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RESUMO

Dentre os muitos fatores que im-
pactam negativamente a biodi-
versidade mundial (como desma-
tamento, poluição e aquecimento 
global), as doenças infecciosas 
são consideradas um grande pro-
blema para a conservação da flora 
e fauna. Principalmente em rela-
ção aos anfíbios, que constituem 
o grupo de vertebrados mais ame-
açado da atualidade, as doenças 
infecciosas já foram responsáveis 
por declínios e extinções de popu-
lações naturais em todos os con-
tinentes. Os principais patógenos 
conhecidos até o momento que 
apresentam maior impacto sobre 
esse grupo são os dois fungos cau-
sadores da quitridiomicose (Ba-
trachochytrium dendrobatidis e 

especial anfíbios.
em vertebrados ectotérmicos, em 
lizar  diagnósticos  de  ranavirose 
incentivar  pesquisadores  a  rea- 
a detecção do Ranavirus a fim de 
uma  revisão  de  protocolos  para 
o  nosso  interesse  em  apresentar 
de  anfíbios  no  Brasil  despertou 
se  vírus  em  populações  naturais 
países. A recente descoberta des- 
duos  desses  grupos  em  diversos 
mortalidade  em  massa  de  indiví- 
foram  relacionados  a  eventos  de 
também  aos  peixes  e  répteis,  e  já 
não  somente  aos  anfíbios,  mas 
navirus constituem  uma  ameaça 
navirus.  Os  vírus  do  gênero Ra- 
vorans)  e  os  vírus  do  gênero Ra- 
Batrachochytrium   salamandri- 
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INTRODUÇÃO

A ranavirose é uma doença 
infecciosa emergente com 
rápida disseminação e alta 

letalidade que acomete os vertebrados 
ectotérmicos (peixes, anfíbios e rép-
teis), sendo cada vez relatada com mais 
frequência (Mazzoni et al. 2009; Duf-
fus et al. 2015). Essa combinação entre 
gravidade e aumento no número de ca-
sos tornou obrigatória a sua notificação 
à Organização Mundial de Saúde Ani-
mal (OIE; Schloegel et al. 2009). No 
Brasil, a notificação deve ser feita di-
retamente ao Ministério da Agricultu-
ra, Pecuária e Abastecimento (MAPA) 
que através do Serviço Veterinário Ofi-
cial (SVO) investiga o caso e repassa os 
dados à OIE (MAPA 2020). A doença 

recebe esse nome por ser causada por 
agentes virais grandes de DNA (entre 
120 e 200 nm) do gênero Ranavirus 
(Rv), da família Iridoviridae (Chinchar 
2002), sendo atualmente divididos em 
dois grupos: i) os Rv associados aos an-
fíbios (AARVs – Amphibian-associa-
ted ranaviruses) que também podem 
infectar répteis, incluem as linhagens 
Frog virus 3 (FV3-like), Ambystoma 
tigrinum virus (ATV-like) e Common 
midwife toad virus (CMTV-like), e ii) 
os Rv associados aos peixes: Grouper 
iridovirus (GIV-like), European catfish 
virus (ECV-like) e Epizootic haema-
topoietic necrosis virus (EHNV-like) 
(Jancovich et al. 2015; Price et al. 2016; 
Candido et al. 2019; Fig. 1).

Figura 1. Relações filogenéticas dos grupos de espécies de Ranavirus (baseada em Candido et al. 
2019). AARV (Amphibian-associated ranaviruses) se refere ao grupo dos Ranavirus associados 
aos anfíbios.
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Figura 2. Indivíduo de Pelophylax perezi co-
letado na Serra das Estrelas, Portugal, apre-
sentando sinais clínicos no focinho da doença 
causada pelos Ranavirus. 
Foto: João Martins.

A linhagem FV3 e similares (FV3-li-
ke) apresentam distribuição global e 
já foram responsáveis por declínios de 
peixes, anfíbios e répteis, tanto em ca-
tiveiro quanto em ambientes naturais 
(Duffus et al. 2015). No Brasil, o Rv foi 
relacionado com eventos de mortali-
dade em massa de girinos de rã-touro, 
Aquarana catesbeiana (Shaw, 1802), 
em ranários (Galli et al. 2006; Mazzoni 
et al. 2009; Candido et al. 2019) e em 
populações selvagens no sul da Mata da 
Atlântica (Ruggeri et al. 2019).

Existem diferentes métodos utilizados 
para a detecção de Rv, incluindo detec-
ções histológicas, e moleculares tan-
to por reação em cadeia da polimera-
se (PCR) convencional como por PCR 
quantitativo em tempo real (qPCR). 
Com o objetivo de incentivar a inves-
tigação do Rv em espécies da herpe-
tofauna brasileira, apresentamos aqui 
um resumo dos protocolos mais utiliza-
dos para a detecção de Rv em anfíbios 
(AARVs), bem como uma comparação 
entre os métodos (Tab. 1). Ainda, apre-
sentamos reagentes alternativos para o 
protocolo de Candido & Sousa (2018; 
Tab. 2).

MÉTODOS DIAGNÓSTICOS

Métodos não invasivos: diagnós-
tico visual

Os sinais clínicos da infecção por Rv 
em anfíbios consistem principalmente 
em lesões na pele, hemorragia inter-
na, eritema (Fig. 2) e comportamento 

anormal do animal, como natação er-
rática e perda de flutuabilidade (Miller 
et al. 2015). Alguns espécimes também 
podem apresentar distensão abdomi-
nal, cor pálida e enfraquecimento dos 
membros. Animais com sistema imune 
comprometido costumam desenvolver 
a doença rapidamente, principalmente 
durante o estágio larval e durante a me-
tamorfose (Mazzoni et al. 2009). Como 
os sintomas não são exclusivos da do-
ença causada por Rv, recomenda-se 
que o diagnóstico visual é um método 
que deve ser confirmado com um exa-
me mais assertivo. Porém, é de extre-
ma importância que qualquer animal 
que apresente esses sinais clínicos seja 
isolado do restante da população sem-
pre que possível (Pessier & Mendelson 
2010).
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Métodos invasivos: não letais

Utilizam-se como formas não letais de 
diagnóstico do Rv, principalmente, a 
coleta da ponta de dedo ou artelho (ar-
ticulação de falanges), cauda de girinos, 
amostras de sangue, e de secreção a par-
tir do suabe da região da cloaca, cavida-
de oral ou lesões na pele (Pessier & Men-
delson III 2010; Gray et al. 2012; Miller 
et al. 2015). A coleta dessas amostras, 
abaixo descritas, deve ser realizada com 
cautela para evitar contaminação cruza-
da entre as amostras, sendo imprescin-
dível a troca de luvas entre o manuseio 
dos animais. Além disso, todos os ins-
trumentos envolvidos nesses processos 
de manuseio devem ser esterilizados 
com imersão em álcool P.A., seguido de 
exposição à uma chama aberta (Forzán 
& Wood 2013), ou por imersão em de-
sinfetante Virkon S a 1% por, no míni-
mo, 20 minutos (Bryan et al. 2009). Es-
sas amostras podem ser testadas para a 
presença do Rv por sorologia (amostras 
de sangue) ou a partir de técnicas mo-
leculares, como PCR ou qPCR. Porém, 
essas técnicas podem gerar falsos nega-
tivos e, portanto, é indicado que elas se-
jam utilizadas de forma complementar 
umas com as outras no mesmo indiví-
duo (Gray et al. 2012).

Amostras de falanges

A coleta é realizada amputando-se um 
dígito do animal com auxílio de pinça e 
tesoura esterilizados. Cada amostra deve 
ser armazenada em um microtubo estéril 
contendo etanol 70% (Miller et al. 2015).

Amostras de cauda de girinos

Com uma tesoura esterilizada, corta-
-se cerca de 0.5 a 1 cm da extremidade 
distal da cauda do girino, que deve ser 
armazenada em um microtubo estéril, 
preferencialmente em temperatura de 
-80 °C até a extração do DNA (Gray et 
al. 2012), ou em microtubo estéril con-
tendo etanol 70% em temperatura am-
biente.

Amostras de sangue

A coleta de amostra de sangue é feita 
por punção da veia abdominal ou cardí-
aca do animal utilizando agulha de cali-
bre 25G (0.5 mm; Pessier & Mendelson 
2010). A amostra sanguínea deve ser 
imediatamente inserida em um cartão 
FTA (qualquer marca), onde será trans-
portado até o laboratório.

Amostras coletadas por suabes

O suabe deve ser passado nas regiões 
alvo, rodando suavemente o suabe na 
cavidade oral ou cloacal por 3 a 5 se-
gundos, ou esfregada de forma cuida-
dosa na lesão. O mesmo suabe pode ser 
utilizado para a região bucal e cloacal 
do mesmo indivíduo (Goodman et al. 
2013). Cada suabe deve ser mantido em 
um microtubo estéril com etanol abso-
luto (99.5%) em temperatura ambiente 
ou em um microtubo estéril a seco em 
temperatura de -20 °C, até extração do 
DNA em laboratório (Miller et al. 2015).
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TÉCNICAS MOLECULARES

As técnicas moleculares para detecção 
do Rv em amostras provenientes do 
hospedeiro utilizam marcadores mole-
culares para a amplificação parcial do 
gene que codifica a proteína principal 
do capsídeo (Major Capsid Protein: 
MCP). Essa é uma região conservada 
entre as espécies do gênero Ranavirus 
e, portanto, permite a detecção do ví-
rus independentemente da linhagem. 
Porém, a região alvo do gene MCP e os 
oligonucleotídeos (primers) utilizados 
na amplificação parcial desse gene va-
riam entre os protocolos, que apresen-
tam produtos de diferentes tamanhos e 
sequências de nucleotídeos (Mao et al. 
1997; Allender et al. 2013).

Para a detecção quantitativa do vírus 
nas amostras, utiliza-se a técnica da re-
ação em cadeia da polimerase em tem-
po real (qPCR), na qual a maioria dos 
protocolos conhecidos envolve o uso 
de uma sonda TaqMan (Pallister et al. 
2007; Allender et al. 2013; Kolby et al. 
2014; Warne et al. 2016; Leung et al. 
2017), embora também existam proto-
colos que utilizam o corante SYBR Gre-
en (Jaramillo et al. 2012). Ainda que 
nenhuma dessas técnicas moleculares 
permita identificar se o vírus está ativo 
dentro do hospedeiro, o uso do qPCR é 
vantajoso em relação ao PCR conven-
cional, pois permite a quantificação de 
cópias virais (i.e., fornece dados de car-
ga viral), enquanto o PCR convencional 
somente permite a detecção (i.e., so-

mente dados de ocorrência da infecção) 
do DNA viral na amostra analisada. Por 
outro lado, quando o objetivo é o pos-
terior sequenciamento da região alvo 
do vírus, a técnica comumente utiliza-
da para a obtenção do produto é o PCR 
convencional.

PCR Convencional (PCR)

Existem diversos protocolos para a 
detecção de Rv por PCR convencio-
nal (e.g. Mao et al. 1997; Mazzoni et 
al. 2009) e deve-se ter em mente que 
a temperatura de anelamento (Ta) dos 
primers à sequência de DNA alvo pode 
variar de acordo com os oligonucleo-
tídeos utilizados (Tab. 3). Destacamos 
o protocolo de Mazzoni et al. (2009), 
pois foi desenvolvido a partir da linha-
gem FV3-like isolada durante um even-
to de mortalidade em massa de girinos 
de rã-touro em ranário brasileiro. Esse 
protocolo utiliza primers desenhados 
para amplificar 1483 pares de base (pb) 
do gene MCP dessa linhagem FV3-like  
(Tab. 3), e 233 pb do gene DNA-depen-
dente da RNA polimerase II (Pol-III 
primer senso: TCACCGCCGCAGACA-
TCTTTAG; primer anti-senso: GTAAC-
CGTTCTTTTCGCAGTGG).

Cada reação utiliza entre 1 e 5 µL do 
DNA da amostra, 12.5 µL do reagen-
te GoTaq® DNA Polymerase (Pro-
mega, EUA), 1.0 µL de cada primer a  
10 µM, e água ultrapura até completar 
o volume de 25 µL. As condições de ter-
mociclagem utilizadas neste protocolo 
são: uma etapa de pré-aquecimento em  
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Tabela 1. Comparação entre os métodos comumente utilizados para detecção de 

Ranavirus em amostras biológicas.

Histologia PCR 
convencional                        qPCR

Protocolo HE Taq polimerase SYBR green TaqMan

Tipo de amos-
tra biológica

Tecido Cultura do vírus / 
DNA ambiental / San-
gue / Tecido

Cauda / Falange / 
Sangue / Secreção 
(cloaca, oral, lesão) / 
Tecido

Cauda / DNA am-
biental / Falange / 
Sangue / Secreção 
(cloaca, oral, lesão) 
/ Tecido

Extração de 
DNA

Não Sim Sim Sim

Quantificação 
do DNA alvo

Não Não Sim Sim

Número de 
amostras

~ 150 amos-
tras por bloco 
de parafina/

resina

Até 94 amostras (sim-
plicata) + NTC + con-
trole positivo

Até 188 amostras 
(duplicata) + NTC + 
controle positivo

Até 188 amostras 
(duplicata) + NTC + 
controle positivo

Custo* ~ USD 12.00 
por bloco 
(múltiplos 

cortes)

~USD 3.00 por amos-
tra + valor extração 
DNA

~ USD 10.42 por 
amostra + valor 
extração DNA

~ USD 11.35 por 
amostra + valor 
extração DNA

Vantagens Não necessita 
extrair o DNA

Permite sequencia-
mento do produto de 
PCR

Quantificação em 
tempo real

Alta confiabilidade 
devido ao uso da 
sonda; quantifica-
ção em tempo real

Desvantagens Somente post-
-mortem; não 

possibilita 
quantificação 
do DNA alvo

Não permite quanti-
ficação viral na amos-
tra; a visualização dos 
resultados é feita por 
eletroforese

Inespecífico (se liga 
a qualquer molécula 
de DNA); formação 
de dímeros de pri-
mers

Custo alto devido ao 
uso de sonda fluo-
rescente; necessita 
extração de DNA

*O custo por reação para cada método foi calculado em dólares americanos (taxa de 
conversão BRL 5: USD 1) considerando o valor médio dos reagentes e material de con-
sumo utilizados. 



83

Herpetologia Brasileira vol. 10 n.o 2 - Métodos em Herpetologia

105 °C seguida de 2 minutos a 95 °C. 
Para os primers MCP devem-se utilizar 
40 ciclos de: 60 segundos a 95 °C (des-
naturação), seguido por 60 segundos a  
60 °C (anelamento), e 90 segundos a 
72 °C (extensão). Já para os primers 
Pol-II, deve-se utilizar 40 ciclos de: 60 
segundos a 95 °C, seguido por 60 se-
gundos a 60 °C, e 30 segundos a 72 °C. 
A extensão final deve ocorrer por 5 mi-
nutos a 72 °C.

PCR em Tempo Real (qPCR)

A qPCR além de permitir a análise 
quantitativa do DNA genômico alvo 
na amostra, é considerada uma técni-
ca precisa e com alta sensibilidade de 
detecção (Pallister et al. 2007). Essas 
características tornam essa técnica pre-
ferencial em relação ao PCR convencio-
nal quando o objetivo vai além da sim-
ples detecção do vírus na amostra.

Existem dois principais ensaios de 
qPCR utilizados: o ensaio com SYBR 
Green, no qual este corante se interca-
la aos pares de base de qualquer mo-
lécula de DNA amplificada na reação; 
e o ensaio TaqMan, no qual se utiliza 
uma sonda fluorescente específica para 
o segmento do gene alvo. A principal 
diferença entre estas técnicas está na 
presença da sonda utilizada no ensaio 
TaqMan, que é constituída de oligonu-
cleotídeos marcados com um corante 
reporter fluorescente na extremidade 
5’ e um corante quencher silenciador 
na extremidade 3’. Quando as sondas 

se ligam ao segmento alvo, elas emitem 
luz. Já o corante SYBR Green é detec-
tado quando ocorre a amplificação do 
DNA reconhecido pelos primers utili-
zados na reação. Em ambos os casos, a 
luz emitida é acumulada ao longo dos 
ciclos da qPCR, permitindo assim a 
quantificação do DNA genômico alvo 
na amostra.

Para os dois tipos de ensaio, a quan-
tificação do DNA genômico alvo nas 
amostras é baseado em uma curva pa-
drão constituída por diluições seriadas 
(1:10) com quantidade de cópias virais 
conhecidas nas concentrações que po-
dem variar entre 100 e 109, dependendo 
do protocolo a ser seguido. Essa curva 
padrão deve ser preparada com as dilui-
ções seriadas em duplicata (ou triplica-
ta) e pode ou não ser incluída em cada 
placa da reação. Cada amostra biológi-
ca na reação deve ser testada no míni-
mo em duplicata e considerada positiva 
quando i) ocorre amplificação das duas 
duplicatas da amostra, ii) a amplifica-
ção está dentro do limiar de detecção 
(Ct) da curva padrão, iii) o ponto de 
fusão do produto se encontra na mes-
ma faixa de temperatura das amostras 
padrão (Leung et al. 2017). No caso de 
uma mesma amostra testar positiva em 
uma replicata e negativa em outra, essa 
amostra pode ser testada novamente 
em outra reação (Brunner et al. 2019) 
ou ser considerada negativa (Leung et 
al. 2017). Além disso, quando se utiliza 
a técnica de qPCR para a quantificação 
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do DNA genômico nas amostras, a efi-
ciência da reação deve estar entre 90 e 
110 %, e pode ser calculada a partir da 
fórmula: 

   Eficiência = (10 (- 1/slope)-1) * 100.

Abaixo, apresentamos alguns dos pro-
tocolos mais comumente utilizados 
para cada um destes dois ensaios (SYBR 
Green e TaqMan).

ENSAIO SYBR GREEN

Essa técnica consiste na captação da 
fluorescência produzida pelo corante 
SYBR Green durante a reação de qPCR. 
Esse corante se liga de forma inespecí-
fica às moléculas de DNA e à medida 
em que as fitas duplas são amplifica-
das, a fluorescência é emitida. A vanta-
gem dessa técnica é o custo da reação, 
pois o corante SYBR Green é mais ba-
rato do que as sondas utilizadas em re-
ações com TaqMan (descritas abaixo). 
Por outro lado, a desvantagem é que o 
corante SYBR Green se liga a qualquer 
molécula de DNA e, portanto, os pri-
mers utilizados para amplificar o DNA 
alvo devem ser desenhados com preci-
são para evitar falsos positivos.

A seguir, descrevemos um dos proto-
colos utilizados para a detecção de Ra-
navirus a partir do uso do SYBR Green 
(Jaramillo et al. 2012). Este protoco-
lo utiliza o reagente QuantiTect SYBR 
Green Master Mix Kit da Qiagen® e 
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primers com região alvo de 94 pb do 
gene viral MCP (Tab. 3). Porém, vale 
ressaltar que existem reagentes fabri-
cados por outras empresas (e.g., Ther-
mo Fisher Scientific) que podem ser 
utilizados na técnica com SYBR Gre-
en, assim como outros primers podem 
ser desenhados de acordo com a região 
alvo de interesse do pesquisador.

Para cada reação descrita neste pro-
tocolo utilizam-se 12.5 μL do reagen-
te SYBR Green Master Mix, 12.5 pmol 
de cada primer, 2.5 μL da amostra de 
DNA e completa-se com água livre de 
nuclease até o volume final de 22.5 μL. 
As condições de termociclagem são:  
95 °C por 15 minutos para ativar o rea-
gente e iniciar a desnaturação do DNA, 
seguido por 40 ciclos de desnaturação 
a 95 °C por 30 segundos, anelamento 
a 58 °C por 30 segundos e extensão à  
72 °C por 30 segundos. Uma curva 
padrão constituída por amostras em 
diluições seriadas de 1:10 com quan-
tidade de cópias virais conhecidas nas 
concentrações entre 100 e 106 deve ser 
incluída em duplicata (ou triplicata) 
em cada ensaio.

ENSAIO TAQMAN

Aqui apresentamos três protocolos para 
detecção de Ranavirus em amostras 
a partir do ensaio com TaqMan. Cada 
protocolo descrito abaixo apresenta 
vantagens e desvantagens em relação 
aos outros, que serão consideradas em 
cada tópico (ver também Tab. 1).
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Protocolo de Allender et al. (2013) com 
modificações (Candido & Sousa 2018)

Esse protocolo foi inicialmente desen-
volvido por Allender et al. (2013) para 
detectar e quantificar o vírus em tarta-
rugas (Terrapene carolina carolina) e, 
recentemente, adaptado por Candido 
& Sousa (2018) para a detecção do Rv 
em peixes. Esse protocolo foi também 
validado para a detecção de Ranavirus 
infectando anfíbios em ambientes na-
turais no Brasil (Ruggeri et al. 2019). 
Aqui, nós testamos o protocolo modifi-
cado (Candido & Sousa 2018) com dois 
reagentes, ambos sendo bem sucedidos 
no ensaio: Platinum® quantitative PCR 
SuperMix-UDG com adição do ROX Re-
ference Dye (diluição 1:10) e TaqMan® 
Universal PCR Master Mix (Thermo 
Fisher Scientific), e apresentamos algu-
mas considerações sobre o protocolo. 
Uma vez que existem diferentes linha-
gens de Ranavirus distribuídas glo-
balmente, é importante destacar que o 
protocolo foi eficiente na amplificação 
de linhagens norte americanas (Allen-
der et al. 2013) e brasileiras (Ruggeri et 
al. 2019) tanto em peixes quanto em gi-
rinos e com diferentes reagentes (esse 
trabalho; Tab. 2). Esse protocolo utiliza 
uma sonda fluorescente, que permite 
a quantificação do DNA alvo em cada 
amostra (Tab. 3).

Neste protocolo, o DNA extraído das 
amostras deve ser diluído na concentra-
ção de 7.5 ng/µL. Deverão ser incluídos 
uma amostra positiva na mesma con-

centração (7.5 ng/µL) e uma amostra 
controle, com adição de água no lugar 
do DNA (NTC – non-template control), 
ambos em duplicata. Pode-se adicionar 
BSA (albumina de soro bovino) à rea-
ção para reduzir a ação de inibidores 
de PCR e, portanto, diminuir a possi-
bilidade de falsos negativos no ensaio 
(Garland et al. 2010). No caso de não 
se utilizar o BSA, substituir a mesma 
quantidade por água livre de nuclea-
ses. A quantidade de cada reagente por 
reação se encontra na Tab. 2. A cicla-
gem empregada no protocolo compre-
ende um ciclo à 50 ºC por 2 minutos 
(incubação da UDG/UNG) para evitar 
contaminação com produto de PCR de 
ensaios anteriores, seguido por uma in-
cubação a 95 ºC por 10 minutos para 
desnaturação inicial e ativação da DNA 
polimerase, e 40 ciclos a 95 °C por 15 
segundos e 60 °C por um minuto.

Esse é um protocolo simples uma vez 
que não é necessário utilizar uma cur-
va padrão para cada ensaio, desde que 
as amostras estejam na concentração 
de 7.5 ng/µL. Por outro lado, deve-se 
atentar que cada ensaio apresenta ca-
racterísticas próprias, como erro de pi-
petagem, possíveis variações na tempe-
ratura do termociclador de diferentes 
marcas, e o uso de reagentes mais ou 
menos novos, por exemplo.
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Reagente Volume Reagente Volume

Platinum® quantitative 
PCR SuperMix-UDG

12.5 μL TaqMan® Universal PCR 
Master Mix

12.5 μL

Água ultrapura 7.75 μL Água MiliQ 7.75 μL

Primer senso a 10 μM 1.0 μL Primer senso a 10 μM 1.0 μL

Primer anti-senso a 10 
μM

1.0 μL Primer anti-senso a 10 μM 1.0 μL

Sonda fluorescente a 10 
μM

0.25 μL Sonda fluorescente a 10μM 0.25 μL

ROX (diluído 1:10) 0.5 μL BSA (400 ng/μL) 0.5 μL

DNA amostra (7.5 ng/μL) 2.0 μL DNA amostra (7.5 ng/μL) 2.0 μL

Volume total por  
reação

25 μL      Volume total  
      por reação

25 μL
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Tabela 2. Volume de cada reagente por reação. O corante ROX (6-carboxy-X-rhoda-
mine) deverá ser substituído por água ultrapura ou BSA (albumina de soro bovino) 
quando esse pigmento de referência passiva estiver presente no reagente escolhido. 
O mix de reação deve ser calculado com 10% de volume a mais para cada amostra 
para considerar possíveis erros de pipetagem. Protocolo baseado em Allender et al. 
(2013).
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Tabela 3. Lista de alguns primers e sondas fluorescentes conhecidos para ampli-
ficação de fragmentos da região MCP (proteína principal do capsídeo) dos vírus 
pertencentes ao gênero Ranavirus. Para cada primer e sonda é indicada a técnica 
molecular utilizada e o número de pares de bases (pb) amplificados.

Herpetologia Brasileira vol. 10 n.o 2 - Métodos em Herpetologia

Primer / 
sonda

Sequência de nucleotídeos (5’ – 3’) MCP Técnica Referência

Primer senso      ATGTCTTCTGTAACTGGTTCA 1483 pb PCR convencional Mazzoni et al. 
2009

Primer  
anti-senso

     AAAGACCCGTTTTGCAGCAAAC

Primer senso      GACTGACCAACGCCAGCCTTAACG3 94 pb qPCR: ensaio  
SYBR Green

Jaramillo et al. 
2012

Primer anti-
-senso

     GCGGTGGTGTACCCAGAGTTGTCG3

Primer senso      AACGCCGACCGAAAACTG 54 pb qPCR: ensaio  
TaqMan

Allender et al. 
2013

Primer  
anti-senso

     GCTGCCAAGATGTCGGGTAA

Sonda      6FAM-CCGGCTTTCGGGC-MGB-NFQ

Primer senso      ACACCACCGCCCAAAA GTAC 70 pb qPCR: ensaio 
 TaqMan

Warne et al. 
2016

Primer anti-
-senso

     CCGTTCATGATGCGGATAATG

Sonda      FAM-CCTCATCGTTCTGGCCATCAACCAC  
     -TAMRA

Primer senso      GTCCTTTAACACGGCATACCT 97 pb qPCR: ensaio  
TaqMan

Leung et al. 
2017

Primer anti-
-senso

     ATCGCTGGTGTTGCCTATC

Sonda      VIC-TTATAGTAGCCTRTGCGCTTGGCC- 
     MGB-NFQ
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pedeiro (primer senso ATGCTGCAAT-
TCAAACTGTCAG, primer anti-senso 
CAGTAAGCAAAATKGGGAAGAAGC, 
e sonda FAM-CACTGGTTTGCTCAG-
GGATA-MGB-NFQ). O protocolo de 
termociclagem aplicado nas duas eta-
pas é idêntico e consiste em 2 minutos 
à 50 °C, seguido de 10 minutos à 95 °C, 
e 50 ciclos de 15 segundos à 95 °C e 30 
segundos à 60 °C. Após os resultados 
dos dois qPCRs, é feita a normalização 
a partir da seguinte fórmula (para cada 
amostra), levando em consideração a 
quantidade de cromossomos do hospe-
deiro (ploidia):

Número de cópias virais = 

  (Número de cópias MCP*Ploidia do hospedeiro)

      (Número de cópias EBF3N)

Assim, a vantagem desse protocolo é a 
possibilidade de se fazer comparações 
entre a infecção por Rv em diversos 
hospedeiros devido à normalização dos 
dados baseado na quantidade de cópias 
virais encontradas por célula do hos-
pedeiro. Por outro lado, o custo des-
se protocolo é alto, pois envolve o uso 
duas sondas fluorescentes diferentes, 
que é um dos reagentes mais caros das 
reações de qPCR (Tab. 1).

Herpetologia Brasileira vol. 10 n.o 2 - Métodos em Herpetologia

Protocolo de Leung et al. (2017)

Esse protocolo utiliza reagentes  
TaqMan e envolve uma etapa de quan-
tificação de cópias virais na amostra e 
uma etapa de quantificação de células 
do hospedeiro na mesma amostra. Para 
a elaboração desse protocolo, Leung 
et al. (2017) utilizaram sequências do 
MCP depositadas no GenBank das 
principais linhagens de Rv associado 
aos anfíbios (AARV) para desenhar os 
primers e a sonda que pudessem am-
plificar fragmentos de DNA de todas 
as linhagens de Rv desse grupo (Tab. 
3). Os autores utilizaram uma sequên-
cia de nucleotídeos da região não co-
dificante de proteína ultra conservada 
entre vertebrados denominada EBF3N 
(UCNE id: 8107; Dimitrieva & Bucher 
2013), para desenhar os primers e a 
sonda para amplificação do DNA da cé-
lula hospedeira.

A primeira etapa do protocolo consiste 
em identificar e quantificar as amostras 
infectadas com Ranavirus a partir do 
qPCR. Para isso, utilizam-se primers 
para a amplificação da região MCP dos 
Rv e sonda fluorescente específica (Tab. 
3). A segunda etapa deste protocolo 
consiste na reação de qPCR utilizando 
as amostras que testaram positivas para 
a presença do DNA genômico do vírus 
no primeiro ensaio de qPCR, utilizando 
marcadores para a amplificação da re-
gião não codificante do vertebrado hos-
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MÉTODOS POST-MORTEM: HIS-
TOPATOLOGIA

Consiste em analisar amostras de teci-
do do animal com infecção suspeita ou 
comprovada a partir de técnicas his-
tológicas padronizadas. Essas técnicas 
são utilizadas de forma complementar 
ao uso de técnicas moleculares de de-
tecção do patógeno, e auxiliam na com-
provação da doença nos animais infec-
tados (Mazzoni et al. 2009; Miller et al. 
2015).

Durante a coleta de animais com sus-
peita de infecção por Rv, sugere-se 
coletar amostras de tecidos, preferen-
cialmente fígado, baço e rim, e conge-
lar para futura detecção utilizando as 
técnicas moleculares descritas acima 
(PCR ou qPCR). Réplicas dos mesmos 
tecidos devem ser fixadas em formalde-
ído a 10% e processadas para histologia 
(i.e., inclusão em parafina ou resina, 
secção e coloração do material). A sec-
ção do material em parafina ou resina 
deve ser realizada serialmente e ide-
almente com espessura de 7 µm, para 
posterior preparação das lâminas, que 
podem ser coradas usando o método 
da Hematoxilina e Eosina (HE), e ana-
lisadas utilizando microscópio óptico 
(Greer et al. 2005; Miller et al. 2015). 
No entanto, identificar alterações ce-
lulares causadas pelo Rv é desafiador e 
requer treinamento, especialmente nos 
casos de infecções concomitantes com 
outros patógenos (Miller et al. 2015). & Wood 2013; Miller et al. 2015),  sen-

detecção  de  Rv  nas  amostras  (Forzán 
têm  maior  ou  menor  capacidade  de 
Cada  uma  das  técnicas  apresentadas 

CONSIDERAÇÕES FINAIS

al. 2020).
naturais  (Miaud  et  al.  2019;  Vilaça  et 
et al. 2014), assim como em ambientes 
porta  animais  para  exportação  (Kolby 
da  presença  do  Rv  na  água  que  trans- 
já  se  mostrou  importante  na  detecção 
detecção  descritos  acima.  Essa  técnica 
molecular  utilizando  os  protocolos  de 
nessa membrana para posterior análise 
em seguida, extraindo-se o DNA retido 
lulose  de 0.45 µm para reter o vírus e, 
aquático  utilizando  membranas  de  ce- 
tigada  ao  filtrar  a  água  do  ambiente 
ambientes  aquáticos  pode  ser  inves- 
2019).  A  presença  do Ranavirus em 
animal (Julian et al. 2019; Miaud et al. 
sem  a  necessidade  da  amostragem  do 
ambientes  onde  os  hospedeiros  vivem 
ciente  para  monitorar  patógenos  nos 
(eDNA), tornou-se uma ferramenta efi- 
te,  conhecido  como  DNA  ambiental 
A  detecção  de  DNA  livre  no  ambien- 

TE (EDNA)
DETECÇÃO DO RV NO AMBIEN- 

do patógeno.
porém não é adequado para a detecção 
lizado  para  confirmar  a  morte  por  Rv, 
Assim,  esse  método  é  idealmente  uti- 
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do aquelas provenientes do fígado com 
resultados superiores a outros tipos de 
amostras, principalmente no diagnós-
tico molecular (von Essen et al. 2020). 
Porém, quando o acesso só é possí-
vel em animais vivos, inviabilizando a 
amostragem de órgãos, indicamos a co-
leta de múltiplas amostras (como san-
gue, secreções, falanges e caudas) em 
conjunto, sempre que possível, para 
aumentar a confiabilidade dos resulta-
dos (Miller et al. 2015). Por outro lado, 
a detecção desse patógeno ainda não é 
comum em estudos com a herpetofau-
na brasileira. Portanto, sugerimos que 
estudos de detecção de Rv no Brasil 
sejam iniciados visando uma melhor 
compreensão da distribuição do vírus e 
das relações entre o patógeno e os hos-
pedeiros. Além disso, vale ressaltar que 
o Rv é um patógeno de notificação obri-
gatória para o OIE e MAPA devido à 
sua rápida propagação e alta letalidade. 
Uma vez que a doença causada por esse 
vírus pode apresentar sinais clínicos 
evidentes (Miller et al. 2015), é impor-
tante separar o indivíduo que apresen-
ta tais sinais da população (i.e., coleta 
do indivíduo) e investigar a população 
e os ambientes aquáticos daquela área 
(Miaud et al. 2019).

Assim, esta revisão de protocolos para 
a identificação de Rv em hospedeiros e 
no ambiente pode servir para incenti-
var estudos no Brasil. Uma vez que esse 
vírus pode representar mais um pro-
blema de conservação relevante e que 

ainda não foi amplamente abordado, 
destacamos a importância de incluir a 
triagem para o Rv nos próximos estu-
dos realizados no Brasil, principalmen-
te aqueles relacionados com a herpeto-
fauna endêmica ou ameaçada.
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