaci and C. abortus in asymptomatic birds. Four hundred and 

three fecal samples or cloacal swabes were collected from domestic, wild or 

exotic birds kept in captivity or from apprehension. The 403 samples were 

examined by real time PCR specific for the 16S subunit of rRNA gene using 

SsoFastEvaGreen®Supermix™(Bio-Rad) and melting curve analysis. Hemi-

nested PCR specific for the OMP-A gene, accomplished in real-time PCR 

positive samples, followed by sequencing of the amplified fragments were used 

to determine the genotype of C. psittaci. Real-time PCR was positive in 17 

(4.21%) samples. Hemi-nested PCR revealed positivity in two samples 

previously positive by real-time PCR. Sequencing of the fragment amplified by 

hemi-nested PCR allowed for the identification of genotype A of C. psittaci in 

one sample. 

 

 

KEYWORDS: Pneumonia bacterial – birds, psittacosis, molecular diagnostic 

techniques, zoonoses 
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1 – CONSIDERAÇÕES GERAIS 

 

1.1 Introdução 

 

 Chlamydophila psittaci é uma bactéria que causa doença respiratória ou 

sistêmica em aproximadamente 465 espécies de aves, com incidência em 

vários países (KALETA; TADAY, 2003). As maiores taxas de infecção e de 

mortalidade são encontradas em psitacídeos (RASO et al., 2002).  

A infecção em humanos é denominada como psitacose e pode resultar 

em casos graves de doença respiratória (VANROMPAY et al., 2007), após 

contato direto ou indireto com aves infectadas, particularmente psitacídeos, 

pombos, perus ou patos (HEDBERG et al.,  1989; HINTON et al., 1993; 

NEWMAN et al., 1992). Surtos de clamidiose aviária podem causar prejuízos 

econômicos e representam um sério risco para as pessoas expostas ao agente 

(HEDDEMA et al., 2006; GAEDE et al., 2008; VANROMPAY et al., 2007). 

O diagnóstico de clamidiose pode ser realizado por meio de testes 

sorológicos, detecção de antígenos, ou por meio de técnicas de biologia 

molecular (CENTERS FOR DISEASE CONTROL AND PREVENTION, 2000). 

 

1.2 Revisão Bibliográfica 

 

1.2.1 Agente etiológico 

 

O agente etiológico da clamidiose em aves e de psitacose em humanos 

é a C. psittaci, atualmente classificada como uma bactéria Gram negativa 

intracelular obrigatória. A família Chlamydiaceae foi reclassificada em dois 

gêneros, Chlamydia e Chlamydophila, com três e seis espécies, 

respectivamente. Dentre as espécies do gênero Chlamydophila está a 

Chlamydophila psittaci, classificada anteriormente como Chlamydia psittaci 

(EVERETT et al., 1999). 
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Infecção por Chlamydophila abortus é raramente relatada em aves, e a 

sintomatologia clínica da infecção não está definida (PANTCHEV et al., 2009). 

Em mamíferos, a infecção está associada a distúrbios reprodutivos 

principalmente em bovinos, caprinos e ovinos (SILVA et al., 2006).  No homem, 

ainda não há definição sobre a importância da infecção por C. abortus (RHODE 

et al., 2010). 

Até o momento são conhecidos nove genótipos de C. psittaci, sete dos 

quais são aviários e dois não aviários. O genótipo A é encontrado em 

psitacídeos, B em pombos, C em patos, gansos e perus, D em perus, E em 

pombos e patos, F em periquitos, WC em bovinos e M56 em roedores 

(HEDDEMA et al., 2006; GAEDE et al., 2008; VANROMPAY et al., 2007). 

Geens et al. (2005) sugeriram ainda a definição de genótipo E/B, isolado em 

patos, perus e pombos. De acordo com Andersen e Vanrompay (2003), todos 

os genótipos podem ser transmitidos para humanos. 

Os genótipos de C. psittaci podem ser identificados por meio de análise 

da sequência de nucleotídeos do gene da proteína da membrana externa 

(ompA),  usando a reação em cadeia de polimerase, seguida da análise do 

polimorfismo de fragmentos amplificados, digeridos por enzimas de restrição 

(PCR/RFLP) (VANROMPAY et al., 1997) ou seqüenciamento (BUSH; 

EVERETT, 2001; GEENS et al., 2005). 

O ciclo biológico de C. psittaci tem início pela endocitose do corpo 

elementar pela célula hospedeira, onde se diferencia em corpo reticular. O 

corpo reticular se divide por fissão binária e forma microcolônias, denominadas 

corpúsculos de inclusão ou corpos de Levintal-Collie-Lilie (LCL), contendo de 

100 a 500 bactérias por célula. Após maturação, os corpos reticulares 

diferenciam-se novamente em corpos elementares que, por meio de lise 

celular, são liberados ao meio ambiente, completando assim todo o ciclo de 

desenvolvimento, que tem duração de aproximadamente 48 horas 

(GUERLACH, 1994). 

Os corpos elementares são sensíveis aos desinfetantes comuns, como o 

etanol a 70% e compostos de amônia quaternária, ao calor e à luz solar; no 



 11 

entanto, podem permanecer viáveis por longo período em excreções secas das 

aves, ou por vários dias em água, em temperatura ambiente (ANDERSEN; 

VANROMPAY, 2003). 

 

1.2.2 Transmissão 

 

A forma mais comum de transmissão da clamidiose entre as aves ocorre 

por inalação ou ingestão da bactéria e também pelo contato direto com 

secreções e/ou excreções contaminadas ou no ninho, quando os pais 

regurgitam alimentos contaminados para os filhotes; também pode ocorrer  por 

meio de fômites ou vetores mecânicos, como ácaros e piolhos (SPICKER, 

2012). Há relatos de transmissão vertical da bactéria pelo ovo e, com menos 

frequência, por picada de insetos (SCHEWEN, 1980). 

O maior índice de eliminação do agente ocorre em aves clinicamente 

doentes, quando comparadas com aves portadoras assintomáticas. As aves 

mais jovens são mais susceptíveis à infecção, eliminando a bactéria com maior 

frequência e quantidade (FRIEND; FRANSON, 1999; SPICKER, 2012). 

Em infecções naturais por C. psittaci, o período de excreção de 

corpúsculos elementares pode variar, na dependência da virulência da estirpe, 

carga infectante e estado imune do hospedeiro. Na dependência desses 

fatores, a ave pode eliminar a bactéria por vários meses (ANDERSEN; 

FRANSON, 2007; RODOLAKIS; MOHAMAD, 2009). 

Os portadores assintomáticos apresentam períodos intermitentes de 

excreção da bactéria; a reativação da eliminação é favorecida por fatores como 

estresse, subnutrição, extremos de temperatura e cativeiro (BORIE et al., 

2001). 

 

1.3 Sinais Clínicos 

 

Os sinais clínicos, a morbidade e a mortalidade da clamidiose podem 

variar de acordo com a espécie acometida, idade e estado imunológico da ave, 
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o grau de infecção, a virulência do sorotipo envolvido e eventual presença de 

infecções concorrentes (CUBAS; GODOY, 2004; FRIEND; FRANSON, 1999; 

GUERLACH, 1994; SPICKER, 2012). São inespecíficos e se caracterizam por 

depressão, plumagem eriçada, tremores, letargia, anorexia, desidratação, 

blefarite, ceratoconjuntivite, e outros sinais relacionados aos sistemas 

respiratório, digestório, urinário e nervoso, até a presença de óbito. Em alguns 

casos, há somente a presença de conjuntivite (NASPHV, 2010). 

Em um surto de clamidiose na cidade de São Paulo, Raso et al. (2002) 

descreveram os sinais clínicos de clamidiose em 95 filhotes de Amazona 

aestiva. Os papagaios eram provenientes de tráfico e apresentavam letargia, 

dispnéia, penas eriçadas, anorexia, diarréia verde-amarelada, poliúria, 

desidratação, emagrecimento e alta taxa de mortalidade (96,5%). 

 

1.4 Alterações anatomopatológicas 

 

As lesões macroscópicas podem ou não ser observadas em aves 

infectadas com C. psittaci; as alterações mais comuns são aerosaculite, 

hepatomegalia, esplenomegalia, enterite, peritonite, pericardite, 

broncopneumonia e sinusite (FRIEND; FRANSON, 1999). 

Em A. aestiva com infecção por C. psittaci, as lesões macroscópicas 

observadas foram hepatomegalia e congestão esplênica (RASO et al., 2004). 

 

1.5 Diagnóstico 

  

A clamidiose aviária não possui sinais clínicos patognomônicos, e os 

resultados de exames radiológicos, hematológicos e bioquímicos são apenas 

sugestivos da enfermidade; dessa forma, se torna difícil a realização de 

diagnóstico clínico sem a detecção direta ou indireta de C. psittaci (RASO, 

2004). No entanto, a presença de leucocitose, alterações na atividade de 

enzimas hepáticas, imagens radiográficas evidenciando hepatomegalia e 
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esplenomegalia e alterações em sacos aéreos são indicativos de infecção por 

C. psittaci (LONGBOTTOM; COULTER, 2003). 

Para diagnóstico de infecção por C. psittaci por meio de métodos 

laboratoriais são utilizados visualização direta do agente após utilização de 

colorações especiais em impressões de órgãos, isolamento do agente seguido 

de detecção de DNA ou de antígenos, detecção de DNA em amostras de 

órgãos, suabes ou amostras fecais e testes sorológicos (ANDERSEN; 

VANROMPAY, 2003). 

Os principais testes sorológicos para clamidiose incluem o teste de 

aglutinação, imunofluorescência indireta, ensaio imunoenzimático indireto 

(ELISA) e o teste de fixação do complemento (ANDERSEN; VANROMPAY, 

2003; NASPHV, 2010; RASO, 2004; SACHSE et al., 2009). Dentre os métodos 

moleculares, os mais utilizados são a reação em cadeia da polimerase (PCR) e 

a PCR em tempo real (GEENS et al., 2005; ROBERTSON et al., 2009). 

A PCR em tempo real pode ser realizada com o fluoróforo Sybr Green, 

para classificação da espécie. Se o objetivo for a determinação do genótipo de 

C. psittaci, a PCR em tempo real deve ser realizada com sondas específicas 

para cada genótipo ou então, deve ser realizada PCR para o gene ompA, 

seguida de sequenciamento dos fragmentos amplificados (GEENS et al., 

2005). 

A PCR em tempo real pode também ser utilizada para detecção e 

quantificação de C. psittaci, e pode fornecer informações sobre a distribuição 

de cada genótipo entre os hospedeiros específicos e fornecer dados 

epidemiológicos sobre a infecção em seres humanos, mamíferos e aves 

(BRANLEY et al., 2008; MITCHELL et al., 2009). Pode ainda ser associada à 

análise da curva de dissociação em alta resolução (HRM), para diferenciação 

entre as espécies de Chlamydophila (ROBERTSON et al., 2009).  

O diagnóstico de C. psittaci por meio da PCR apresenta alta 

sensibilidade e especificidade. O material a ser colhido dependerá da técnica 

utilizada, porém, as amostras mais utilizadas são provenientes de fezes e 

suabes de cloaca ou de orofaringe. Um fator a se considerar para o diagnóstico 
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é que há excreção intermitente do corpo elementar, particularmente em aves 

assintomáticas, o que favorece a ocorrência de resultados falso-negativos 

(GODOY, 2007). 

 

1.6 Clamidiose no Brasil 

 

No Brasil há poucos relatos de infecção por C. psittaci, e em nenhum 

dos relatos houve caracterização molecular para determinação do genótipo de 

C. psittaci (RASO et al., 2010). Em São Paulo, foi registrado um surto com 

96,5% de mortalidade, em A. aestiva), provenientes de tráfico (RASO et al., 

2004). Em outro estudo no Brasil, Raso et al. (2006) detectaram C. psittaci em 

2/32 (6,3%) filhotes A. aestiva e em 12/45 (26,7%) filhotes de araras-azuis 

(Anodorhynchus hyacinthinus) de vida livre, no Pantanal do Mato Grosso do 

Sul.  

Raso et al. (2010) realizaram o primeiro estudo soro epidemiológico para 

C. psittaci em humanos e encontraram evidência de infecção em 4,7% (17/364) 

dos funcionários e veterinários de sete zoológicos brasileiros. 

Moschioni e Faria (2001) descreveram um caso de clamidiose em 

humanos em que um rapaz de 16 anos, de Medina, MG, Brasil, proprietário de 

uma criação de pombos, apresentou pneumonia e progrediu para insuficiência 

respiratória aguda. O diagnóstico de psitacose foi realizado por meio de 

imunofluorescência com anticorpo monoclonal.   

 

1.7 Psitacose em Saúde Pública 

 

De acordo com Telfer et al. (2005), os proprietários de aves de 

companhia, pessoas que trabalham em lojas que comercializam aves, os 

médicos veterinários e todas as pessoas que tem contato com aves são 

considerados como grupos de risco para a doença.  

A transmissão de C. psittaci ao homem ocorre principalmente pela 

inalação do corpo elementar presente em penas e fezes secas ou em 
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secreções respiratórias de aves infectadas (NASPHV, 2010). A enfermidade 

em humanos assemelha-se às infecções de vias aéreas superiores e é descrita 

como uma doença de início insidioso, com sintomas inespecíficos 

(MOSCHIONI; FARIA, 2001). Os sinais clínicos incluem febre, dor de cabeça, 

mialgia, mal estar, tosse e pneumonia (MOSCHIONI; FARIA, 2001; NASPHV, 

2010). A transmissão entre pessoas tem sido considerada rara (OLSON; 

TREUTING, 1994). 

O período de incubação da infecção por C. psittaci no homem é variável, 

podendo variar de uma a quatro semanas (EUGSTER, 1980). 

A participação de aves na epidemiologia da clamidiose humana foi 

enfatizada por Vásquez et al. (2010), que encontraram alta prevalência de 

infecção por C. psittaci em pombos assintomáticos em parques e jardins 

públicos em Madri, Espanha, por meio de PCR.  

 

1.8 Objetivos 

 

Em vista do risco de transmissão para humanos a partir de aves 

assintomáticas, o objetivo deste trabalho foi detectar C. psittaci e C. abortus em 

amostras de fezes e de suabes cloacais de aves assintomáticas, por meio da 

PCR em tempo real e, posteriormente, nas amostras positivas, identificar o 

genótipo de C. psittaci por meio da hemi-nested PCR para o gene ompA, 

seguida de sequenciamento do fragmento amplificado. 
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RESUMO: Chlamydophila psittaci é uma bactéria que causa doença 

respiratória ou sistêmica em aves e em seres humanos. Há ainda, alguns 

relatos de infecção em aves por Chlamydophila abortus, que é um agente 

etiológico de problemas reprodutivos em mamíferos. Em vista do risco de 

transmissão para humanos a partir de aves assintomáticas o objetivo deste 

estudo foi detectar a presença de C. psittaci e C. abortus em amostras de fezes 

ou suabes cloacais de aves assintomáticas. Foram colhidas 403 amostras 

fecais ou suabes cloacais, provenientes de aves domésticas, selvagens ou 

exóticas, mantidas em cativeiro ou oriundas de apreensão. As amostras foram 

submetidas à PCR em tempo real para C. psittaci e C. abortus, para 

amplificação de fragmento parcial do gene da subunidade 16S do rRNA, 

utilizando o SsoFast™ EvaGreen® Supermix (Bio-Rad) e análise da curva de 

dissociação. Para determinação do genótipo de C. psittaci, foi utilizada a hemi-

nested PCR específica para o gene OMP-A, realizada nas amostras positivas 

pela PCR em tempo real, seguida de sequenciamento dos fragmentos 

amplificados. A PCR em tempo real revelou positividade em 17 (4,21%) 

amostras. A hemi-nested foi positiva em 2 amostras positivas pela PCR em 

tempo real.  O genótipo A de C. psittaci foi identificado pelo sequenciamento de 

uma amostra amplificada pela hemi-nested PCR. 
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Palavras-Chave: Pneumonia bacteriana - Aves, psitacose, técnica de 
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ABSTRACT:  Chlamydophila psittaci is a bacterium that causes respiratory or 

systemic disease in birds and humans. In birds there is also some reports of 

infection by Chlamydophila abortus that is responsible for abortions in 

mammals. Owing to the risk of transmission of Chlamydophila from 

asymptomatic birds to humans, the objective of this study was to detect the 

presence of C. psittaci and C. abortus in asymptomatic birds. Four hundred and 

three fecal samples or cloacal swabes were collected from domestic, wild or 

exotic birds kept in captivity or from apprehension. The 403 samples were 

examined by real time PCR specific for the 16S subunit of rRNA gene using 

SsoFastEvaGreen®Supermix™(Bio-Rad) and melting curve analysis. Hemi-

nested PCR specific for the OMP-A gene, accomplished in real-time PCR 

positive samples, followed by sequencing of the amplified fragments were used 

to determine the genotype of C. psittaci. Real-time PCR was positive in 17 

(4.21%) samples. Hemi-nested PCR revealed positivity in two samples 

previously positive by real-time PCR. Sequencing of the fragment amplified by 

hemi-nested PCR allowed for the identification of genotype A of C. psittaci in 

one sample. 

 

KEYWORDS: Pneumonia bacterial – birds, psittacosis, molecular diagnostic 

techniques, zoonoses 

 

INTRODUÇÃO 

 

Considerada como uma das principais zoonoses aviárias (RASO, 2004), 

a infecção por Chlamydophila psittaci é caracterizada por doença respiratória 

ou sistêmica em aproximadamente 465 espécies de aves (KALETA; TADAY, 

2003). Em seres humanos, é responsável por infecção respiratória decorrente 
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de contato direto ou indireto com aves infectadas, particularmente psitacídeos, 

pombos, perus ou patos (HEDBERG et al., 1989; HINTON et al., 1993).  

Infecção por Chlamydophila abortus é raramente relatada em aves, e a 

sintomatologia clínica da infecção não está definida (PANTCHEV et al., 2009). 

Em mamíferos, a infecção está associada a distúrbios reprodutivos 

principalmente em bovinos, caprinos e ovinos (SILVA et al., 2006).  No homem, 

ainda não há definição sobre a importância da infecção por C. abortus (RHODE 

et al., 2010). 

A transmissão da clamidiose ocorre por meio de inalação do agente em 

suspensão, após contato direto ou indireto com fezes, penas ou secreções 

respiratórias, embora a infecção oral seja uma rota alternativa e importante em 

aves (SHEWEN, 1980). Aves portadoras assintomáticas apresentam períodos 

intermitentes de excreção de pequena quantidade da bactéria; a reativação da 

eliminação é favorecida por fatores como estresse, subnutrição, extremos de 

temperatura e cativeiro (BORIE et al., 2001). 

A infecção em humanos pode ser assintomática ou apresentar 

sintomatologia inespecífica, principalmente relacionada ao trato respiratório 

(ANDERSEN; VANROMPAY, 2003). Indivíduos com ocupações associadas às 

aves comerciais ou de companhia são considerados como grupo de risco para 

infecção por C. psittaci (MILLER et al., 1987).  

Aves em cativeiro são mais sensíveis à infecção, portanto, alta taxa de 

mortalidade é observada ocasionalmente em aves selvagens capturadas e 

mantidas em cativeiro (RASO et al., 2004). A clamidiose aviária se caracteriza 

por letargia, hipertermia, secreções nasais e oculares e diminuição da 

produção de ovos. A mortalidade pode variar, de acordo com a patogenicidade 

do agente (ANDERSEN; FRANSON, 2007; RASO, 2009).  

A identificação de C. psittaci pode ser realizada utilizando-se testes 

sorológicos, como o ensaio imunoenzimático (ELISA) e métodos moleculares, 

como a reação em cadeia da polimerase (PCR) seguida da análise do 

polimorfismo de fragmentos amplificados, submetidos à digestão com enzimas 
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de restrição (PCR-RFLP), PCR e sequenciamento e PCR em tempo real 

(GEENS et al., 2005a; SAYADA et al., 1995; VANROMPAY et al., 1997;). 

C. psittaci atualmente é constituída por sete genótipos aviários (A, B, C, 

D, E, F e E/B) e dois genótipos não aviários (M56 e WC). A determinação do 

genótipo de C. psittaci é realizada por meio de análise da sequência de 

nucleotídeos do gene que codifica a proteína da parede externa (ompA)  

(GEENS et al., 2005b).  

Tendo em vista o risco de transmissão de Chlamydophila para humanos, 

a partir de aves assintomáticas, o objetivo deste trabalho foi detectar C. psittaci 

e C. abortus em amostras de fezes e de suabes cloacais de aves 

assintomáticas, por meio da PCR em tempo real e, posteriormente, nas 

amostras positivas, identificar o genótipo de C. psittaci por meio da hemi-

nested PCR para o gene ompA, seguida de sequenciamento do fragmento 

amplificado.  

 

MATERIAL E MÉTODOS 

 

Amostras fecais e Extração de DNA 

 

As amostras foram provenientes de aves assintomáticas provenientes de 

um criatório de psitacídeos (57) e de dois zoológicos municipais (183), no 

estado de São Paulo, ou de aves selvagens apreendidas e encaminhadas ao 

Centro de Triagem e Recuperação de Animais Silvestres (CERETAS), da 

Faculdade de Medicina Veterinária da UNESP de Araçatuba (163). As aves 

pertencem às ordens Accipritriformes, Anseriformes, Caprimulgiformes, 

Charadriiformes, Galiiformes, Gruiformes, Passeriformes, Piciformes, 

Psitaciformes  e Strigiformes (Tabela 1). 

Foram colhidas 403 amostras, sendo que 199 correspondiam a suabes 

cloacais e 204 eram amostras fecais. As amostras fecais foram colhidas 

imediatamente após a defecação e, logo após a colheita, foram armazenadas 

em temperatura ambiente, por no máximo uma semana, em microtubos de 2,5 
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mL contendo o tampão L6 (Triton X100 1 %, Tris-Cl pH 6,4 0,1 M, isotiocianato 

de guanidina 6 M); os suabes cloacais foram congelados a -20º C. A extração 

de DNA genômico de C. psittaci foi realizada de acordo com  Silva et al. (2010). 

 

Reação em cadeia da polimerase em tempo real 

 

Para determinação da curva de regressão padrão e padronização da 

PCR em tempo real, foi utilizado um fragmento de 818 pb da subunidade 16S 

do rRNA, amplificado por meio de  PCR convencional utilizando os 

oligonucleotídeos iniciadores 16SFor e 16SRew (Quadro 1), que foram 

elaborados com utilização do software Primer Blast e são específicos para 

amplificação de DNA de Chlamydophila spp. Como não havia disponibilidade 

de DNA de C. psittaci para utilização como controle positivo, o fragmento foi 

amplificado a partir de DNA genômico de C. abortus, que apresenta 

similaridade genética de 99,5% com C. psittaci (AF481048), no gene da 

subunidade 16S do rRNA. As condições da PCR convencional para 

amplificação do fragmento de 818 pb foram as seguintes: 17,15µl de água 

ultra-pura, 2,5 µl de PCR buffer, 2,5mM de MgCl2, 0,2mM de cada 

desoxiribonucleotídeo, 0,5U de Platinum Taq DNA polimerase® (Invitrogen), 

200nM de cada oligonucleotídeo iniciador e 1µl de DNA de C. psittaci. Foi 

utilizada desnaturação inicial de 95°C por 3 minutos, seguida de 40 ciclos de 

desnaturação a 95°C, por 45 segundos, e anelamento e extensão a 58°C, por 

30 segundos. O fragmento amplificado pela PCR convencional foi submetido à 

eletroforese em gel de agarose e o DNA foi purificado utilizando-se o kit 

QIAquick®  Gel Extraction Kit (Qiagen) e diluído de forma seriada, na base 10, a 

partir de 22 ng de DNA,  para obtenção de seis pontos na curva de regressão. 

Cada diluição foi testada em triplicata. 

Após padronização, a PCR em tempo real foi realizada em amostras de 

DNA proveniente de aves, utilizando os oligonucleotídeos iniciadores descritos 

por Geens et al. (2005a) (Quadro 1), para amplificação de um fragmento de 

151 pb da subunidade 16S do rRNA, nas seguintes condições: 6,4µl de água 
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ultra-pura, 10µl de SsoFast™ EvaGreen® Supermix (Bio-Rad), 0,8µl  de cada 

oligonucleotídeo iniciador, CpPsSSfor e CpPsSSrev (Quadro 1) e 2µl de DNA 

alvo. Foi utilizada desnaturação inicial de 98°C por 2 minutos, seguida de 44 

ciclos de desnaturação a 95°C, por 5 segundos, e anelamento e extensão a 

60°C, por 5 segundos. Após o término da amplificação, foi determinada a curva 

de dissociação do fragmento amplificado, com variação de temperatura de 65 a 

95°C, com intervalo de 0,2ºC e leitura por 10 segundos. A reação foi realizada 

no sistema para PCR em tempo real CFX-96 (Bio-Rad). Como controles 

positivo e negativo foram utilizados DNA de C. abortus e água ultrapura, 

respectivamente.  

 

Hemi- nested PCR e sequenciamento dos fragmentos amplificados 

 

Visando à identificação do genótipo de C. psittaci, em todas as amostras 

positivas pela PCR em tempo real foi realizada a amplificação de fragmentos 

do gene OmpA, utilizando a hemi-nested PCR com os oligonucleotídeos 

iniciadores CTU (DENAMUR et al., 1991) e Chla2 e Chla3, que foram 

elaborados com utilização do software Primer Blast (Quadro 1), nas seguintes 

condições: volume final de 25 µl  de solução contendo 2,5 µl de tampão para 

PCR 10x, 1,5 mM MgCl2, 5 pMol/microlitro de albumina sérica bovina não 

acetilada, 200 nM de cada oligonucleotídeo iniciador,  0,5U de Taq DNA 

polimerase, 0,2 mM de cada desoxiribonucleotídeo e 2,5 µl de DNA alvo. As 

amostras foram submetidas à desnaturação inicial do DNA a 95°C por 2 

minutos, seguida de 40 ciclos, cada um consistindo em desnaturação a 95°C 

por 30 segundos, 30 segundos de anelamento a 55°C e extensão a 72°C por 

60 segundos, com extensão final a 72°C, por 10 minutos. As condições foram 

as mesmas em ambas as reações. Como controles positivo e negativo foram 

utilizados DNA de C. abortus e água ultrapura, respectivamente. 

O fragmento amplificado na reação secundária foi purificado utilizando-

se o kit QIAquick®  Gel Extraction (Qiagen) e sequenciado no Centro de 

Sequenciamento e Genômica Funcional da UNESP, Campus de Jaboticabal, 
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utilizando o “ABI Prism® DyeTerminator3.1”, em sequenciador automático ABI 

3730XL (Applied Biosystems). As reações de sequenciamento foram realizadas 

duas vezes, nas duas direções, com os oligonucleotídeos iniciadores da reação 

secundária. Os fragmentos resultantes do sequenciamento foram comparados 

com sequências homólogas publicadas no GenBank, com auxílio do Basic 

Local Alignment Search Tool (BLAST). 

 

RESULTADOS E DISCUSSÃO  

 

Neste experimento foi observada baixa prevalência de Chlamydophila, 

provavelmente pelo fato de que as aves não apresentavam sintomas da 

enfermidade e, também, pelo fato de que foi possível a colheita de somente 

uma amostra por ave. Em infecções por C. psittaci há excreção intermitente do 

corpo elementar, particularmente em aves assintomáticas, o que favorece a 

ocorrência de resultados falso-negativos (GODOY, 2007; VÁZQUEZ et al., 

2010). 

A ocorrência de infecção por C. psittaci é variável em função de 

situações que predispõem as aves à infecção, presença de enfermidade clínica 

e ao teste diagnóstico utilizado (BRAND, 1989; OKUDA et al., 2011). Há relatos 

desde positividade de 6,3% (2/32) em papagaios-verdadeiros (A. aestiva) e de 

26,7% (12/45) em araras-azuis (Anodorhynchus hyacinthinus), procedentes de 

aves jovens do Pantanal do Mato Grosso do Sul, Brasil, avaliadas por hemi-

nested PCR (RASO et al., 2006), até positividade de 92,2%, em amostras 

fecais e em suabes cloacais de papagaios e periquitos, examinados por meio 

de PCR em tempo real (PANTCHEV et al., 2009).  

Pantchev et al. (2009) justificam a alta positividade (92,2%) encontrada 

pelo fato das aves apresentarem sinais clínicos de clamidiose e, 

provavelmente, apresentarem maior quantidade de DNA em fezes, já que aves 

clinicamente doentes apresentam maior chance de eliminação do agente se 

comparadas com aves portadoras assintomáticas (FRIEND; FRANSON, 1999). 
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A curva padrão obtida após padronização da PCR em tempo real 

resultou em eficiência de 95,4%, R2: 0,99 e slope: - 3,4. A amostra de DNA de 

C. abortus, utilizada como controle positivo, apresentou temperatura de 

dissociação 83,0 a 83,2 °C (Figura 1). A curva de dissociação do fragmento de 

DNA de C. psittaci amplificado a partir das amostras fecais apresentou 

temperatura de dissociação de 83,2 a 83,4º C (Figura 1). Essa variação na 

temperatura de dissociação, observada neste experimento, não possibilita a 

diferenciação entre ambas as espécies. 

O sequenciamento do fragmento de 818 pb da subunidade 16S do 

rRNA, amplificado a partir do DNA de C. abortus utilizado como controle 

positivo, revelou polimorfismo de cinco nucleotídeos em relação às sequências 

de DNA de C. psittaci publicadas no GenBank (AF481051 e AF481052). Essa 

diferença resultou na pequena diferença na variação na temperatura de 

observada na curva de dissociação, entre a amostra de C. abortus e entre o 

isolado de C. psittaci genótipo A, identificado em amostra fecal de uma N. 

hollandicus (Figura 1).   

Como não há diferença na temperatura de dissociação suficiente para 

permitir a diferenciação entre C. abortus e C. psittaci, não foi possível identificar 

a espécie de Chlamydophila presente nas amostras positivas pela PCR em 

tempo real, e que não foram identificadas pelo sequenciamento. Mesmo assim, 

a maior probabilidade é de que haja presença de C. psittaci nessas amostras, 

uma vez que a infecção por C. abortus raramente é relatada em aves 

(Pantchev et al., 2009). 

A classificação molecular de C. psittaci ainda apresenta alguns desafios, 

particularmente pela existência de similaridade genética com C. abortus (VAN 

LOOK et al., 2003). Essa similaridade genética deve ser considerada no 

diagnóstico de C. psittaci utilizando PCR em tempo real seguida de análise da 

curva de dissociação. Neste experimento, mesmo utilizando oligonucleotídeos 

iniciadores considerados como específicos para C. psittaci (Geens et al., 

2005a), foi possível amplificação de fragmentos de DNA de C. abortus. Essa 

amplificação foi possível mesmo havendo polimorfismo no fragmento do gene 
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16S rRNA amplificado a partir do DNA genômico de C. abortus, na região de 

anelamento dos oligonucleotídeos iniciadores utilizados na PCR em tempo real 

(um nucleotídeo no oligonucleotídeo iniciador senso e quatro nucleotídeos no 

oligonucleotídeo iniciador anti-senso).  

Nas amostras positivas pela PCR em tempo real, observou-se ciclo 

limiar (treshold cycle - Ct) variando de 29,68 a 42,93. Foi observada 

positividade em 4,21% (17/403) das amostras, sendo 16 pertencentes a aves 

da ordem Psitaciformes: 12 Nymphicus hollandicus, 2 Amazona aestiva, 2 

Trichoglossus h. haemadus e 1 da ave ordem Piciformes: Ramphastos tucanus 

(Tabela 2). Doze amostras foram provenientes de um criatório de psitacídeos, 3 

de um zoológico e 2 de aves provenientes de apreensão.  

A hemi-nested PCR revelou amplificação de DNA de Chlamydophila em 

2 amostras de Nymphicus hollandicus (Tabela 2), entre aquelas positivas pela 

PCR em tempo real. As duas foram provenientes do mesmo criatório. Foi 

possível o sequenciamento de uma das amostras positivas pela hemi-nested 

PCR, o que permitiu a identificação do genótipo A de C. psittaci. Em um estudo 

realizado por Mitchell et al. (2009), 70% das amostras positivas para 

Chlamydophila spp. foram identificadas como genótipo A de C. psittaci, que é 

comumente identificado em amostras de psitacídeos (GEENS et al., 2005a), o 

que corrobora com nossos resultados.  

Infecção por C. psittaci já foi identificada em psitacídeos (RASO et al., 

2002; 2004; 2006) e pombos no Brasil (LIMA et al., 2011). No entanto, ainda 

não há estudos no Brasil sobre quais genótipos infectam aves ou o homem. 

Os resultados encontrados demonstram que a PCR em tempo real com 

o fluoróforo Eva Green® seguida da análise da curva de dissociação pode ser 

utilizada para detecção de DNA de C. psittaci e C. abortus em amostras fecais 

de aves assintomáticas. Pelo fato de apresentar alta sensibilidade, esse 

método de diagnóstico representa um auxílio valioso para detecção de infecção 

em aves que apresentam eliminação do agente em pequena quantidade em 

amostras fecais, como verificado por Okuda et al. (2011), que relatam que a 

http://pt.wikipedia.org/wiki/Piciformes
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PCR em tempo real apresentou sensibilidade 1.000 vezes maior que a nested 

PCR, para detecção de DNA de C. psittaci em cultivo celular. 

É importante salientar que este é o primeiro trabalho realizado no Brasil 

utilizando a PCR em tempo real para diagnóstico de clamidiose em aves, e a 

primeira identificação molecular do genótipo A de C. psittaci, no Brasil. 
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FIGURA 1 - Curva de dissociação observada na PCR em tempo real para 

Chlamydophila abortus e Chlamydophila psittaci.  

 

 

 

Tabela 1 – Amostras positivas para Chlamydophila pela PCR em tempo real. 

Ordem Número de 
amostras 

Amostra positivas 

   
Psitaciformes 348 16 
Piciformes 18 1 
Gruiformes 3 - 
Anseriformes 12 - 
Passeriformes 11 - 
Accipitriformes 2 - 
Strigiformes 3 - 
Galliformes 2 - 
Charadiiformes 3 - 
Caprimulgiformes 1 - 
   

Total 403 17 
 

 

C. psittaci 

genótipo A 

C. abortus 
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Tabela 2 – Determinação do genótipo de Chlamydophila psittaci por meio de 

hemi-nested PCR e sequenciamento dos fragmentos amplificados, em 

amostras fecais de aves positivas pela PCR em tempo real  

 

Espécie 
Amostras positivas 
pela PCR em tempo 

real 

Amostras positivas 
pela hemi-nested 

PCR 

Identificação do 
genótipo (número de 

amostras) 

    
Amazona aestiva 2 - - 
Nymphicus 
hollandicus 

12 2 C. psittaci genótipo A (1) 

Ramphastus 
tucanus 

1 - - 

Trichoglossus h. 
haemadus 

2 - - 

    
Total 17 2 1 
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