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DETECÇÃO DE Cryptosporidium serpentis EM AMOSTRAS FECAIS DE 
SERPENTES UTILIZANDO A PCR EM TEMPO REAL 

 
RESUMO - A infecção por Cryptosporidium serpentis é comum em répteis, em 

particular em serpentes, e é caracterizada por infecção crônica com presença 

de gastrite hipertrófica grave, que pode ser letal. Esta pesquisa teve como 

objetivo utilizar a reação em cadeia da polimerase (PCR) em tempo real, tendo 

como alvo o gene da proteína do choque térmico (Hsp70), para detecção de C. 

serpentis em amostras fecais de serpentes, e determinar a sua especificidade e 

sensibilidade analíticas e epidemiológicas utilizando, como padrão ouro, a 

nested PCR para amplificação de fragmento parcial do gene da subunidade 

18S do rRNA (18S rRNA) seguida de sequenciamento dos fragmentos 

amplificados (nPCR/S). A PCR em tempo real foi positiva para C. serpentis em 

17 amostras (3,37%), enquanto a nPCR/S resultou em positividade para C. 

serpentis em 15 amostras (2,98%). A nPCR/S resultou em positividade para 

Cryptosporidium spp. em 60 amostras (11,98%). O seqüenciamento dos 

fragmentos amplificados pela nPCR foi possível em 38 amostras e resultou na 

identificação de Cryptosporidium tyzzeri, Cryptosporidium muris, 

Cryptosporidium varanii e C. serpentis, em diversas espécies de serpentes. Os 

valores de sensibilidade e especificidade epidemiológicas da PCR em tempo 

real foram, respectivamente, 93,8% e 99,5%.  Embora três amostras tenham 

apresentado positividade para C. serpentis apenas pela PCR em tempo real, e 

foram consideradas como resultado falso positivo na estimativa da 

especificidade e sensibilidade epidemiológicas, a análise da curva de 

dissociação indicou que essas amostras apresentaram a mesma temperatura 

de dissociação que as amostras de C. serpentis. Assim, concluiu-se que a PCR 

em tempo real, visando ao gene Hsp70 é um método sensível e específico para 

detecção de C. serpentis em amostras fecais de serpentes. 
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Palavras-Chave: Cryptosporidium, diagnóstico molecular, epidemiologia, 

répteis. 

 
DETECTION OF Cryptosporidium serpentis in SNAKES FECAL SAMPLES 

USING REAL-TIME PCR 
 
SUMMARY - Cryptosporidium serpentis infection is common in reptiles, 

especially snakes, and is characterized by chronic infection with severe 

hypertrophic gastritis, which can be lethal. This research aimed to use the real- 

time polymerase chain reaction (PCR) targeting the heat shock protein gene 

(Hsp70) for detection of C. serpentis in fecal samples of 503 snakes, and to 

determine its analytical and epidemiological specificity and sensitivity using, as 

a gold standard, the nested PCR targeting the 18S rRNA (18S rRNA) gene  

followed by sequencing of the amplified fragments (nPCR/S). The real-time 

PCR was positive for C. serpentis in 17 samples (3.37%), and nPCR/S resulted 

in positive results for C. serpentis in 15 samples (2.98%). It was also observed 

that the nPCR/S was positive for Cryptosporidium spp. in 60 samples (11.98%). 

Sequencing of the fragments amplified by nPCR was possible in 38 samples, 

and resulted in the identification of Cryptosporidium tyzzeri, Cryptosporidium 

muris, Cryptosporidium varanii and C. serpentis in several species of snakes. 

The sensitivity and specificity of real-time PCR were, respectively, 93.8% and 

99.5%. Although three samples were positive for C. serpentis only by real-time 

PCR, and were considered as false positive results in the estimation of the 

epidemiological specificity and sensitivity, the melting curve analysis indicated 

that these samples had the same melting temperature of the C. serpentis 

samples. Thus, we conclude that real-time PCR targeting the gene Hsp70 is a 

sensitive and specific method for the detection of C. serpentis in fecal samples 

from snakes. 

 

Keywords: Cryptosporidium, epidemiology, molecular diagnosis, reptiles. 
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CAPÍTULO I  
 
1 CONSIDERAÇÕES GERAIS 
 

1.1  Subordem Ophidia 

Serpentes são animais vertebrados pertencentes à Classe Reptilia, 

Ordem Squamata e Subordem Ophidia (BELUCCI et al., 2008) e são 

distribuídas em dois grupos: as serpentes que não exibem os dentes 

inoculadores de veneno, ou seja, ainda que possuam o veneno, não 

apresentam a presa necessária para o injetar em suas vítimas e as 

peçonhentas, que se caracterizam pela produção de peçonha, proteína 

altamente complexa que é inserida na vítima por meio de presas inoculadoras 

de veneno (POUGH; JANIS; HEISER, 2003). Em geral, as serpentes são de 

extrema importância no meio ambiente, pois atuam como reguladores naturais 

dos ecossistemas, sendo também importantes em pesquisas em diversas 

áreas de estudo.  

A fauna de serpentes no Brasil é composta por 375 espécies, referentes 

a 10 famílias (SOCIEDADE BRASILEIRA DE HERPETOLOGIA, 2012). 

Aproximadamente 15% são peçonhentas e pertencem à família Viperidae, com 

28 espécies descritas, que são responsáveis pela maior quantidade de 

acidentes ofídicos no Brasil (Bothrops, Lachesis e Crotalus), e à família 

Elapidae, com 27 espécies descritas.  

A classificação das serpentes é fundamental para identificação das 

espécies, principalmente as de importância médica. De acordo com o Ministério 

da Saúde, 75% dos acidentes ofídicos são ocasionados por serpentes da 

família Viperidae e somente 0,7% por serpentes da família Elapidae (BRASIL, 

2012).   
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O Instituto Butantan, local de origem das amostras que foram cedidas 

para esta pesquisa, é um dos maiores centros de pesquisas biomédicas do 

mundo e abriga diversas coleções de serpentes; é responsável por mais de 

93% do total de soros e vacinas produzidas no Brasil. Fundado em 1901, seu 

primeiro diretor foi o médico sanitarista Vital Brazil. A instituição desenvolve 

pesquisas na área de reprodução e manutenção de serpentes em cativeiro, 

incluindo estudos nas áreas de patologia, hematologia e parasitologia 

(GREGO, 2000).    

 
1.2  Histórico de Cryptosporidium 

 

Cryptosporidium são coccídios que completam seu ciclo biológico na 

superfície de células epiteliais dos tratos gastrintestinal, respiratório e urinário 

de mamíferos, aves, répteis e peixes (CHERMETTE; BOUFASSA-OUZROUT, 

1988). Apresenta distribuição mundial e foram descritos primeiramente por 

TYZZER (1907) que denominou, como Cryptosporidium muris, um pequeno 

coccídio encontrado em glândulas gástricas de camundongos de laboratório.  O 

mesmo autor, em 1912, observou outra espécie localizada no intestino delgado 

de camundongo; após infecção experimental, observou infecções isoladas no 

estômago e no intestino, e denominou o novo isolado como Cryptosporidium 

parvum.  

  A maioria das espécies de Cryptosporidium é morfologicamente 

semelhante, e a identificação da espécie só pode ser realizada utilizando 

técnicas moleculares. Até o momento, foram descritos vários genótipos e 26 

espécies de Cryptosporidium (Quadro 1), em diversos hospedeiros. De acordo 

com Ren et al. (2012), Cryptosporidium spp. é amplamente diagnosticado em 

mamíferos, aves e em aproximadamente 80 espécies de répteis, inclusive 

serpentes. 
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Quadro1 - Espécies de Cryptosporidium atualmente descritas  

Espécie Hospedeiro Bibliografia 
C. andersoni Bovinos (A) Lindsay et al. (2000) 

C. baileyi Aves (B, C, TR) Current et al. (1986) 

C. bovis Bovinos (ID) Fayer et al. (2005)  

C. canis Caninos (ID) Fayer et al. (2001)  

C. cuniculus Coelhos (D) Robinson et al. (2010) 

C. fayeri Canguru vermelho (Macropus rufus) Ryan et al. (2008) 

C. felis Felinos (ID) Iseki (1979) 

C. fragile Anfíbios (Duttaphrynus melanostictus) (E) Jirků et al. (2008) 

C. galli Várias espécies de aves (P) Pavlásek  (1999; 2001); Ryan 
et al. (2003) 

C. hominis Humanos (ID) Morgan-Ryan et al. (2002) 

C. macropodum Canguru gigante (Macropus giganteus) Power e Ryan (2008) 

C. meleagridis Várias espécies de aves, homem (ID) Slavin (1955) 

C. molnari Peixes (E) Alvarez-Pellitero e Sitja-
Bobadilla (2002)  

C. muris  Roedores (E) Tyzzer (1910) 

C. parvum Camundongo, bovinos, homem (ID) Tyzzer (1912)  

C. ryanae Bovinos (D)  Fayer et al. (2008) 

C. saurophilum Lagartos (E, ID) Koudela e Modrý (1998)  

C. serpentis Lagartos, serpentes (E) 
Brownstein et al. (1977); 
Levine (1980); Tilley et al. 
(1990) 

C. scophthalmi Peixes (E, ID) Alvarez-Pellitero et al. (2004)  

C. suis Suínos (ID, IG) Ryan et al. (2004)  

C. tyzzeri Camundongos (ID) Ren et al. (2012) 

C. ubiquitum Ruminantes, homem (ID) Fayer et al. (2010) 

C. varanii* Monitor esmeralda (Varanus prasinus) Pavlásek et al. (1995); 
Pavlásek e Ryan (2008)  

C. viatorum Humanos (D) Elwin et al. (2012) 

C. wrairi  Cobaio (Cavia porcellus) (ID) Vetterling et al. (1971)  

C. xiaoi Ovinos (D) Fayer e Santin (2009) 
Principais sítios de infecção do parasito no hospedeiro: A-abomaso; B-bursa; C-cloaca; E-

estômago; ID-intestino delgado; IG-intestino grosso; P-proventrículo ; TR-trato respiratório; *D-

Desconhecido. *Em substituição a C. saurophilum. (Adaptado de XIAO; FAYER, 2008; 

PLUTZER; KARANIS, 2009 e REN  et al., 2012). 
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1.2.1 Agente etiológico 

Cryptosporidium é um coccídio pertencente ao Filo Apicomplexa, Classe 

Coccidea, Ordem Eucoccidiorida e Família Cryptosporidiidae (FAYER, 2008).  

São considerados parasitos intracelulares, porém extracitoplasmáticos, e 

completam seu ciclo biológico na superfície de células epiteliais dos tratos 

gastrintestinal, respiratório e urinário de mamíferos, aves, répteis e peixes 

(CHERMETTE; BOUFASSA-OUZROUT, 1988; CACCIO, 2005). 

São monoxênicos e se distinguem de outros coccídios por apresentarem 

características próprias, como oocistos sem esporocistos e presença de quatro 

esporozoítos, além de auto-infecção (excistação de oocistos de parede fina) e 

oocistos (parede espessa) que são eliminados no ambiente. Há também a 

presença de um vacúolo parasitóforo (localização intracelular, porém 

extracitoplasmática), na superfície das microvilosidades de células epiteliais do 

intestino (BOROWSKI et al. 2008; WARD WANG; 2001). 

Carreno et al. (1999), Barta e Thompson, (2006) e Kuo et al. (2008) 

identificaram, por meio de análise filogenética, que Cryptosporidium, em 

relação à sua taxionomia, está mais próximo da Classe Gregarinia do que da 

Classe Coccidea. Portanto, reforçando a teoria de Hijjawi et al. (2002, 2004) e 

Rosales et al. (2005) sobre a existência de estágios extracelulares no ciclo 

biológico de Cryptosporidium andersoni e sua multiplicação em meio de cultura 

livre de células. Além disso, Bull et al. (1998) citaram reatividade cruzada de 

anticorpos monoclonais anti-Cryptosporidium com esporocistos do gênero 

Monocystis, em reação de imunofluorescência direta. 

 
1.2.2 Ciclo biológico do Cryptosporidium 

 

O ciclo de vida de Cryptosporidium possui seis estágios de 

desenvolvimento no hospedeiro e é muito semelhante ao de outros coccídios 

pertencentes à subordem Eimeriorina. O processo de infecção ocorre por meio 
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da excistação dos oocistos, merogonia, gametogonia, fertilização, formação da 

parede dos oocistos e esporogonia (SMITH; ROSE, 1998).  

 Conforme descrito na Figura 1, o ciclo biológico de Cryptosporidium 

inicia-se com eliminação de oocistos esporulados, por um hospedeiro 

infectado, geralmente em fezes ou em secreções respiratórias. O hospedeiro 

susceptível se infecta pela ingestão de oocistos, presentes na água, alimentos 

e, em menor escala, pela inalação de oocistos em suspensão (CURRENT et 

al.,1986; SMITH et al., 2007; SRÉTER; VARGA, 2000; XIAO et al., 2004; XIAO; 

FAYER, 2008).  

Após ingestão de oocistos, ocorre sua excistação, com liberação de 

quatro esporozoítos, por meio de dissolução da sutura, e sua adesão à 

superfície de células epiteliais, onde serão englobados pelas microvilosidades, 

com formação de um vacúolo parasitóforo, onde irão se diferenciar em 

trofozoítos e iniciar um processo de reprodução assexuada (merogonia ou 

esquizogonia). Na reprodução assexuada, serão formados os esquizontes de 

primeira geração, com oito merozoítos, que podem sofrer desenvolvimento 

cíclico, dando origem a esquizontes de primeira geração ou então prosseguem 

no ciclo, com formação de esquizontes de segunda geração, contendo quatro 

merozoítos (CURRENT et al.,1986; SMITH et al., 2007; SRÉTER; VARGA, 

2000; XIAO et al., 2004; XIAO; FAYER, 2008).  

Cryptosporidium apresenta localização intracelular, todavia, 

extracitoplasmática, dentro de uma estrutura denominada vacúolo parasitóforo, 

que é formada por uma membrana derivada das microvilosidades da célula 

epitelial. A formação da “organela de alimentação”, resultante da fusão da 

parede do parasito com a membrana celular do hospedeiro, proporciona a 

captação de nutrientes do citoplasma da célula do hospedeiro (BOROWSKI et 

al., 2008). 
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Figura 1. Ciclo biológico de Cryptosporidium spp. (PUTIGNANI E 

MENCHELLA, 2010) 

 

A parede dos oocistos é composta por três camadas, uma externa, de 

5nm, formada por glicoproteínas ácidas e duas internas, uma de 10nm, 

composta por lipídeos complexos (glicolipídeos e lipoproteínas) e outra de 20 

nm, provavelmente composta por glicoproteínas ácidas. Dois tipos de oocistos 

se formam: 80% têm parede espessa e são eliminados já infectantes, junto 

com as fezes; 20% são envolvidos apenas por uma membrana e se rompem na 

luz intestinal, determinando novo ciclo no mesmo hospedeiro (PETRY, 2004). 
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1.3  Infecção em Répteis 

1.3.1 Classificação das espécies de Cryptosporidium em répteis 

A criptosporidiose é uma enfermidade parasitária frequente em répteis, 

particularmente em serpentes, e geralmente apresenta curso crônico, com 

presença de gastrite e eventual mortalidade. A infecção por Cryptosporidium 

em serpentes é caracterizada por anorexia, regurgitação pós-prandial, letargia, 

aumento de volume na região gástrica e perda de peso (PEDRAZA-DÍAZ et al., 

2009). 

A infecção de Cryptosporidium em répteis foi relatada primeiramente por 

Brownstein et al. (1977) em 14 serpentes de três gêneros e quatro espécies 

(Elaphe guttata, Elaphe subocularis, Crotalus horridus e Sansinia 

madagascarensis) que apresentavam severa gastrite hipertrófica. Levine 

(1980), com base no hospedeiro infectado e nos relatos de Brownstein et al. 

(1977), denominou os isolados de serpentes como C. serpentis. 

Posteriormente, Koudela e Modry (1998) descreveram isolados de 

Cryptosporidium saurophilum, encontrados em 67 espécies de 220 lagartos de 

vida livre ou de cativeiro. 

De acordo com Xiao et al., (2004a), há duas espécies de 

Cryptosporidium classificadas em répteis: Cryptosporidium varanii (em 

substituição a Cryptosporidium saurophilum) e Cryptosporidium serpentis. C. 

serpentis é um parasito gástrico, enquanto que C. varanii é um parasito de 

localização intestinal.  

Há poucos relatos de infecção por Cryptosporidium sp. no epitélio 

intestinal de serpentes associada a evidências de enterite (BROWER e 

CRANFIELD, 2001;. RICHTER et al, 2008). Oocistos de outras espécies que 

são ingeridos juntamente com os alimentos, tais como C. muris, C. parvum e C. 

tyzzeri não colonizam o epitélio gastrintestinal de serpentes. 
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1.4  Ocorrência em serpentes no Brasil 
 

Até o momento há poucos relatos de infecção por Cryptosporidium em 

répteis no território brasileiro. No estado de São Paulo, Karasawa et al. (2002) 

registraram ocorrência de Cryptosporidium em serpentes (Crotalus durissus 

terrificus), em amostras fecais e de lavado intestinal de 50 animais. 

Posteriormente, encontraram oocistos em 14 animais, com eliminação 

intermitente de oocistos.  

Na Fundação Parque Zoológico de São Paulo, Sevá et al. (2011) 

relataram resultados positivos para C. serpentis em 16 (21,6%) animais 

presentes em 74 recintos, por meio de técnicas moleculares. Em apenas três 

serpentes (Caudisona durissa, Lampropeltis mexicana e Epicrates crassus) 

observaram enfermidade clínica, caracterizada por regurgitação e perda 

progressiva de peso.  

Ruggiero et al. (2011)  também descreveram  C. serpentis  por meio de 

técnicas moleculares, em 25 serpentes, de três diferentes espécies (C. durissa, 

Bothropoides jararaca e  Boa constrictor amarali), mantidas no serpentário do 

Instituto Butantan de São Paulo. Nesse mesmo local, Paiva et al. (2013) 

relataram a presença de C. serpentis em várias espécies de serpentes, e 

observaram a presença de regurgitação, perda de peso progressiva, 

eliminação intermitente de oocistos e resposta imune humoral contra o 

parasito. 

 
 
1.5 Espécies de Cryptosporidium em répteis 

 

Em 1998, Koudela e Modry desenvolveram pesquisas com inoculação 

de oocistos de Cryptosporidium sp. de lagartos em cinco gêneros de lagartos, 

em serpentes, galinhas e camundongos, e observaram infecção somente em 

lagartos. Após realizarem análise morfométrica dos oocistos, do sítio de 
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infecção e de estudos de transmissão cruzada, a denominação C. saurophilum 

foi proposta para esse isolado. 

 

 Embora infecção por C. saurophilum seja a mais comum em lagartos, 

eles também são infectados por C. serpentis.  Xiao et al. (2004a) realizaram 

PCR/RFLP tendo como alvo o gene da subunidade 18S do rRNA (18S rRNA), 

em 24 amostras de diversas espécies de lagartos, e observaram 10 animais 

parasitados por C. serpentis. De acordo com Xiao et al. (2002), várias espécies 

de Cryptosporidium podem ser detectadas em répteis. Upton et al. (1989) e 

O’Donoghue (1995) observaram pelo menos cinco morfotipos em répteis de 

cativeiro e selvagens e postularam que eles tem como origem a ingestão de 

oocistos de outras espécies presentes em presas ingeridas por esses animais, 

e que não colonizam o trato gastrintestinal de lagartos.   

 

Em estudos com análise filogenética de sequência do gene 18S rRNA, 

Morgan et al. (1999) descreveram três genótipos distintos: um 

morfologicamente relacionado a C. serpentis mas, geneticamente, muito similar 

a C. muris; outro genótipo analisado em posição intermediária entre C. 

serpentis e C. muris e um genótipo classificado como genótipo  camundongo, 

que é morfologicamente semelhante,  mas geneticamente  distinto de  C. 

parvum. 

 

Com base em técnicas moleculares, Xiao et al. (2004a) detectaram, em 

serpentes e lagartos, infecção por C. serpentis e por Cryptosporidium genótipo 

monitor do deserto, que anteriormente foi denominado como C. saurophilum. 

Nesse estudo, três isolados de Cryptosporidium, relatados em serpentes 

cativas, foram classificados como C. muris e C. parvum genótipo camundongo 

e C. parvum genótipo bovino, provavelmente originados de alimento ingerido 

por esses animais. Posteriormente, observaram quatro outros genótipos de 

Cryptosporidium: Cryptosporidium genótipo tartaruga, descritos em tartarugas 

terrestres, dois novos genótipos de serpentes e um novo genótipo de 
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Cryptosporidium em lagartos, todos geneticamente distintos, mas relacionados 

com C. serpentis. 

 

De acordo com Xiao et al. (2004a), um isolado de Cryptosporidium foi 

detectado em um lagarto monitor na Nova Guiné, como nova espécie de 

Cryptosporidium: C. varanii, parasitando o epitélio intestinal de um lagarto 

monitor esmeralda (Varanus prasinus), principalmente em sua porção caudal. 

Em 2008, Pavlásek e Ryan consideraram essa espécie como válida, em 

substituição a C. saurophilum. 

 
 
1.6 Patogenia, Sinais Cínicos e Lesões Macroscópicas e Microscópicas. 
  

Em 2001, Brower e Cranfield observaram que, em serpentes, 

Cryptosporidium sp. é observado em região gástrica, mas os autores 

detectaram também algumas serpentes infectadas com Cryptosporidium sp., 

em localização restrita ao intestino. Da mesma forma, Xiao et al. (2002) 

descreveram, em quelônios, formas distintas de infecção por Cryptosporidium 

gástrico e intestinal. De acordo com O’Donoghue(1995) e Xiao et al. (2004b),  

geckos leopardo (Eublepharis macularius) pode apresentar criptosporidiose 

cloacal.  

 

Em répteis, a criptosporidiose ocorre com maior frequência em 

serpentes adultas. O curso clínico nas serpentes é habitualmente demorado, 

não é auto-limitante, apresenta eliminação constante de oocistos e, quando 

infectadas, diversas serpentes manifestam doença gástrica crônica (CARMEL; 

GROVES, 1993; O’DONOGHUE, 1995) 

 

Em serpentes, a criptosporidiose pode se revelar de forma clínica ou 

subclínica e a enfermidade pode se propagar rapidamente por toda a criação 

(ALVES et al., 2005). Determinadas espécies de serpentes, mesmo sem 
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manifestar sinais clínicos, podem desenvolver severa gastrite hipertrófica, com 

eliminação intermitente de oocistos que pode persistir por anos (GRACZYK; 

CRANFIELD, 1998) 

 

Criptosporidiose em répteis, principalmente em serpentes, resulta em 

gastrite associada à anorexia, regurgitação pós-prandial, letargia, perda 

progressiva de peso e aumento de volume em região mediana do corpo, de 

consistência firme, que normalmente é fatal. Diferentemente do que ocorre em 

mamíferos, que geralmente manifestam enfermidade caracterizada por enterite 

aguda (GODSHALK et al., 1986; CARMEL; GROVES, 1993; O’DONOGHUE, 

1995; CURRENT, 1999; RAMIREZ; 2004; XIAO et al., 2004b).  

 

Em lagartos, a enfermidade resulta em anorexia, perda de peso, inchaço 

abdominal, letargia ou infecções gástricas subclínicas (DILLEHAY et al., 1986; 

O’DONOGHUE, 1995; CURRENT, 1999; RAMIREZ; 2004), podendo haver 

mortalidade (DILLEHAY et al., 1986; CURRENT, 1999; XIAO et al., 2004a). Já 

nos quelônios, foram observados sinais de gastrite e regurgitação 

(O’DONOGHUE, 1995; CURRENT, 1999).  

 

Godshalk et al. (1986) e O’Donoghue (1995) relataram que 

Cryptosporidium induz à proliferação de células da mucosa gástrica, com 

atrofia de glândulas gástricas, excesso de secreção de muco, presença de 

petéquias, gastrite hiperplásica, acentuado aumento da espessura da parede 

estomacal e das pregas longitudinais, aumento do diâmetro do estômago e 

redução do lúmen gástrico.  

 

Em diagnóstico histopatológico do estômago de serpentes, Godshalk et 

al. (1986) e O’Donoghue (1995) relataram a presença de inflamação, 

hiperplasia e hipertrofia das glândulas gástricas, edema da submucosa e 

lâmina própria, com infiltrado celular.  

Cerveny et al. (2012) relataram infecção por C. serpentis, por meio de 
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PCR convencional, em amostras fecais de diversas espécies de serpentes, 

após análise da mucosa gástrica por meio de histopatologia e 

imunofluorescência direta (IFD), e detectaram lesões histológicas graves no 

estômago e gastrite hipertrófica nesses animais. 

 
1.7  Importância da criptosporidiose em serpentários 

 

A infecção por C. serpentis apresenta importância fundamental para 

criadouros conservacionistas e comerciais e para centros de pesquisa, pois 

pode ser letal e resultar em sacrifício de toda a população existente no plantel. 

Isolados de mamíferos e aves não infectam serpentes, ao contrário do que 

ocorre com oocistos isolados de diversas espécies de répteis. Esta informação 

é de grande relevância para os centros herpetológicos e criadouros distintos, 

uma vez que alguns alojam uma ampla diversidade de répteis (CRANFIELD; 

GRACZYK, 1994; GRACZYK; CRANFIELD, 1998). 

 
 Devido à falta de um tratamento efetivo de criptosporidiose em 

serpentes, a infecção por C. serpentis normalmente resulta na eutanásia dos 

animais infectados. A ocorrência da enfermidade pode resultar em prejuízos 

inestimáveis, com perda de espécies raras. Desse modo, é necessário o 

controle da infecção em criatórios que visam à extração de peçonha para 

posterior liofilização ou produção de soros (CRANFIELD; GRACZYK, 2006).  

No Brasil, o comércio de animais de estimação silvestres está se 

expandindo, especialmente o de serpentes e lagartos. O controle da 

criptosporidiose em criadouros comerciais é importante, porque a infecção por 

Cryptosporidium pode ser transmitida entre diferentes espécies de répteis e há 

perda principalmente de matrizes, uma vez que Cryptosporidium em répteis 

infecta, com maior frequência, animais adultos (CARMEL; GROVES, 1993; 

O’DONOGHUE, 1995; GRACZYK; CRANFIELD, 1998; XIAO et al., 2004; 

RAMIREZ; 2004).  
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Em cativeiro, o manejo é a principal medida profilática para evitar a 

disseminação da criptosporidiose.  Os oocistos de Cryptosporidium são muito 

resistentes às condições ambientais, assim como à ação de diversos 

desinfetantes; da mesma forma, terapias com fármacos não são efetivas no 

tratamento (CARMEL; GROVES, 1993; GRACZYK; CRANFIELD, 1998; 

CRANFIELD; GRACZYK, 2006).  

 
1.8  Importância da criptosporidiose de répteis em Saúde Pública 

 

Embora ainda não haja comprovação de transmissão experimental de 

isolados de répteis para mamíferos, Carmel e Groves (1993) descreveram que 

as espécies de Cryptosporidium em répteis devem ser consideradas 

possivelmente patogênicas para humanos.  

 

Fayer et al. (1995) relataram que, após transmissão experimental, 

isolados de C. serpentis de serpentes não foram infectantes para 

camundongos BALB/C. No entanto, o potencial zoonótico da criptosporidiose 

de répteis tem que ser estudado, uma vez que há poucos estudos de 

transmissão cruzada em mamíferos envolvendo amostras isoladas de répteis. 

 

De acordo com Graczyk e Cranfield (1998) a detecção de infecção por 

Cryptosporidium em répteis é importante em termos de saúde pública, apesar 

da transmissão de Cryptosporidium de répteis para humanos ainda não ser 

confirmada. Porém, há possibilidade de contaminação do homem com outras 

espécies de Cryptosporidium que infectam o homem, devido à liberação da 

venda dos animais e ao maior contato com as pessoas.  

Chen e Qiu (2012) observaram a presença de oocistos de C. serpentis 

em fezes de um bezerro que apresentava diarreia. Os oocistos obtidos de 

amostra fecal do bezerro foram então inoculados em camundongos de 

laboratório da linhagem BALB/c, imunocompetentes ou imunossuprimidos, 
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havendo o desenvolvimento de infecção gástrica e eliminação de oocistos em 

fezes, o que demonstra que C. serpentis, em algumas situações, pode infectar 

hospedeiros mamíferos. 

 

1.9 Diagnóstico de criptosporidiose 
 

1.9.1 Visualização de oocistos e outros estágios evolutivos por métodos 

de concentração e/ou coloração 

 
O método de centrífugo-flutuação em solução de Sheather é o mais 

utilizado para detecção de oocistos de Cryptosporidium a partir de amostras 

fecais, por apresentar custo mais baixo. Os oocistos são visualizados como 

estruturas brilhantes, contendo grânulos negros, em microscopia de contraste 

de fase, ou como estruturas translúcidas, com coloração levemente rósea e 

com grânulos em seu interior, em microscopia óptica de campo claro 

(SRÉTER; VARGA, 2000). 

Há ainda outras técnicas que podem ser empregadas na detecção de 

oocistos de Cryptosporidium, como a coloração negativa com verde malaquita, 

na qual os oocistos são observados como estruturas brilhantes, envoltas por 

um fundo verde (ELLIOT et al., 1999), e a técnica de Kinyoun (álcool ácido 

resistente), em que os oocistos refletem coloração rósea a vermelha, contra um 

fundo verde (MA; SOAVE, 1983).  

A visualização de Cryptosporidium em tecidos é realizada por meio de 

esfregaços de mucosas corados com a técnica de coloração de Kinyoun, que 

permite excelente visualização de estágios evolutivos de Cryptosporidium 

(LATIMER et al., 1988). A técnica mais utilizada para coloração de cortes 

histológicos é a hematoxilina-eosina (HE), na qual os estágios evolutivos são 

observados como corpos esféricos basófilos, de 2,0 - 7,5 μm, na superfície das 

células epiteliais. Em cortes histológicos, são empregadas as colorações à 



32 
 

base de prata, ácido periódico de Schiff e microscopia eletrônica, de 

transmissão ou de varredura, para visualização da morfologia ultra-estrutural 

do parasito (PETRY, 2004; VALIGUROVÁ et al., 2008). 

 

1.9.2 Métodos Imunológicos  

 

Os testes imunológicos para pesquisa de oocistos ou de antígenos 

solúveis, em fezes têm substituído a análise microscópica para diagnóstico de 

criptosporidiose (KHEL et al., 1995), pois apresentam melhor sensibilidade e 

especificidade que as técnicas tradicionais de coloração e reduzem o tempo 

para diagnóstico (ARROWOOD; STERLING, 1989; JOHNSTON et al., 2003). 

 

Dentre os métodos imunológicos mais utilizados para diagnóstico de 

criptosporidiose encontram-se o ensaio imunoenzimático (ELISA) de captura 

(FAYER et al., 2000; JEX et al., 2008) e a imunofluorescência direta (IFD) 

(BIALEK et al., 2002; FAYER et al., 2000; JEX et al., 2008).  

 
 
1.9.3 Métodos moleculares  
 

As técnicas moleculares, como a reação em cadeia de polimerase 

(PCR), se caracterizam por alta sensibilidade e especificidade (BALATBAT et 

al., 1996; MORGAN; THOMPSON, 1998; JEX et al., 2008). Porém, seu custo 

elevado, quando comparado ao custo de outros métodos de detecção de 

Cryptosporidium, em amostras fecais, faz com que a detecção e caracterização 

molecular não sejam utilizadas rotineiramente em laboratórios de diagnóstico. 

 

 Levando em consideração a baixa sensibilidade do diagnóstico por 

microscopia e a impossibilidade de diferenciação entre espécies pelos métodos 

imunológicos, as técnicas baseadas em técnicas moleculares, como a PCR, 
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seguida da análise do polimorfismo no comprimento de fragmentos de DNA, 

gerados por enzimas de restrição (RFLP), ou por sequenciamento dos 

fragmentos amplificados, são aquelas que permitem a diferenciação entre as 

diferentes espécies de Cryptosporidium (SARGENT et al.,1998; MORGAN et 

al., 1999a;  SRÉTER; VARGA,  2000; JEX et al., 2008).  

 

A caracterização molecular de Cryptosporidium geralmente é realizada 

por meio da PCR seguida da RFLP ou de sequenciamento dos fragmentos 

amplificados. O locus mais utilizado é o gene da subunidade 18S do rRNA. 

Esse locus apresenta cinco cópias por genoma e, pelo fato de caracterizar 

evolução mais lenta e menor polimorfismo, é o locus de escolha para amostras 

de animais que possam estar infectados por espécies ou genótipos ainda não 

classificados (MORGAN et al., 2000a; SPANO et al., 1998; XIAO et al., 1999a; 

1999b; 2000b; 2004). 

 

Existem outros loci que podem ser utilizados, como os genes da actina 

(SULAIMAN et al., 2002), da proteína do choque térmico (Hsp70) (MORGAN et 

al., 1999b) e da proteína da parede de oocistos-COWP (XIAO et al., 2000a). 

Eles apresentam alto polimorfismo interespécies e, portanto, são muito 

importantes na análise genética de espécies ou genótipos geneticamente 

similares, como Cryptosporidium baileyi e Cryptosporidium sp. de avestruzes 

(XIAO et al., 2004).  

 

Em relação à PCR, devido às variações do método de extração de DNA, 

do gene utilizado e do protocolo da reação, e à presença de inibidores da PCR, 

(CAREY et al., 2004), há relatos de resultados superiores (MORGAN et al., 

1998b), similares (BIALEK, et al., 2002) ou inferiores (MAGI et al., 2006), 

quando esta técnica é comparada com métodos imunológicos ou de coloração. 

A PCR em tempo real pode ser empregada como um método alternativo 

ao da PCR convencional com algumas vantagens, como o diagnóstico mais 
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rápido, a diminuição de possíveis contaminantes no laboratório (amplicons), a 

ausência de procedimentos após o término da PCR, como a eletroforese, e a 

possibilidade da visualização de resultados preliminares antes do término da 

reação.  

Na literatura existem diversos relatos do uso da PCR em tempo real para 

diagnóstico ou diferenciação entre as espécies de Cryptosporidium, como C. 

parvum e C. hominis, em humanos (STROUP et al., 2006; JOTHIKUMAR et al., 

2008). Utilizando PCR em tempo real, visando ao gene da actina para detecção 

de C. parvum, Homem et al. (2012) relataram positividade de 73,2% (153/209) 

para C. parvum em amostras fecais de bovinos; na PCR convencional, seguida 

de sequenciamento dos fragmentos amplificados, a positividade foi de 56,5% 

(118/209). 

Lalonde et al. (2011) descreveram a identificação de C. parvum e C. 

muris em amostras fecais de humanos e de vários animais, por meio de PCR 

em tempo real e análise de curva de dissociação,  e ressaltaram a  importância 

dessa técnica  para detecção rápida e confiável de Cryptosporidium. 

 

Até o momento não foram encontrados informações na literatura sobre 

diagnóstico de criptosporidiose em répteis por meio da PCR em tempo real.  

 
 
1.10 Objetivos 
 

Este trabalho científico teve como objetivo padronizar a PCR em tempo 

real, tendo como alvo o gene Hsp70, para detecção de DNA de C. serpentis em 

amostras fecais de serpentes e analisar os atributos diagnósticos da PCR em 

tempo real quando comparada à nested PCR, para detecção de fragmento 

parcial do gene 18S rRNA. 
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Capítulo II - Artigo Científico                               
 

 

DETECÇÃO DE Cryptosporidium serpentis EM AMOSTRAS FECAIS DE 
SERPENTES UTILIZANDO A PCR EM TEMPO REAL 

 

Deuvânia Carvalho da Silva1, Philipp Ricardo Scaciotte de Oliveira2, Alex Akira 

Nakamura1, Camila Guariz Homem1, Kathleen Fernandes Grego3; Marcelo 

Vasconcelos Meireles1 

 
1Faculdade de Medicina Veterinária, FMV/UNESP, Araçatuba, SP, Rua 

Clóvis Pestana, nº 793, CEP: 16050-680, Araçatuba, SP.; 2Faculdade de 

Medicina Veterinária e Zootecnia, FMVZ/USP, São Paulo, SP. 3Instituto 

Butantan, São Paulo, SP. 

 
RESUMO – A infecção por Cryptosporidium serpentis é comum em répteis, em 

particular em serpentes, e é caracterizada por infecção crônica com presença 

de gastrite hipertrófica grave, que pode ser letal. Esta pesquisa teve como 

objetivo utilizar a reação em cadeia da polimerase (PCR) em tempo real, tendo 

como alvo o gene da proteína do choque térmico (Hsp70), para detecção de C. 

serpentis em amostras fecais de 503 serpentes, e determinar a sua 

especificidade e sensibilidade analíticas e epidemiológicas utilizando, como 

padrão ouro, a nested PCR para amplificação de fragmento parcial do gene da 

subunidade 18S do rRNA (18S rRNA) seguida de sequenciamento dos 

fragmentos amplificados (nPCR/S). A PCR em tempo real foi positiva para C. 

serpentis em 17 amostras (3,37%), enquanto a nPCR/S resultou em 

positividade para C. serpentis em 15 amostras (2,98%). Foi observado ainda, 

que a nPCR/S resultou em positividade para Cryptosporidium spp. em 60 

amostras (11,98%). O seqüenciamento dos fragmentos amplificados pela 

nPCR foi possível em 38 amostras e resultou na identificação de 

Cryptosporidium tyzzeri, Cryptosporidium muris, Cryptosporidium varanii e C. 
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serpentis em diversas espécies de serpentes. Os valores de sensibilidade e 

especificidade epidemiológicas da PCR em tempo real foram, respectivamente, 

93,8% e 99,5%.  Embora três amostras tenham apresentado positividade para 

C. serpentis apenas pela PCR em tempo real, e foram consideradas como 

resultado falso positivo na estimativa da especificidade e sensibilidade 

epidemiológicas, a análise da curva de dissociação indicou que essas amostras 

apresentaram a mesma temperatura de dissociação que as amostras de C. 

serpentis. Assim, podemos concluir que a PCR em tempo real visando ao gene 

Hsp70 é um método sensível e específico para a detecção de C. serpentis em 

amostras fecais de serpentes. 

 

Palavras-Chave: Cryptosporidium, diagnóstico molecular, epidemiologia, 

répteis. 
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DETECTION OF Cryptosporidium serpentis IN SNAKES FECAL SAMPLES 
USING REAL-TIME PCR 

 
ABSTRACT - Cryptosporidium serpentis infection is common in reptiles, 

especially snakes, and is characterized by chronic infection with severe 

hypertrophic gastritis, which can be lethal. This research aimed to use the real-

time polymerase chain reaction (PCR) targeting the heat shock protein (Hsp70) 

gene for detection of C. serpentis in fecal samples of 503 snakes, and to 

determine its analytical and epidemiological specificity and sensitivity using, as 

a gold standard, the nested PCR for amplification of partial fragment of the 18S 

subunit of rRNA (18S rRNA) gene followed by sequencing of the amplified 

fragments (nPCR/S). The real-time PCR was positive for C. serpentis in 17 

samples (3.37%), and nPCR/S was positive for C. serpentis in 15 samples 

(2.98%). It was also observed that the nPCR/S resulted in positivity for 

Cryptosporidium spp. in 60 samples (11.98%). Sequencing of the amplified 

fragments by nPCR was possible in 38 samples and resulted in the 

identification of Cryptosporidium tyzzeri, Cryptosporidium muris, 

Cryptosporidium varanii and C. serpentis in several species of snakes. The 

epidemiological sensitivity and specificity of real-time PCR were, respectively, 

93.8 % and 99.5 %. Although three samples were positive for C. serpentis only 

by real-time PCR, and were considered as false positive results in the 

estimation of the epidemiological specificity and sensitivity, the melting curve 

analysis indicated that these samples contained the same melting temperature 

of the C. serpentis samples. Thus, we conclude that real-time PCR targeting the 

Hsp70 gene is a sensitive and specific method for the detection of C. serpentis 

in fecal samples from snakes. 

 

Keywords: Cryptosporidium, epidemiology, molecular diagnosis, reptiles. 
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Introdução       

 

Cryptosporidium é um protozoário que pertence ao Filo Apicomplexa, e 

infecta anfíbios, aves, mamíferos e aproximadamente 80 espécies de répteis 

Há duas espécies de Cryptosporidium consideradas válidas em répteis: 

Cryptosporidium varanii (em substituição a Cryptosporidium saurophilum), mais 

frequente em epitélio intestinal de lagartos, e Cryptosporidium serpentis, 

encontrado em epitélio gástrico de serpentes (PAVLASEK; RYAN, 2008;  

FAYER, 2010). 

A infecção por C. serpentis é comum em serpentes, e se manifesta 

como gastrite hipertrófica crônica, com presença de anorexia, regurgitação pós-

prandial, letargia e aumento de volume em região mediana do corpo 

(BROWNSTEIN et al., 1977; GODSHALK et al., 1986; CARMEL; GROVES, 

1993; O’DONOGHUE, 1995).  

A criptosporidiose é uma enfermidade de extrema importância em 

criadouros conservacionistas e comerciais, centros de pesquisa e coleções de 

serpentes (CRANFIELD; GRACZYK, 1994; GRACZYK; CRANFIELD, 1998). A 

falta de um tratamento efetivo para a criptosporidiose quase sempre resulta na 

eutanásia dos animais com o intuito de controlar a infecção no criatório, muitas 

vezes levando à perda de espécies importantes e raras do plantel (ALVES et 

al., 2005). 

O diagnóstico de criptosporidiose em répteis pode ser realizado por 

métodos tradicionais, como pesquisa de oocistos em amostra fecais por 

microscopia, utilizando diversas técnicas de coloração. Entretanto, apesar de 

mais rápido e de baixo custo, o diagnóstico microscópico requer muita 

experiência, tempo e trabalho. Testes mais específicos podem ser utilizados, 

como o ensaio imuno-enzimático de captura, para detecção de antígenos 

solúveis de Cryptosporidium ou a imunofluorescência, para detecção de 
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oocistos em amostras fecais, porém, não permitem a definição da espécie do 

parasito (FAYER et al., 2000; JEX et al., 2008).  

Os métodos que tem como princípio a classificação molecular, como a 

reação em cadeia da polimerase nested PCR, seguida de sequenciamento dos 

fragmentos amplificados (SPANO et al., 1998; XIAO et al., 2000) são os mais 

utilizados para detecção e classificação da espécie ou genótipo de 

Cryptosporidium. Dentre os métodos moleculares mais recentes, destaca-se a 

reação em cadeia da polimerase (PCR) em tempo real, que apresenta alta 

sensibilidade e permite o diagnóstico de criptosporidiose clínica, bem como a 

detecção de indivíduos portadores, sendo uma valiosa ferramenta para estudos 

epidemiológicos em humanos e animais (FONTAINE; GUILLOT, 2003; DE 

WAELE et al., 2011; MINAROVICOVÁ et al., 2009; HADFIELD et al. 2011). 

Na literatura há diversos estudos sobre a utilização da PCR em tempo 

real para detecção de  Cryptosporidium, principalmente C. parvum e C. hominis 

em humanos (STROUP et al., 2006; JOTHIKUMAR et al., 2008), porém, não há 

nenhum estudo sobre a detecção específica de C. serpentis.   

O diagnóstico da criptosporidiose por PCR em tempo real pode ser 

direcionado para o gênero Cryptosporidium ou ser espécie-específico. Os 

genes alvo mais utilizados para detecção do gênero são os que codificam a 

subunidade 18S do gene do RNA ribossômico (18S rRNA), o gene da actina, a  

proteína da parede dos oocistos (COWP), a proteína CP11, a proteína do 

choque térmico (Hsp70) e o LIB3, que é um locus que codifica uma proteína de 

função desconhecida (DI GIOVANNI;  LECHEVALLIER, 2005; GUY et al., 

2003; HADFIELD et al., 2011; JOTHIKUMAR et al., 2008; LIMOR et al., 2002; 

SUNNOTEL et al., 2006).  

Até o momento, não há informações na literatura sobre diagnóstico de 

criptosporidiose em répteis, por meio da PCR em tempo real. Este trabalho 

teve como objetivo padronizar a PCR em tempo real, tendo como alvo o gene 

Hsp70, para detecção de DNA de C. serpentis, em amostras fecais de 
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serpentes, e comparar seus resultados aos do teste utilizado como padrão 

ouro, a nested PCR tendo como alvo o gene 18S rRNA, seguida de 

sequenciamento dos fragmentos amplificados (nPCR/S). 

 

Material e Métodos 

 

Amostras de fezes 

Foram utilizadas amostras fecais colhidas uma única vez, de forma 

individual, em 503 serpentes referentes a nove gêneros e 25 espécies alojadas 

no serpentário do Instituto Butantan, em São Paulo (Quadro 1). As amostras 

foram colhidas em frascos coletores universais e armazenadas em solução de 

bicromato de potássio 2,5% (concentração final), a 4°C, coadas utilizando-se 

peneiras descartáveis e submetidas à centrífugo-sedimentação em água/éter 

(MELONI; THOMPSON, 1996).  

Uma alíquota de 200 mg do sedimento resultante do processo de 

purificação foi lavada com água deionizada/tween 20 (0,1%) e armazenada a      

-20º C, em um microtubo tipo eppendorf de 2 ml, para posterior extração do 

DNA genômico.  

 

Classificação Molecular de Cryptosporidium spp.  

 

A extração do DNA genômico de Cryptosporidium foi realizada de 

acordo com o protocolo descrito por Silva et al. (2010).  A nested PCR para 

amplificação de fragmento parcial do gene 18S rRNA (XIAO et al., 2000) de 

Cryptosporidium spp. foi realizada em todas as amostras. Em todas as reações 

foram incluídos o controle positivo (DNA de C. parvum) e o controle negativo 

(água ultrapura). O produto amplificado foi analisado por eletroforese em gel de 

agarose 2%, com coloração com brometo de etídio e visualização em luz UV. 
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Quadro 1- Espécies de serpentes utilizadas para colheita de amostras de fezes 

 

 

 

 

          Nome científico             Nome comum    Número de amostras 

Boa  constrictor amarali Jiboia 32 
Boa constrictor constrictor Jiboia 9 

Bothrops   alternatus Jararaca 14 
Bothrops  atrox Jararaca 33 

Bothrops  bilineatus Jararaca 1 
Bothrops  erythromelas Jararaca 1 

Bothrops  fonsecai Jararaca 4 
Bothrops  insularis Jararaca 2 
Bothrops  jararaca Jararaca 74 

Bothrops  jararacussu Jararaca 35 
Bothrops  leucurus Jararaca 17 

Bothrops  matogrossensis Jararaca 11 
Bothrops  moojeni Jararaca 35 
Bothrops  neuwiedi Jararaca 45 

Bothrops  pauloensis Jararaca 5 
Crotalus durissus collilineatus Cascavel 22 

Crotalus durissus terrificus Cascavel 41 
Crotalus durissus vegrandis Cascavel 2 

Corallus hortulanus Suacuboia 1 
Epicrates  cenchria  cenchria Salamanta 16 

Eunectes  notaeus Sucuri 1 
Micrurus  corallinus coral verdadeira 1 

Oxyrhopus guibei coral falsa 2 
Pantherophis guttata Cobra do milho 96 

Python  regius Píton 1 
 Total 503 
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       A determinação da espécie de Cryptosporidium foi realizada por meio de 

sequenciamento dos fragmentos amplificados, após purificação utilizando o 

QIAquick Gel® Extraction kit (Qiagen GmbH, Hilden, Alemanha), e submetidas 

ao sequenciamento no ABI PRISM® DyeTerminator 3,1 kit, em um 

seqüenciador ABI 3730XL automatizado (Applied Biosystems, Foster City, 

EUA), em duplicata e nas duas direções, utilizando os oligonucleotídeos 

iniciadores da reação secundária. 

As sequências consenso foram determinadas utilizando o software 

CodonCode Aligner v. 2.0.4 (CodonCode Corporation, Dedham,  

Massachusetts, USA), considerando somente os nucleotídeos com qualidade 

acima de 20, e alinhadas com sequências homólogas publicadas no GenBank, 

utilizando o software Clustal X (THOMPSON et al., 1997) e o Bioedit Sequence 

Alignment Editor (HALL, 1999). 

 

Reação em cadeia da polimerase em tempo real  

 

A PCR em tempo real para amplificação de um fragmento de 117 pb do 

gene Hsp70 de C. serpentis foi realizada utilizando os oligonucleotídeos 

iniciadores 5´ GGAGATTAAGAACCTCATGTGAACGT 3´                                                          

e 5´ CACGGCTTATAGAGACAGAGTAATCAA  3´, que foram elaborados com 

auxílio do programa Primer Express® versão 3.0 (Applied Biosystems). Foi 

realizada análise in silico para verificação da especificidade dos 

oligonucleotídeos iniciadores utilizando o Basic Local Aligment Search Tool 

(BLAST) (Quadro 2). 
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Quadro 2- Oligonucleotídeos iniciadores utilizados na PCR em tempo real para   
                detecção de sequência do gene Hsp70 de C. serpentis  

 
Espécie 

Oligonucleotídeos 
iniciadores Posição* Sequência 5´- 3´ 

Produto 
amplificado 

(pb) 

C. serpentis 

 
 Senso    782   a 807 GGAGATTAAGAACCTCATGTGAACGT 

117  Anti-senso    872 a 898 CACGGCTTATAGAGACAGAGTAATCAA 

*Posição de anelamento no gene Hsp70 de C. serpentis (GenBank AF221541). 
 

 

A reação foi padronizada por meio de determinação da curva de 

regressão padrão, utilizando como DNA um fragmento de 475 pb 

correspondente à sequência parcial do gene Hsp70 de C. serpentis (GenBank 

AF221541) (Quadro 3). O fragmento foi amplificado a partir de DNA genômico 

de C. serpentis por meio de nested PCR utilizando os oligonucleotídeos 

iniciadores 5´GGATGCTGGTGCAATTGCTGG 3´ e  

5´ACCACGTGGAGCTGGTGGAA 3´, para a reação primária, e 

5´CGCCTGAACTGCAGCACCATA3´ e 5´GGCAACAGCTGGTGATACACA 3´ 

para a reação secundária, elaborados com utilização do software Primer Blast. 

Os fragmentos amplificados pela nested PCR foram purificados utilizando o 

QIAquick Gel ® Extraction kit (Qiagen GmbH, Hilden, Alemanha) e utilizados 

em diluições seriadas na base 10 (4ng a 40 fg) para determinação da curva de 

regressão padrão. Cada diluição foi testada em triplicata. 
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Quadro 3- Oligonucleotídeos iniciadores utilizados na nested PCR para   
                amplificação de fragmentos do gene Hsp70 de C. serpentis 
 

*Posição de anelamento no gene Hsp70 de C. serpentis (GenBank AF221541) de 
serpentes.  

 

Inicialmente foram realizados os testes de concentração dos 

oligonucleotídeos iniciadores e da temperatura de anelamento, e verificação do 

tamanho do fragmento amplificado, por meio de eletroforese em gel de agarose 

3%. As condições ideais da reação foram estabelecidas como: preparação de 

20 L de solução contendo 10 µL de SsoFast™ EvaGreen® Supermix, 400 nM 

de cada oligonucleotídeo  iniciador e 2 µL de DNA. O ciclo de amplificação 

consistiu em desnaturação inicial por 2 minutos a 98°C, seguida por 40 ciclos 

de 5 segundos a 98°C e 5 segundos a 60°C. Após o término da reação, os 

produtos amplificados foram submetidos a aumento na temperatura de 65 a 

95°C, com variação de 0,2°C e leitura por 10 segundos, para análise da curva 

de dissociação.     

 

Sensibilidade analítica da PCR em tempo real 

 

O cálculo da sensibilidade analítica foi realizado com oocistos de C. 

serpentis isolados de amostras de fezes de cobra do milho (Pantherophis 

guttatus), quantificados em câmara de Neubauer (BENNETT et al., 1999) e 

diluídos de forma seriada para obtenção de aproximadamente 104, 103, 102, 

 

Espécie 

Oligonucleotídeos 

iniciadores  
       Posição*                       Sequência 5´- 3´ 

Produto 
amplificado 

(pb) 

C. serpentis 

Oligonucleotídeo 
iniciador externos 
Senso/anti-senso 

   474 a 494 
1391 a 1410          
                   

 
     
   GGATGCTGGTGCAATTGCTGG 
ACCACGTGGAGCTGGTGGAA                                                                                                                                                                                                                                                
                            

       937 

 

        475 Oligonucleotídeo 
iniciador internos 
Senso/anti-senso 

 
657 a 677 

1111 a 1131 

 
 

       CGCCTGAACTGCAGCACCATA  
   GGCAACAGCTGGTGATACACA                                                                                      
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101 e 100 oocistos em 2 L de uma solução de Chelex 100® 50% em TE 

(10mM Tris, 1mM EDTA, pH 8,0), com volume final de 200 L. Uma amostra 

não foi adicionada com oocistos de C. serpentis, para ser utilizada como 

controle. O DNA genômico dos oocistos foi extraído de acordo com protocolo 

de Di Giovanni e LeChevallier (2005). 

 

Especificidade analítica da PCR em tempo real 

 

Amostras de DNA genômico de C. andersoni, C. galli, Cryptosporidium 

genótipo II de aves, C. muris, C. parvum e C. tyzzeri, previamente identificadas 

e armazenadas no laboratório de Ornitopatologia da Faculdade de Medicina 

Veterinária da UNESP, Campus de Araçatuba, foram testadas por meio da 

PCR em tempo real, em duplicata, para verificação da especificidade analítica 

da reação.  

 

Sensibilidade e especificidade epidemiológicas e valores preditivos positivo e 

negativo da PCR em tempo real 

 

A nested PCR para amplificação de fragmento do gene 18S rRNA  foi 

utilizada como padrão ouro, e o cálculo da sensibilidade e especificidade 

epidemiológicas e dos valores preditivos positivo e negativo da PCR em tempo 

real  foi realizado utilizando as fórmulas: sensibilidade=a/(a+c)x100; 

especificidade= d/(b+d)x100; VPP= valor preditivo positivo = a/ (a+b) e VPN= 

valor preditivo negativo= d/(c+d), onde a= verdadeiro positivo, b= falso positivo, 

c= falso negativo e d= verdadeiro negativo. 
 

Análise estatística 

 
O índice de concordância entre os dois testes utilizados foi determinado 

pela pelo coeficiente Kappa, com intervalo de confiança de 95% (COHEN, 

1960). 
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Resultados e Discussão 
 

Neste trabalho, foi feita a opção pela amplificação do gene Hsp70, que 

apresenta alto polimorfismo entre diferentes espécies do parasito (SULAIMAN 

et al., 2000), e apresenta também um grande número de sequências 

publicadas no GenBank, o que permite a comparação das sequências entre as 

espécies e genótipos de Cryptosporidium.  

A curva de regressão padrão da PCR em tempo real resultou em 

eficiência de 97,6%, R2: 0,99 e slope: - 3,38 (Figura 1).  O fragmento de DNA 

de C. serpentis amplificado apresentou temperatura de dissociação de 75,8 a 

76°C (Figura 2).  

O teste da especificidade analítica revelou amplificação de DNA de C. 

galli, apesar de haver substituições de nucleotídeos na região de anelamento 

dos oligonucleotídeos senso (3) e antisenso (2) (Quadro 4). No entanto, é 

possível a diferenciação entre as duas espécies pela temperatura de 

dissociação de C. galli (77,5ºC). O cálculo da sensibilidade analítica da PCR 

em tempo real revelou detecção de aproximadamente 10 oocistos de C. 

serpentis (Figura 3). Homem et al. (2012) detectaram resultados semelhantes 

com a PCR em tempo real, tendo como alvo o gene da actina, para detecção 

de C. parvum em amostras fecais de bezerros. 
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Figura 1. Curva de regressão padrão da amplificação por PCR em  
                tempo real  de  diluições, na base 10, de 4ng a 40 fg de  
                DNA de fragmento parcial de DNA do gene Hsp70 de 
                C. serpentis. 
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A PCR em tempo real foi positiva para C. serpentis em 17 amostras 

(3,37%), com ciclo limiar médio (Ct) de 22,04, e os valores mínimo e máximo 

de Ct foram 13,60 e 30,48, respectivamente. A nPCR/S resultou em 

positividade para C. serpentis em 15 amostras (2,98%) (Tabela 1).   

Pela nPCR/S foi observada positividade para Cryptosporidium spp. em 

60 (11,98%) amostras (Tabela 1). O seqüenciamento dos fragmentos 

amplificados pela nPCR foi possível em 38 amostras e resultou na identificação 

de C. tyzzeri em Bothrops jararaca (2), Bothrops neuwiedi (3), Crotalus 

durissus terrificus (1) e Crotalus durissus collilineatus (1); C. muris em  B. 

jararaca (2); Bothrops erythromelas (1) e P. guttatus (1),  C. varanii em 

Bothrops matogrossensis (1), Eunectes notaeus (1) e  P. guttatus (10)  e C. 

serpentis em  P. guttatus (13), Epicrates cenchria cenchria (1) e Boa constrictor 

constrictor  (1) (Tabela 1). Cerveny et al., 2012 descreveram resultados 

semelhantes com amplificação de C. serpentis em diversas espécies de 

serpentes por meio do PCR convencional, após o diagnóstico de biópsia 

gástrica. 

 
A PCR em tempo real apresentou 93,84% de sensibilidade 

epidemiológica e 99,5% de especificidade epidemiológica, e o índice Kappa foi 

de 0,871, considerado muito bom (Tabela 2) A PCR em tempo real geralmente 

apresenta maior sensibilidade quando comparada à nPCR (YANG et al., 2009; 

DE WAELE et al., 2011; HOMEM et al., 2012). Embora três amostras tenham 

apresentado positividade para C. serpentis apenas pela PCR em tempo real, e 

foram consideradas como resultado falso positivo na estimativa da 

especificidade e sensibilidade epidemiológicas, a análise da curva de 

dissociação indicou que essas amostras apresentaram a mesma temperatura 

de dissociação que as amostras de C. serpentis.  

 
 

75,8 a 76°C  
C. serpentis  77,5°C  

C. galli 
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Figura 2. Especificidade analítica das amostras de DNA de C. galli, C.  
               andersoni, C. tyzzeri, C. parvum, genótipo II de aves, C.  
               muris e C. serpentis. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 

75,8 a 76°C  
C. serpentis 
 

     77,5 
  C. galli 
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Figura 3. Determinação da sensibilidade analítica da PCR em tempo real para  

amplificação do gene Hsp70 nas diluições de 104 a 100 oocistos de C.          
serpentis. 

 
 
 
 

Pela nPCR/S, C. muris e C. tyzzeri foi detectado nas serpentes dos 

gêneros Crotalus e Bothrops e provavelmente são originados dos roedores 

utilizados como alimentação, não colonizam o epitélio gastrintestinal de 

serpentes e são eliminados de forma passiva, em fezes (KARASAWA et al., 

2002). Também foi observada positividade para C. varanii, espécie pouco 

estudada em serpentes, mas que já foi encontrada em diversas espécies de 

serpentes (PAVLASEK; RYAN, 2008; RICHTER et al., 2011) (Tabela 1), e foi 

também relacionada à ocorrência de diarreia e regurgitação pós-prandial 

persistente em Elaphe guttata guttata (PLUTZER; KARANIS, 2007).  
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**nr: amostra positiva pela nested PCR e negativa pela PCR em tempo real. A espécie não foi identificada  
*nd: A espécie não foi identificada por sequenciamento devido à pequena quantidade de DNA amplificado pela nested PCR.  
 
 
 

Tabela 1. Amostras fecais de serpentes positivas para Cryptosporidium spp.  pela  nested PCR ou positivas para C. serpentis de 
                 serpentes pela PCR em tempo real e identificação molecular da  espécie 

Nome científico Nome comum 

Nested-PCR e PCR em tempo real 

Número de amostras positivas/total de 
amostras colhidas por espécie de 

serpente (%) 

Nested-PCR 
(Cryptosporidium spp.) 

PCR em tempo real 
(C. serpentis) 

Sequenciamento dos fragmentos da 
nested - PCR 

Boa  constrictor amarali Jiboia 0/32 - - _ 
Boa constrictor constrictor  Jiboia 1/9 (11.1) 1 1 C. serpentis 

Bothrops   alternatus  Jararaca 2/14 (14.28) 2 _ nd* 
Bothrops  atrox  Jararaca 0/33 _ _ _ 

Bothrops  bilineatus  Jararaca 0/1 _ _ _ 
Bothrops  erythromelas  Jararaca 1/1 (100) 1 _ C. muris 

Bothrops  fonsecai  Jararaca 0/4 _ _ _ 
Bothrops  insularis  Jararaca 1/2 (50) 1 _ nd* 
Bothrops  jararaca  Jararaca 7/74 (9.45) 7 _ C. tyzzeri (2) , C. muris (2), nd* (3) 

Bothrops  jararacussu  Jararaca 4/35 (11.42) 4 1 nd* 
Bothrops  leucurus  Jararaca 2/17 (11.76) 2 _ nd* 

Bothrops  matogrossensis  Jararaca 1/11 (9.09) 1 _ C. varanii 
Bothrops  moojeni  Jararaca 3/35 (8.57) 3 _ nd* 
Bothrops  neuwiedi  Jararaca 4/45 (8.88) 4 _ C. tyzzeri  (3), nd* (1) 

Bothrops  pauloensis  Jararaca 0/5 _ _ _ 
Crotalus durissus 

collilineatus  Cascavel 3/22 (13.63) 3 _ C. tyzzeri (1), nd* (2) 
Crotalus durissus terrificus  Cascavel 1/41 (2.4) 1 _ C. tyzzeri (1) 

Crotalus durissus 
vegrandis  Cascavel 0/2 _ _ _ 

Corallus hortulanus  Suacuboia 0/1 _ _ _ 
Epicrates  cenchria 

cenchria  Salamanta 1/16 (6.25) 1 1 C. serpentis 
Eunectes  notaeus  Sucuri 1/1 (100) 1 _ C. varanii 

Micrurus  corallinus  coral verdadeira 0/1 _ _ _ 
Oxyrhopus guibei  coral falsa 0/2 _ _ _ 

Pantherophis guttata  Cobra do milho 28/96 (29.16) 28 14 C. muris (1), C. serpentis (13), C. varanii (10), 
nd* (3), nr** (1) 

               Python  regius  Píton 0/1 _ _ _ 
Total 

 
      60/503 (11,92) 60 17 
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Quadro 4- Alinhamento dos primers específicos para o gene Hsp70 de C. serpentis com sequências de       
Cryptosporidium geneticamente mais relacionadas a C. serpentis. 

 
 
 
 
 
 
 
 
 

 26 

 

Espécie ou Genótipo 

de Cryptosporidium 

Identificacão das 

Sequências no 

GenBank 

Alinhamento das Sequências 

   

     785       795       805       815       825       835        

  ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 

C. serpentis
1
 AF221541 AGGAGATTAAGAACCTCATGTGAACGTGCAAAGAGAACACTTTCTTCATCTACACAAGCA 

C muris
2
 AF221543 ..A............CAG.......................................... 

C. galli
2
 AY168849 ..A............CA..................G..............C......... 

C. andersoni
2
 FJ463198 ..A............CAG.......................................... 

C.genótipo III de aves
2
 AB471664 ...............CA...............A...........C............... 

   

   

      845      855       865       875       885       895         

  .....|...|....|....|....|....|....|....|....|....|....|.... 

C. serpentis
1
 AF221541 ACAATTGAATTGGATTCTTTATTTGAAGGTATTGATTACTCTGTCTCTATAAGCCGTGC 

C. muris
2
 AF221543 .....C..............G..C...........C....T...A........T..... 

C. galli
2
 AY168849 ...G..........C.......................T..............T..... 

C. andersoni
2
 FJ463198 .....C..............G..C...........C....T...A........T..... 

C. genótipo III de aves
2
 AB471664 ...G......................................A.TA.......T..... 
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Três amostras foram positivas para C. serpentis apenas pela PCR em 

tempo real, e foram consideradas como resultado falso positivo para determinação 

da especificidade e sensibilidade epidemiológicas, utilizando como padrão ouro a 

nPCR/S (Tabela 2). No entanto, a análise da curva de dissociação do fragmento 

amplificado a partir dessas amostras indicou temperatura de dissociação idêntica 

às das amostras de C. serpentis, o que demonstra que elas correspondem a 

resultados verdadeiros positivos, e que a PCR em tempo real na realidade 

apresentou sensibilidade epidemiológica superior à nPCR.   

Durante o curso da infecção por C. serpentis são comuns a intermitência e 

variação na quantidade de oocistos eliminados em amostras fecais (GRACZYK et 

al., 1996b; GRACZYK; CRANFIELD, 1996; KARASAWA et al., 2002; SEVÁ et al., 

2011, PAIVA et al., 2013), tanto em animais sintomáticos, como assintomáticos, o 

que dificulta o diagnóstico microscópico e resulta em diagnóstico falso-negativo, o 

que reforça a necessidade de desenvolvimento de técnicas mais sensíveis para 

diagnóstico de criptosporidiose em serpentes (GRACZYK; CRANFIELD, 1998). 

As espécies de Cryptosporidium presentes em fezes só podem ser 

determinadas por técnicas de biologia molecular, sendo que a mais utilizada é a 

nPCR/S, que apresenta como desvantagens o fato de ser realizada em duas 

etapas (PCR e nPCR), a necessidade de realização de eletroforese, de purificação 

do fragmento amplificado e sequenciamento para identificação da espécie de 

Cryptosporidium. A PCR em tempo real desenvolvida neste trabalho, por suas 

características de alta sensibilidade e especificidade, representa uma alternativa 

rápida e específica para o diagnóstico de infecção por C. serpentis em amostras 

fecais.  
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Tabela 2. Desempenho do PCR em tempo real, considerando a nested PCR e sequenciamento como padrão 
                ouro para diagnóstico de infecção por C. serpentis 
 

 
 

PCR em                                                          
tempo real 

                                  
                      Nested PCR e sequenciamento                Total 

  
                                         Positivo                     Negativo 

           Positivo 14      3  17 

          Negativo  1    485 486 

            Total 15    488 503 

Sensibilidade/IC* 
  93,84%  
 (58,97 a  
 93,91%) 

      -    - 

Especificidade/IC*                - 
 99,50% 
(98,84 a 
99,96%)  

   - 

    VPP/IC*  
           82,35% 
          (70,18 a  
          98,81%) 

      -    - 

   VPN/IC*                - 
 99,79% 
(98,21 a 
99,79%) 

   - 

   *IC- Intervalo de confiança,  VPP- Valor preditivo positivo, VPN- Valor preditivo negativo
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         CONCLUSÕES 
  

A PCR em tempo real visando à amplificação de um fragmento parcial 

do gene Hsp70, quando comparada à nested PCR para amplificação de 

fragmento parcial do gene 18S rRNA seguida de sequenciamento do 

fragmento amplificado, demonstrou ser uma técnica com características de 

alta sensibilidade e especificidade analíticas e epidemiológicas, para 

diagnóstico da infecção por C. serpentis. 
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