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Com o aumento da população mundial existe cada vez mais uma procura por 
alimentos mais seguros microbiologicamente, com melhor qualidade e com um 
menor tempo de produção. Nesse âmbito a produção intensiva de gado 
tornou-se uma indústria em crescimento para suprimir esta lacuna. No entanto, 
por vezes, os microrganismos patogénicos infetam estas produções e 
condicionam a saúde do animal e o seu uso posterior como alimento. Neste 
aspeto o diagnóstico rápido de modo a identificar o agente patogénico que 
infeta o animal torna-se essencial para o seu tratamento. Assim, o objetivo 
desta dissertação foi a pesquisa e o diagnóstico de microrganismos 
patogénicos em amostras de animais (suínos e aves) de gado intensivo pelo 
método de PCR em tempo real. As análises foram realizadas no Laboratório 
Tomaz, Leiria, que presta entre outros serviços análises veterinárias. Deste 
modo, foram analisadas amostras de órgãos/tecidos de suínos para o despiste 
de Porcine Reproductive and Respiratory Syndrome Virus (PRRSV), de 
Leptospira spp. e de Porcine Circovirus Type 2 (PCV2), amostras de soros de 
suínos para despiste de PRRSV e PCV2, fezes de suínos para pesquisa de 
fatores de virulência de E. coli e amostras de fluidos orais de aves para 
pesquisa de Leptospira spp. e de Mycoplasma gallisepticum e Mycoplasma 
synoviae. Aquando da sua receção as amostras de órgãos/tecidos foram 
armazenadas a -20ºC e analisadas entre 48-72h após a colheita enquanto as 
amostras de soros, fluidos orais e fezes foram armazenadas a 4ºC e 
analisadas entre 24-72h após a colheita. Para a análise do PRRSV, extraiu-se 
o RNA das amostras enquanto que para a análise de PCV2, Leptospira, 
fatores de virulência da E. coli e de M. gallisepticum e M. synoviae foi extraído 
o DNA. Para a deteção destes patogénicos, kits específicos foram usados 
segundo as instruções do fabricante e os alvos de deteção pelo método de 
qPCR foram: a ORF7 para o PRRSV, a ORF2 para o PCV2, o gene lipL32 
para a Leptospira patogénica e os genes mgc2 e vlhA para a deteção de 
Mycoplasma gallisepticum e Mycoplasma synoviae, respetivamente. Para a 
pesquisa de fatores de virulência de E. coli os genes associados às adesinas 
fimbriais F4 e F18 foram os pesquisados. Após a pesquisa, foi detetado a 
presença de PRRSV e PCV2 em amostras de soro, a presença de ambas as 
adesinas fimbriais F4 e F18 em amostras de fezes e a presença de  
M. gallisepctium e/ou M. synoviae em amostras de fluidos orais. Assim, 
verificou-se que as amostras de soro eram adequadas para detetar o PRRSV 
e o PCV2, que as amostras de órgãos/tecidos e de fluidos orais não eram as 
mais indicadas para detetar a Leptospira. As amostras de fluidos orais eram 
apropriadas para detetar o M. gallisepctium e M. synoviae e amostras de fezes 
mostrara-se eficazes para a deteção das adesinas F4 e F18. 
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abstract 

 

 
 
With the increase of the word population, there is a growing demand for 
microbiologically safer foods with better quality and shorter production time. 
Consequently, intensive livestock production has become a major growth 
industry to fulfill this gap. However, pathogenic microorganisms sometimes 
infect these productions and jeopardize animal health and its subsequent use 
as food. In this aspect, the rapid diagnosis to identify the pathogenic agent that 
infects the animal becomes essential for its treatment. Thus, the aim of this 
dissertation was the screening and diagnosis of pathogenic microorganisms in 
animal samples (swine and poultry) from intensive livestock using a real time 
PCR based method. The analyses were carried out at Tomaz Laboratory 
(Leiria) that provides, among other services, veterinary analysis. Thus, swine 
organ/tissue samples were screened for Porcine Reproductive and Respiratory 
Syndrome Virus (PRRSV), Leptospira spp. and Porcine Circovirus Type 2 
(PCV2), swine serum samples for PRRSV and PCV2 screening, swine feces 
for E. coli virulence factors and poultry oral fluids samples for the presence of 
pathogenic Leptospira, Mycoplasma gallisepticum and Mycoplasma synoviae. 
Upon arrival the organ/tissue samples were stored at -20ºC and analyzed 
within 48-72h after collection, while serum, oral fluid and feces samples were 
stored at 4ºC and analyzed within 24-72 after collection. For the analysis of 
PRRSV RNA was extracted from the samples, while for the analysis of PCV2, 
Leptospira, virulence factors of E. coli and M. gallisepticum and M. synoviae 
the DNA was extracted. For the detection of these factors, specific kits were 
used according to the manufacturer’s instructions and the detection target by 
the qPCR method were: ORF7 for PRRSV, ORF2 for PCV2, lipL32 gene for 
pathogenic Leptospira and mgc2 and vlhA genes for detection of  
M. gallisepticum and M. synoviae respectively. For the detection of E. coli 
virulence factors, genes associated with F4 and F18 fimbriae adhesins were 
investigated. After the screening it was detected the presence of PRRSV and 
PCV2 in serum samples, of the adhesins F4 and F18 in the feces samples and 
of M. gallisepctium and/or M. synoviae in the oral fluid samples. Thus, it was 
found that serum samples were adequate for the detection of PRRSV and 
PCV2, organ/tissue and oral fluid samples were not the most suitable for the 
detection of Leptospira. Oral fluid samples were appropriate to detect  
M. gallisepticum and M. synoviae and feces samples were effective for the 
detection of F4 and F18 adhesins. 
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I. Enquadramento teórico 

1.1 Local de estágio 

 O Laboratório Tomaz é um laboratório que presta serviços de análises físico-

químicas, microbiológicas e veterinárias situado em Leiria. Com mais de 35 anos de 

experiência, este pertence ao grupo Beatriz Godinho Saúde, um grupo que conta com 

muitas empresas associadas em diversas áreas, que vão desde análises clínicas até à 

fisioterapia, entre outras. Este laboratório é atualmente acreditado pelo instituto português 

de acreditação em mais de 100 parâmetros. 

 O laboratório tem como visão acompanhar, controlar e melhorar as condições de 

vida das populações, servindo da melhor maneira possível os seus clientes numa 

integração conjunta com os problemas ambientais atuais e de saúde pública humana. 

Assim, a sua missão é fornecer um serviço de excelência aos seus clientes que pretendam 

obter informações e soluções apoiadas em ensaios clínicos. O Laboratório Tomaz analisa 

diversos tipos de amostras com recurso às tecnologias mais adequadas e ao conhecimento 

fidedigno, interpretando os resultados obtidos de forma objetiva numa solução alinhada 

com os requisitos do cliente. Tudo isto, em simultâneo, com uma ideologia de uma 

população mais saudável e um meio ambiente mais sustentável.  

 Neste contexto, o tema desta dissertação: “Pesquisa e quantificação de vírus e 

bactérias por PCR em tempo real” alinha-se com a visão e missão deste laboratório, visto 

que este se irá focar na área da veterinária, mais especificamente no diagnóstico de 

doenças comumente associadas à produção animal intensiva. Efetivamente nestas 

produções o surgimento de doenças nos animais pode condicionar toda a produção e levar 

a perdas económicas para a indústria. Para além disso, se a doença não for diagnosticada 

atempadamente, a segurança alimentar e por consequência a saúde pública humana pode 

ser condicionada.  
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1.2 Breve contextualização 

 A medicina veterinária é a ciência médica que se compete a diagnosticar, tratar e 

prevenir as doenças em animais e a prevenir a transmissão das doenças dos animais para 

o ser humano [1]. Assim, pode-se deferir que os médicos veterinários têm também um 

papel importante na segurança e qualidade alimentar pois garantem a saúde dos animais 

para consumo humano e observam as indústrias de processamento alimentar. Devido ao 

aumento exponencial da população mundial e consequentemente na produção alimentar, 

a vigilância no setor alimentar tem grande relevância económica [2].  

Com efeito, há uma maior procura por produtos alimentares com melhor qualidade 

e com menor tempo de produção [3]. Assim, a medicina veterinária é essencial para a 

economia da indústria animal [1] incluindo para a indústria suína e aviária, alvo desta 

dissertação. 

 Apesar de os médicos veterinários serem responsáveis por tratar os animais 

quando doentes, o objetivo principal das indústrias não passa pelo tratamento, mas sim 

pela prevenção das doenças. Para isso, fez-se uso de medicamentos (agentes 

antimicrobianos ou hormonas) na alimentação/ração animal e da vacinação [4]. No 

entanto desde 2006, os antibióticos foram proibidos pelo Comité da União Europeia 

(Regulamento (CE) nº 1831/2003). Deste modo as hormonas são adicionadas na água 

e/ou na ração a um nível subterapêutico – nível em que um aditivo alimentar encontra-se 

numa concentração inferior a 200 g de droga por tonelada de ração – de modo a melhorar 

a eficiência alimentar durante o crescimento animal e o manter o mais saudável possível 

[4]. Outro método preventivo normalmente usado é a vacinação, onde existe a 

administração do vírus ou da bactéria responsável por causar determinada doença no 

animal. Esses patogénicos são injetados no animal ou na forma inativada ou na forma 

ativada, mas em concentrações não suscetíveis de colocar o animal em sério risco de 

saúde (vacinas atenuadas) [5]. Deste modo, a vacinação faz uso do próprio sistema 

imunológico do animal, especificamente dos anticorpos, para combater a doença caso 

haja uma infeção externa pelo patogénico, criando assim uma resistência total ou parcial, 

consoante a virulência da estirpe e o sistema imunitário do animal [5].  

 No entanto, estes métodos preventivos muitas vezes não são suficientemente 

eficazes e o animal acaba por adoecer. Nesse aspeto, o diagnóstico torna-se essencial para 

identificar qual a doença e como tratá-la. Deste modo, doenças associadas a produções 

intensivas irão ser diagnosticadas nesta dissertação pelo método de PCR em tempo real. 
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II. Introdução 

2.1 Indústria Suína em Portugal 

 Segundo dados do INE (Instituto Nacional de Estatística,  

https://www.ine.pt/xportal/xmain?xpid=INE&xpgid=ine_indicadores&indOcorrCod=00

00211&contexto=bd&selTab=tab2 acedido a 24 de Outubro de 2021) entre os anos de 

2015 a 2018, a carne mais consumida em Portugal per carpita foi a carne suína (com uma 

média de 44,2 kg/hab) e a carne de animais de capoeira, a segunda mais consumida 

(Tabela 1).  Em 2019, o consumo de carne suína anual per capita foi semelhante ao valor 

médio entre 2015 a 2018 (44,3 kg/hab), ocupando o segundo lugar das carnes mais 

consumidas, mas em 2020 verificou-se uma ligeira diminuição (41,4 kg/hab). Já a carne 

de animais de capoeira atingiu o primeiro lugar em 2019 (44,4 kg/hab), que se manteve 

em 2020. Deste modo, através destes dados afere-se a importância das indústrias de 

suinicultura na economia de Portugal. 

Tabela 1. Consumo anual humano de carne per capita (kg/hab.) por tipos de carne [6]. 

Tipo de carnes 
Consumo anual humano de carne per capita (kg/hab.) 

2015 2016 2017 2018 2019 2020 

Total de carnes e miudezas 111,2 113 113,9 117,8 119,1 115,0 

Carne de suínos 44,8 43,9 43,4 44,7 44,3 41,4 

Carne de animais de capoeira 39,1 41,2 42,1 43 44,4 44,3 

  Segundo dados do site Empresite, a região centro (onde se engloba Leiria, 

Coimbra, Santarém, Viseu, Guarda e Castelo Branco) é a zona com mais empresas de 

suinicultura, com 197 empresas num número total de 334 

(https://empresite.jornaldenegocios.pt/Sector/A01460/, acedido a 15 de Janeiro de 2021). 

 

2.2 Indústria aviária em Portugal 

 Analisando a Tabela 1 do capítulo 2.1 verificou-se que em 2019 e 2020 as carnes 

de capoeira foram das mais consumidas per capita (x̅ = 44,4 kg/hab) e em anos anteriores 

foram a segunda carne mais consumida a seguir à carne de suínos [6]. Como tal, o seu 

consumo per capita tem vindo a aumentar desde 2015 e é uma das indústrias em 

crescimento. 

 Segundo uma notícia de 11 de Abril de 2020 no agronegócio 

(http://www.agronegocios.eu/noticias/o-mercado-de-carne-de-aves/, acedido a 15 de 

Janeiro de 2021), a produção em Portugal de carne de aves tem vindo a aumentar 

https://www.ine.pt/xportal/xmain?xpid=INE&xpgid=ine_indicadores&indOcorrCod=0000211&contexto=bd&selTab=tab2
https://www.ine.pt/xportal/xmain?xpid=INE&xpgid=ine_indicadores&indOcorrCod=0000211&contexto=bd&selTab=tab2
https://empresite.jornaldenegocios.pt/Sector/A01460/
http://www.agronegocios.eu/noticias/o-mercado-de-carne-de-aves/
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acompanhando a tendência da União Europeia (UE). Apesar de os preços praticados em 

Portugal serem abaixo da média da UE (165€/100 kg para a carcaça de frango) e as 

exportações terem diminuído em comparação com 2018, este ainda é um setor importante 

e com potencial para crescer, com grandes empresas como a Lusiaves a continuarem a 

apostar fortemente na sua produção e a expandirem o seu negócio em diferentes locais 

como refere uma notícia de 30 de Abril de 2020 do Jornal de Leiria 

(https://www.jornaldeleiria.pt/noticia/lusiaves-vai-instalar-unidade-de-transformacao-

em-pombal acedido a 15 de Janeiro de 2021). 

 Assim, tal como na suinicultura, observa-se uma elevada produção de carnes 

aviárias na região centro de Portugal. Para além disso, afere-se a importância desta 

indústria para o setor económico de Portugal e como as doenças e/ou mortes dos animais 

desta indústria podem levar a elevados prejuízos monetários. 

 

2.3 Agentes infeciosos que afetam a produção intensiva de suínos  

2.3.1 Vírus do síndrome reprodutivo e respiratório suíno  

 O vírus do síndrome reprodutivo e respiratório suíno (PRRSV, do inglês porcine 

reproductive and respiratory syndrome virus), identificado em 1987 nos Estados Unidos 

da América (EUA) [7] e em 1990 na Europa [8], é responsável por uma das doenças 

suínas, a doença do síndrome reprodutivo e respiratório suíno (PRRS, do inglês porcine 

reproductive and respiratory syndrome), que mais prejuízo económico tem dado 

mundialmente  [9]. Alguns estudos efetuados entre 2005 a 2010 em produções intensivas 

de suínos nos EUA, referem prejuízos anuais devido à perda da produtividade da criação 

e crescimento dos suínos (sem contabilizar os custos extra associados à saúde do animal 

e biossegurança) de aproximadamente 664 milhões de dólares [9].  

O PRRSV é um vírus de RNA positivo de cadeia simples, encapsulado e que 

pertence à ordem Nidovirales, família Arteriviridae [10]. O seu genoma, contém,  

10 ORFs (do inglês, open reading frames) designadas como ORF1a, ORF1b, ORF2a, 

ORF2b, ORF3, ORF4, ORF5, ORF5a, ORF6 e ORF7 e tem aproximadamente 15 kb de 

comprimento (Figura 1) [11]–[13]. Enquanto as ORF1a e ORF1b são as maiores ORFs 

do genoma viral, constituindo cerca de três quartos do mesmo, e codificam para proteínas 

não estruturais (Nsp, do inglês non-strutural protreins), as restantes ORFs (2-7) 

codificam as proteínas estruturais [14]. 

 

https://www.jornaldeleiria.pt/noticia/lusiaves-vai-instalar-unidade-de-transformacao-em-pombal
https://www.jornaldeleiria.pt/noticia/lusiaves-vai-instalar-unidade-de-transformacao-em-pombal
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Figura 1. Esquematização das ORFs do genoma do PRRSV. Adaptado de [14]. 

 

 Este vírus divide-se, devido às sua diferenças genéticas, antigénicas e patogénicas, 

em dois genótipos, o genótipo europeu (EU, do inglês European) e o genótipo norte-

americano (NA, do inglês North-American) [15]. Por ser um vírus com muitas variantes 

(heterógeno), a sua eliminação definitiva na natureza é pouco provável [15]. Os únicos 

hospedeiros naturais identificados para este vírus são os suínos [16].  

 A infeção pelo vírus PRRSV divide-se em três partes que consistem, 

nomeadamente, na infeção aguda, na persistência e por último na extinção. Na primeira 

fase (aguda) o vírus é detetado 12h após o contágio no hospedeiro, com os pulmões a 

apresentarem lesões após 3 dias [17]. Propõe-se que o vírus se replique no trato 

respiratório superior maioritariamente em macrófagos alveolares porcinos (PAMs, do 

inglês porcine alveolar macrophages), de onde se dissemina, primeiramente para os 

nódulos linfáticos e de seguida para outros órgãos do animal (e.g sistema reprodutor) [17]. 

Nesta fase, o vírus é detetado tanto nos órgãos linfóides como nos órgãos não linfóides 

[18].  

No segunda estágio (persistência), a replicação do vírus diminui deixando de ser 

detetado nos pulmões e em órgãos não linfóides e passa a ocorrer maioritariamente nos 

órgãos linfóides (amígdala e nódulos linfáticos) [18]. O animal continua no entanto a ser 

seropositivo e uma transmissão do vírus entre porcos pode ocorrer através de secreções 

nasais e orais e de atividade sexual [18], [19]. Na última etapa (extinção), o animal fica 

seronegativo e o vírus deixa de se replicar e extingue-se, antes desta fase os últimos locais 

a evidenciarem vestígios de replicação viral são os órgãos linfóides [18]. Apesar de não 

se saber a duração da infeção até à extinção do vírus, a literatura [20] remete que a 

replicação pode ser mantida até 251 dias após a infeção, o que tendo em conta o período 

que passa entre o nascimento de um leitão até ao seu abate para consumo, poderá 

corresponder a grande parte ou totalidade do tempo de vida do animal.  
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 Inicialmente designada como a doença da orelha-azul [21], os principais sinais 

clínicos associados a esta doença nos suínos são: problemas respiratórios que variam de 

leves a graves e falhas no sistema reprodutor de porcas grávidas [16].  

 Este vírus pode agravar a situação clínica do animal e originar doenças mais 

graves quando atua como um agente primário na infeção respiratória ou quando é um dos 

cofactores num sistema complexo de doenças respiratórias suínas (PRDC, do inglês 

porcine respiratory disease complex) [16]. Infeções simultâneas de PRRSV com outros 

patogénicos como Mycoplasma hyopneumoniae [22] ou o circovírus porcino (PCV, do 

inglês porcine circovirus) [23] podem ocorrer e induzir sintomas clínicos e lesões 

pulmonares mais graves em comparação com infeções isoladas destes agentes 

patogénicos [24].  

 Focando apenas nos problemas reprodutores que este patogénico pode originar, 

estes variam de leves a muito graves e podem levar à morte embrionária ou nascimento 

de animais com infeções congénitas [25]. Durante a gestação quando mais cedo um feto 

for infetado pelo PRRSV maior é a probabilidade de ele não sobreviver [18]. 

 Já foram reportados na literatura vários tipos de amostras a serem analisadas 

durante a fase de diagnóstico, nomeadamente,  sangue (soro) [26],  secreções nasais [27] 

e órgãos/tecidos [28]. Num estudo conduzido por Plut et al. 2020 [29] foram analisadas 

amostras de fluidos orais (OF, do inglês oral fluids), fezes e soro pelo método de 

transcrição reversa seguida da reação em cadeia da polimerase (RT-PCR, do inglês 

reverse transcription polymerase chain reaction) e compararam-se os resultados de forma 

a determinar qual a melhor matriz para deteção do vírus PRRSV. As amostras de OF 

mostraram-se mais eficazes para detetar a presença do vírus em comparação com 

amostras de fezes, devido provavelmente à presença de menor quantidade de substâncias 

inibidoras. Comparando as amostras de OF com as amostras de soro estas demonstraram 

ser concordantes entre si, exceto em amostras de porcos de engorda. Neste caso, apesar 

de a infeção ser detetada em ambos os tipos de amostras durante o período de 

amamentação até às onze semanas, no período de desmame/transferência do leitão e no 

período de engorda, os anticorpos eliminaram a presença deste vírus no sangue (soro) 

levando a que este fosse apenas diagnosticado na amostra de OF. Assim, conclui-se que 

este estudo corrobora o mencionado anteriormente, que são os órgãos linfóides os últimos 

a evidenciar a replicação viral e que, portanto, as amostras de fluidos orais são uma matriz 

eficaz [29].  
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Noutro estudo conduzido por Pepin et al. 2015 [27], analisaram diferentes tipos 

de amostras por RT-PCR e por ELISA, num período entre 0-14 dias após a vacinação 

com uma vacina atenuada modificada contra o PRRSV. Neste as amostras analisadas 

foram soro, amostras sanguíneas, fluidos orais, sémen (sobrenadante e fração celular) e 

amostras de “saliva espumosa”, saliva esta que aparece nos porcos aquando da época de 

acasalamento.  

Comparando ambos os testes entre si [27], observa-se que o teste de ELISA não é 

tão eficaz na deteção da doença numa fase inicial da infeção, detetando o vírus passado 9 

dias enquanto que a técnica de PCR detetou-o passado 1 dia. Para além desta vantagem 

da técnica de PCR em comparação com a técnica de ELISA, também se verificou que no 

caso da técnica de ELISA apenas o soro e o fluido corporal demonstraram ser mais 

fidedignos na deteção dos anticorpos contra o PRRSV, enquanto na PCR apesar de o soro 

e os fluidos corporais serem também os mais fiáveis, também o sémen e as zaragatoas 

esfregadas em amostras sanguíneas demonstraram ser eficazes para detetar este 

patogénico. Neste estudo [27] também se verificou que o sémen foi o tipo de amostra 

menos específica para a deteção do vírus por PCR e como tal não é a melhor matriz para 

detetar o mais antecipadamente possível o PRRSV. Para além disso, a saliva espumosa 

não demonstrou ser uma amostra eficaz devido à dificuldade da sua colheita, havendo 

dias em que a quantidade produzida era insuficiente para ser utilizada no método de PCR. 

 

2.3.2 Circovírus  

 O circovírus é um vírus de cadeia simples, circular e sem envelope celular [30] 

que pertence à família Circoviridae, género Circovirus [31]. Este tem uma gama de 

hospedeiros muito restrita, sendo detetado principalmente em aves e porcos [31] e com 

menor incidência em cães [32]. Nos suínos o vírus foi primeiramente descoberto em 

cultura celular em 1974 [33]. Após se compreender que não estava relacionado nem com 

o parvovírus nem com o picornavírus, denominou-se de circovírus porcino (PCV, do 

inglês porcine circovirus) por apresentar um genoma circular [34]. 

 Inicialmente reconhecido como não patogénico em 1982 [34], em 1998 foram 

descobertas variantes patogénicas [35], passando a designar-se dois grupos distintos: (i) 

o PCV1 derivado das células Pk-15 e inofensivo [36]; (ii) o PCV2, patogénico e que inclui 

as variantes PCV2a, PCV2b, PCV2c, PCV2d e PCV2e [37].  
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Apresentam-se como partículas virais de forma icosaédrica com 

aproximadamente 15-20 nm de tamanho [31]. Ambas as variantes do vírus são 

caracterizadas por apresentarem o seu genoma em cadeia simples de DNA com duas 

principais ORFs [38], uma que codifica para uma proteína do capsídeo (C) e outra que 

codifica para uma proteína não estrutural associada à replicação (Rep, do inglês 

nonstructural replicase associated) – Figura 2 [30]. Estudos onde se analisaram as 

sequências de nucleótidos do PCV1 e do PCV2 demonstraram que estes compartilham 

aproximadamente 68% de identidade [39] e que os anticorpos monoclonais criados contra 

o PCV1 falham em reconhecer o PCV2 [40], ou seja, que um suíno recuperado da infeção 

com PCV1 não ganha maior imunidade contra uma possível infeção por PCV2. O foco 

desta dissertação será o PCV2 por ser a variante patogénica responsável pela doença no 

animal e, em casos mais graves, a sua morte.   

 

 

Figura 2. Representação do genoma de PCV2. Retirado de [41]. 

 

O PCV2 é o vírus mais pequeno atualmente conhecido que infeta mamíferos [42] 

com aproximadamente 1,7 – 2,3 kb de tamanho e cuja replicação depende em larga escala 

do hospedeiro [31]. Acredita-se que a sua patogenicidade aos hospedeiros esteja 

relacionada com o seu efeito imunossupressor [43]. Este é um vírus ubíquo com mais de 

50% dos porcos selvagens mundialmente a encontrarem-se infetados [42], [44]. O seu 

contágio efetua-se pelas fezes, urina, transmissão direta e transmissão transplacentária 

(colostro e/ou vias de fluidos seminais) [42].  
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Como, aquando da sua descoberta apenas se associou este vírus a doenças nos 

leitões após o desmame denominou-se inicialmente as doenças provocadas por este vírus 

como uma síndrome de perda mutissistémica pós-desmame (PMWS, do inglês 

postweaning multisystemic wasting syndrome) [45]. No entanto após a identificação de 

outros sintomas em suínos adultos, tais como distúrbios reprodutivos, doenças entéricas 

e problemas respiratórios,  foram definidas novas designações para o conjunto de doenças 

relacionadas com o PCV2: (i) doenças associadas ao circovírus porcino (PCVAD, do 

inglês porcine circovirus-associated disease) nos Estados Unidos da América e (ii) 

doenças do circovírus porcino (PCVD, do inglês porcine circovirus disease) na Europa 

[38]. Deste modo, PCVAD/PCVD refere-se ao conjunto das variadas doenças descobertas 

até ao momento pelas quais o circovírus porcino é responsável ou um dos cofatores, e  

inclui: o PMWS [45], o síndrome de dermatite suína e nefropatia porcino (PDNS, do 

inglês porcine dermatitis and nephropathy syndrome) [46], o complexo de doença 

respiratória suína (PRDC, do inglês porcine respiratory diseases complex) [47], as falhas 

reprodutivas [48] e os problemas entéricos [49].  

Para se diagnosticar a PCVAD ou PCVD é necessário analisar um variado 

conjunto de tecidos/órgãos e que podem incluir os órgãos linfóides, os pulmões, o sistema 

digestivo, o sistema cardiovascular, o sistema nervoso, entre outros [50]. Neste aspeto, a 

visualização de lesões características simultaneamente com a utilização de métodos para 

detetar o vírus, como por exemplo a técnica de PCR ou a técnica Imuno-histoquímica 

(IHC, do inglês Immunohistochemical), são essenciais para se determinar se o animal 

desenvolveu a PCVAD, pois o PCV2 pode estar presente no animal mas ser assintomático 

e não levar ao seu adoecimento [32]. Assim, podemos concluir que o PCV2 é um vírus 

pouco restritivo que pode infetar qualquer órgão e/ou tecido do sistema do animal [50]. 

 Efetivamente, verificou-se no estudo [51] que amostras de soros de suínos que 

continham o PMWS, apresentavam uma carga viral de PCV2 superior em comparação 

com as amostras de soro dos suínos que não apresentavam a doença, especulando-se que 

uma concentração mínima de PCV2 tem que estar presente no animal para este 

desenvolver PMWS. Deste modo a presença de PCV2 no animal não significa que este 

desenvolverá obrigatoriamente uma doença clínica [51]. 

As amostras alvo de análise para a deteção deste vírus incluem amostras de sangue 

(soro), de colostro [52] e de órgãos/tecidos como por exemplo amostras de pulmão, 

coração, timo, baço, intestino delgado [53], etc.  
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Efetivamente, num estudo conduzido por Segalés et al. 2005 [54], comparou-se 

por PCR em tempo real a quantificação de PCV2 em amostras de soro, e de zaragatoas 

de amígdalas, nasais, de secreções traqueobrônquicas, de urina e de fezes, de vários 

porcos com e sem PMWS. Este estudo permitiu confirmar que o genoma do PCV2 é 

potencialmente detetado em todo o tipo de amostras analisadas no estudo, e que é possível 

obter o material genético através de zaragatoas das diferentes matrizes utilizadas. Neste 

foram quantificadas as amostras positivas, tendo-se verificado que as zaragatoas de 

secreções traqueobrônquicas tiveram uma maior carga de PCV2, seguida do soro, 

zaragatoas de amígdalas, nasais, de fezes e, por último, de urina. Assim, concluíram que 

os soros e as zaragatoas de secreções nasais e orais são matrizes eficazes para a deteção 

deste agente patogénico e que, sempre que possível, deve-se dar preferência a estas 

matrizes ao invés de amostras fecais ou urinárias [54].  

Os métodos de diagnóstico usados na deteção de PCV2 incluem os métodos 

serológicos, o PCR em tempo real e a técnica de imuno-histoquímica (IHC, do inglês 

Immunohistochemical) [36] [55]. Os métodos serológicos para a deteção deste vírus 

incluem o ensaio de monocamada de imunoperoxidase (IPMA, do inglês 

immunoperoxidase monolayer assay), o ensaio de imunofluorescência indireta (IIF, do 

inglês indirect immunofluorescence assay) e a técnica de ensaio de imunoabsorção 

enzimática (ELISA, do inglês Enzyme-linked Immonosorbent Assay) [36]. 

Comparando a técnica IHC com o PCR em tempo real verificou-se que no caso 

da técnica IHC esta é menos sensível, detetando o PCV2 na fase aguda de infeção mas 

mais exata na deteção de casos clínicos de PMWS [55]. O PCR por sua vez permite 

detetar o vírus PCV2 em fases iniciais do seu contágio e é menos específico que a técnica 

de IHC, detento o vírus em outras zonas do organismo do animal sem ser nos órgãos a 

onde a doença clínica é desenvolvida [55], [53].  

Para o diagnóstico de PMWS a análise histológica das lesões características  

torna-se essencial. Num estudo [56], comparou-se dois métodos serológicos, o método 

IPMA e o método de ELISA, ao mesmo tempo que se avaliou a deteção de PCV2 por 

PCR em tempo real e analisou-se se a conjugação de qPCR com estes métodos 

serológicos (IPMA ou ELISA) permite detetar casos clínicos de PMWS eficazmente. 

Analisando os resultados verificou-se que o teste de IPMA tem um limite de deteção mais 

baixo para o PCV2 em comparação com a ELISA e que o qPCR demonstrava uma maior 

sensibilidade e especificidade para diagnosticar PMWS quando conjugado com o IPMA. 

Apesar de esta conjugação poder ser usada para confirmar potencialmente casos suspeitos 
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de PMWS, caso esta doença esteja num estado relativamente inicial há elevada 

probabilidade de se obter resultados falsos negativos. Assim a conjugação de qPCR com 

métodos serológicos não é tão eficaz para detetar o PMWS em comparação com o uso de 

qPCR e a observação de lesões histopatológicas.  

 

2.3.3 Leptospira 

 Leptospira é um género de bactérias da família Leptospiraceae, com 

características similares a bactérias gram-negativas relativamente ao invólucro celular, de 

forma espiral e com as células a terem um diâmetro médio de 0,1 µm e 6-20 µm de 

comprimento [57]. Estes microrganismos compreendem atualmente cerca de 20 espécies, 

das quais 13 são patogénicas que se dividem por 24 serogrupos e, cerca de, 250 serovars 

[58], [59]. Leptospira spp. inclui espécies saprófitas, patogénicas e intermédias entre estas 

duas, tendo estas bactérias a capacidade de infetar um amplo espectro de hospedeiros, 

incluindo mamíferos, de sobreviver em ambientes marinhos e crescer em ambientes 

aeróbicos e/ou microaerofílicos [59] [60]. Apresentam um conteúdo em G+C entre  

35 - 42 mol% e tamanhos de 3,9 a 4,6 Mbp [60].  

 As espécies patogénicas do género Leptospira são as responsáveis pela 

Leptospirose, uma das doenças zoonóticas mais difundidas mundialmente [61] e 

responsável por cerca de 59 000 mortes humanas por ano [62]. As espécies patogénicas 

produzem biofilmes que ajudam na sua sobrevivência no meio ambiente, e.g no solo e em 

ambientes aquáticos [63] e difundem-se na natureza essencialmente pela urina e água 

contaminada [61]. Os rins são os órgãos dos hospedeiros onde esta bactéria se localiza; 

nestas situações as bactérias multiplicam-se nos tubos renais proximais e são de seguida 

excretadas pela urina [60]. Após serem excretadas do organismo, estas persistem no meio 

ambiente e invadem um novo hospedeiro, onde repetem o ciclo [60]. Quando o 

hospedeiro não é afetado negativamente pela presença da Leptospira no seu sistema, 

estabelece-se uma relação comensal entre os dois organismos [60]. 

Os principais hospedeiros de infeções de Leptospira spp. com significância global 

são: os humanos, o rato castanho, o gado bovino, as ovelhas, os porcos e os cães [62],  

[64]. Especificando nos suínos, a Leptospirose é relativamente comum e pode levar a 

perdas económicas significativas [63]. As espécies patogénicas que infetam suínos são 

Leptospira interrogans, a Leptospira borgpetersenii e a Leptospira kirscheneri [63]. Os 
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serogrupos mais comumente associados à infeção em porcos são o serogrupo Pomona, 

Australis e Tarassovi [60].  

 Em relação ao serogrupo Pomona os principais indícios clínicos observados são o 

nascimento de leitões debilitados, a ocorrência de abortos nas porcas e o parto de leitões 

mortos (partos natimortos) [65]. Estes indícios são mais visualizados nos leitões jovens, 

que podem desenvolver uma doença sistémica aguda fatal, do que nos suínos adultos [65].  

As porcas adultas que não estejam em gestação e os porcos adultos são na maioria das 

vezes portadores assintomáticos deste serogrupo, contaminando, no entanto, o solo ou 

outro local em que urinem até cerca de um ano após infeção [60]. Após a recuperação dos 

abortos sofridos as porcas não apresentam, na maioria dos casos, problemas subsequentes 

no seu sistema reprodutor, mesmo as que estiveram infetadas por longos períodos de 

tempo [66].  

 O funcionamento e contágios dos outros serogrupo (Australis e Tarsssovi) são 

menos conhecidos, sendo ambos não identificados à escala global [60]. O primeiro foi 

identificado em apenas alguns países, onde se inclui a Holanda [67], Inglaterra [68] e os 

Estados Unidos da América [69], já o segundo foi identificado essencialmente em países 

da Europa Oriental [60].  

 Para a deteção desta bactéria em suínos podem ser utilizadas diferentes tipos de 

amostras, tais como amostras de sangue, tecidos dos animais (p.e rim, baço, etc) [63] e 

sémen [70]. Esta última é relevante, não só para impedir a propagação da doença, mas 

também pelo facto de a maioria das gestações serem realizadas através de inseminação 

artificial com sémen comprado para assegurar características genéticas favoráveis e 

diminuir o potencial de infeções [70]. Desta maneira uma deteção antecipada de possíveis 

problemas no sémen pode salvaguardar a saúde das porcas e diminuir perdas económicas 

para a empresa. 

 Destes tipos de amostras, poucos estudos comparam-nas entre si para determinar 

qual a mais eficaz para utilizar num método de diagnóstico baseado em PCR. 

Efetivamente, por regra geral, o sangue (soro) é o tipo de amostra mais usado para detetar 

Leptospira pelo método de teste de aglutinação microscópica (MAT, do inglês 

microscopic agglutination test), método serológico preferenciado, pois permite a 

distinção de espécies de Leptospira patogénicas de saprófitas, e a distinção do serogrupo 

[71]. Em relação à deteção de Leptospira spp. em órgãos/tecidos e em amostras de urina, 

o método mais utilizado é o PCR em tempo real. [72] [73].  Um dos estudos [73] analisou 

amostras de soro e de urina em relação à presença de Leptospira patogénicas, utilizando 
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a técnica de  PCR em tempo real e tendo como alvo o gene lipL32. Analisando os 

resultados verificou-se uma maior eficácia na extração de amostras de soro (68,3%), 

sangue (44,7%) e de urina (30,0%).  

A Leptospirose pode ser diagnosticada por diferentes métodos serológicos como 

ELISA, MAT e testes de diagnóstico rápido (RDT’s, do inglês rapid diagnostic tests), 

que se baseiam essencialmente na deteção de anticorpos [64]. No entanto estas técnicas 

imunológicas só conseguem detetar esta bactéria na fase mais tardia da doença (após mais 

de 7 dias do início da infeção) [73]. Nesse aspeto a técnica de qPCR tem a vantagem de 

permitir uma deteção mais precoce, na fase aguda inicial [73]. Para além desses métodos, 

pode-se também referir o ensaio de Imonofluorescência (IFAs) [74].  

Falando em relação às desvantagens dos métodos serológicos pode-se referir: a 

demora da análise e a necessidade de, em certos métodos, se isolar as estipes desta 

bactéria em meios de culturas, aumentando assim o risco de contaminação quer com 

outras Leptospiras saprófitas quer com outras bactérias de outras amostras [74]. O IFA 

tem como principal desvantagem o facto de, como exige o reconhecimento de superfícies 

expostas aos epítopos (menor porção do antigénio com potencial de gerar uma resposta 

imune) das proteínas por anticorpos específicos de OmpL54, esses epítopos podem não 

ser reconhecidos e dar origem a resultados falsos negativos [74]. Por último, apesar da 

técnica de PCR permitir o diagnóstico da Leptospira num elevado número de amostras 

diferentes, como sangue, soro, urina, rim, fígado, placenta e outras amostras de tecidos, a 

verdade é que a maioria apenas deteta a Leptospira patogénica do grupo I e falha em 

reconhecer o grupo de Leptospira intermédias do grupo II, que também demonstram 

alguma patogenicidade e que apesar de inferior às Leptospiras patogénicas é superior às 

saprófitas [74]. 

Numa pesquisa conduzida por Poudel et al. 2020 [63] em que se analisaram 

amostras de sangue, baço e rins verificou-se que, enquanto que com o método de PCR, 

3,2% das amostras analisadas eram positivas para a presença da bactéria da Leptospira, o 

teste de ELISA demonstrava uma percentagem muito superior com 44,2% de 

seropositividade. A discrepância nestes dois métodos pode se dever às diferenças no 

estado de infeção da Leptospira spp. Como esta bactéria coloniza normalmente vários 

órgãos-alvo do hospedeiro, rapidamente deixa de se detetar na corrente sanguínea, 

originando infeções crónicas e assintomáticas. Para além disso, o teste de ELISA usado 

detetou tanto Leptospira patogénicas como saprófitas, enquanto o de PCR apenas detetou 

as bactérias patogénicas. Assim, aliando estes dois fatores, essa diferença é compreendida 
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e conclui-se que, apesar de o PCR ter detetado uma percentagem inferior de Leptospira, 

não é um método menos sensível. Por último, apesar de o teste de aglutinação 

microscópica não ter sido efetuado este demonstra alta sensibilidade, permitindo detetar 

anticorpos específicos do serogrupo, e é por esse motivo mais vantajoso que o método de 

ELISA usado neste caso e o teste principal para o serodiagnóstico da Leptospirose [63]. 

 

2.3.4 Escherichia coli 

 A Escherichia coli é uma bactéria gram-negativa, anaeróbia facultativa que se 

encontra comumente na microbiota intestinal dos mamíferos  incluindo seres humanos, 

sendo um dos microrganismos mais amplamente estudados e manipulado 

laboratorialmente [75], [76] Estas bactérias são constituídas por um cromossoma circular 

com 4,6 Mb de comprimento e uma origem de replicação [77].  Este grupo de bactérias é 

dividido em oito grupos filogenéticos nomeadamente os grupos A, B1, B2, C, D, E, F e 

clade – I [78]. Enquanto a maioria das estirpes desta bactéria são inofensivas, algumas 

são virulentas e causam graves problemas de saúde para os animais e seres humanos [75].  

Apesar das diferentes estirpes de E. coli existentes e das diferentes relações que 

cada uma estabelece com o hospedeiro (ou relação simbiótica ou patogénica), todas 

compartilham um genoma central que lhes confere determinadas características iguais 

[76]. Assim as diferenças entre as estirpes de E. coli encontra-se no genoma acessório, 

que inclui, na maioria das vezes, determinantes genéticos que codificam para fatores de 

virulência. Este dinamismo genético permite às variadas estirpes de E. coli patogénicas 

infetar diferentes hospedeiros [76], tais como os suínos.  Apesar dos leitões nascerem 

com o trato gastrointestinal estéril, este rapidamente é colonizado por microrganismos 

[79], e estima-se que na fase adulta, o porco apresente 1010-1011 bactérias por grama de 

tecido intestinal [80], entre as quais se incluem E. coli.   

Uma das doenças comuns na industria suína em que E. coli é o agente patogénico 

é a doença denominada de diarreia pós-desmame (PWD, do inglês post-weaning 

diarrhea), assim chamado por afetar suínos nas primeiras semanas pós-desmame [81] e  

que pode originar elevados prejuízos económicos nesta indústria.  

Como principais E. coli patogénicas que levam à diarreia pode-se referir a E. coli 

enteropatogénica (EPEC, do inglês enteropathogenic E. coli), a E. coli enterohemorrágica 

(EHEC, do inglês enterohemorrhagic E. coli), a E. coli enterotoxigénica (ETEC, do 

inglês enterotoxigenic E. coli), a E. coli enteroagregativa (EAEC, do inglês 
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enteroaggregative E. coli), a E. coli enteroinvasiva (EIEC, do inglês enteroinvasive  

E. coli), a E. coli difusamente aderente (DAEC, do inglês diffusely adherent E. coli) e a  

E. coli produtora da toxina Shiga (STEC) [82]. Tanto as ETEC, como as EAEC, as EIEC, 

as DAEC e as STEC já foram  relatadas como causa provável de diarreias nos suínos [83]. 

 O trato gastrointestinal dos leitões é condicionado pelos fatores de stress a que o 

animal é sujeito, ficando este mais vulnerável principalmente após o seu desmame [84]. 

O período de desmame de um leitão é um dos períodos mais stressantes para o animal por 

implicar a mudança do seu regime alimentar, hierarquia social e habitat. Este período 

compromete a função da barreira intestinal e aumenta a fragilidade do leitão para infeções 

gastrointestinais [84]. Uma das maneiras usadas para evitar estas infeções 

gastrointestinais passava pela adição de antibióticos nas rações, no entanto devido ao 

problema do aumento de estirpes resistentes [85] em 2006 o seu uso foi proibido na União 

Europeia (Regulamento (CE) nº 1831/2003) e alternativas procuradas (e.g acidificantes, 

prebióticos, níveis farmacológicos de zinco e cobre, extratos de plantas, entre outros) 

[86]. 

 Em geral, as E. coli patogénicas responsáveis por levar a doenças intestinais nos 

seus hospedeiros expressam fatores de virulência que induzem e/ou suportam uma 

inflamação no intestino [87] . No entanto, apesar da correlação da patogenicidade de uma 

estirpe com os fatores de virulência que esta possui, esta não é uma relação exclusiva. 

Com efeito, podem existir E. coli inofensivas para o hospedeiro, que estejam numa 

relação comensal com este, mas que possuam alguns genes de virulência [88]. Assim, não 

é unicamente a presença ou ausência de fatores de virulência que determina a 

patogenicidade de uma estirpe, mas sim como os vários genes virulentos atuam em 

conjunto e com o organismo do hospedeiro [88]. Após a infeção do trato gastrointestinal 

dos suínos por E. coli patogénicas, uma competição por nutrientes verifica-se entre estas 

bactérias com as bactérias comensais indiscriminadamente, com as estirpes patogénicas 

a libertarem toxinas (bacteriocinas) com capacidade para matar estirpes de E. coli 

comensais [89]. 

Das diferentes E. coli patogénicas existentes envolvidas no PWD dos suínos 

mundialmente, as Escherichia coli enterotoxigénicas (ETEC) são as principais 

responsáveis por esta patologia  [90].  Estas expressam adesinas fimbriais que se apegam 

à superfície da mucosa intestinal [90], tais como a F4 (anteriormente denominada K88), 

a F5 (K99), a F6 (987P), a F41 e a F18 (F107, 2134P e 8813) [91], as mais comumente 

detetadas são a F4 e a F18 [90]. Tanto a F4 como a F18 apresentam diferentes variantes 
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antigénicas. A F4 apresenta três variantes (ab, ac e ad) e a F18 apresenta duas variantes 

(ab e ac). Para ambas estas adesinas, a variante mais prevalente é a ac [90]. Normalmente, 

a F4 está relacionada com a PWD no período mais inicial, enquanto que a F18 é 

relacionada numa fase mais tardia. Com efeito, associa-se a PWD em leitões  

recém-desmamados (cerca de 2-3 dias) à adesina F4 e o PWD em suínos com maior tempo 

de desmame (2-6 semanas) à adesina F18 [90]. O serogrupo ETEC predominante 

associado ao PWD clássico mundialmente é o O149-F4 [90]. 

Para além das adesinas fimbriais, as ETEC produzem igualmente enterotoxinas 

estáveis ao calor como as enterotoxinas STa, a STb e a EAST (toxina estável ao calor 

enteroagregativa 1) e enterotoxinas termolábeis como a LT, responsáveis pela diarreia 

nos porcos [90]. 

Outros fatores que podem ser usados para identificar e caracterizar as ETEC 

incluem os antigénios O, H e os antigénios de fator de colonização (CFAs, do inglês 

colonization factor antigens) [92]. Em relação à composição destes antigénios, tanto o 

antigénio H como os antigénios CFAs são proteínas, já o antigénio O é composto por 

várias unidades de monossacarídeos que se estendem da superfície da E. coli [92]. No 

estudo [92] foram contabilizados 34 serogrupos H diferentes de 730 estirpes isoladas de 

ETEC e 78 serogrupos O de 954 estirpes. As análises efetuadas sugerem que não existe 

incompatibilidade entre os diferentes serogrupos O, os serogrupos H e os CFA ou toxinas, 

apesar de determinadas combinações serem mais observadas/preferenciadas [92]. 

Atualmente 57 antigénios H (do H1 até ao H56) [93] e 187 antigénios O [94] foram 

identificados.  

O tipo de amostras normalmente analisadas para o diagnóstico dos fatores de 

virulência da E. coli consistem, principalmente, em amostras fecais,  intestinais [95] ou 

zaragatoas esfregadas nestes locais [96]. Em suma, para o diagnóstico dos fatores da  

E. coli analisa-se, em geral, amostras provenientes do trato gastrointestinal, visto ser o 

habitat desta bactéria [82].  

Para caracterizar a relação entre diferentes estirpes de E. coli, um dos métodos 

preferenciados é a tipagem de sequências Multilocus (MLST, do inglês multilocus 

sequece typing). Neste, dos vários perfis de MLST, os mais idênticos agrupam-se em 

tipos de sequências (ST, do inglês sequence types) [97]. 

   Para identificar a estirpe de E. coli é relevante determinar os antigénios O e H. 

De modo a determinar o antigénio O vários métodos podem ser usados, incluindo 

métodos serológicos e moleculares [94]. Em relação aos métodos serológicos, um dos 
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métodos mais simples e considerado como padrão foi o método desenvolvido por 

Kaufmann et al. 1947 [98], onde se identificava o esquema antigénico usando culturas 

fervidas de E. coli para a produção de antissoros e identificava-se o antigénio O,  

observando se havia aglutinação entre esses antissoros e a estirpe desconhecida. Como 

principais desvantagens deste método pode-se referir o facto de algumas estirpes 

apresentarem reações cruzadas, o tempo da análise que requere e os antissoros não se 

encontrarem disponíveis comercialmente e, portanto, não poderem ser padronizados [93]. 

Deste modo, outros métodos foram investigados e, com o avanço tecnológico, métodos 

moleculares foram testados e usados.  

 Neste contexto, têm-se utilizado os seguintes métodos moleculares: polimorfismo 

de comprimento de fragmentos de restrição (RELP, do inglês restriction fragment length 

polymorphism) [99], PCR em tempo real de alto rendimento [100], PCR multiplex [101], 

microarray [102], citometria de fluxo [103], NeoSEEK™ (espectrometria de massa) 

[104], entre outros.  

 Comparando o método de PCR com a serotipagem clássica, verificam-se que 

determinados grupos O identificados pela serotipagem, não são identificados (resultados 

negativos) pelo método de PCR [94]. Estas diferenças podem estar relacionadas com a 

presença de mutações (inserções, deleções ou trocas genéticas) no gene alvo analisado 

pelo PCR [94]. Deste modo mais isolados clínicos e de campo têm que ser testados para 

se obter resultados mais exatos para o método de PCR [94].  

Assim, apesar de a serotipagem ser um método eficaz para uma abordagem inicial 

novos métodos moleculares mais rápidos, exatos e com uma boa relação de  

custo-benefício estão a ser desenvolvidos [94], como exemplo de um método molecular 

mais recentemente desenvolvido pode-se referir a sequenciação do genoma completo 

(WGS, do inglês whole genome sequence), havendo atualmente uma ferramenta web 

conhecida como SerotypeFinder que permite identificar os serotipos de E. coli  através 

da análise dos dados WGS [105].  

Por último, em relação à identificação de genes específicos associados à virulência 

(VAGs, do inglês virulence-associated genes) das estirpes de E. coli, diferentes métodos 

moleculares têm sido utilizados, incluindo a qPCR [106], a PCR multiplex [107] e a 

análise de curvas de melting de alta resolução (análise de HRM, do inglês high resolution 

melting analysis) após amplificação por PCR em tempo real (HRM-qPCR) [108]. Uma 

das metodologias rápidas e práticas para detetar os VAGs é o método microarray [109]. 

No estudo [109], os VAGs foram amplificados por PCR e imobilizados em lâminas de 
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vidro para criar um chip microarray, que permitiu a sua identificação num único ensaio. 

Em comparação com os métodos de PCR esta técnica permite identificar uma maior 

quantidade de genes associados à virulência num menor espaço de tempo e é uma boa 

abordagem inicial para identificar o patótipo da estirpe e o surgimento de novos patótipos 

[109].  Quando se pretende pesquisar um fator de virulência em específico (por exemplo 

o F4) o PCR em tempo real é um método ideal. Nesses casos o PCR torna-se vantajoso, 

comparativamente com o microarray, uma vez que é mais rentável monetariamente e 

laboralmente mais sensível e específico [88]. Uma das principais desvantagens do método 

de PCR é o facto de não permitir a deteção de mutações pontuais subtis ao contrário de 

por exemplo o método MLSP [88]. 

  

2.4 Agentes patogénicos que afetam produções aviárias intensivas 

2.4.1 Mycoplasma 

 As bactérias do género Mycoplasma são um grupo de bactérias de dimensões 

reduzidas entre 0,2-0,3 µm [110] que pertencem à classe Mollicutes [111]. Estas têm 

como principais características o facto de serem organismos parasitas ou comensais, de 

terem genomas de tamanho reduzido entre 580 a 1350 kb, de não terem parede celular e 

de se proliferarem e hospedarem no trato respiratório e urogenital dos hospedeiros 

(humanos, plantas, insetos e animais) [111] [112]. Neste género de bactérias 120 espécies 

estão incluídas e 20 associadas a infeções em aves [113].  

De entre os microrganismos patogénicos pertencentes ao género Mycoplasma, 

destacam-se dois mais problemáticos  e que levam a elevados prejuízos económicos para 

a indústria aviária,  Mycoplasma galliseptium (MG) e Mycoplasma synoviae (MS), que 

infetam exclusivamente aves [114].  A infeção com Mycoplasma gallisepticum  pode 

originar doenças respiratórias e reprodutivas graves no animal e, consequentemente, 

provocar elevados prejuízos económicos para a indústria [114]. Esta patologia provoca o 

retardo no crescimento das aves, aumenta a mortalidade embrionária (por condicionar a 

eclosão dos ovos) e reduz a produção de ovos [115]. Os sintomas clínicos de uma infeção 

por MG são inespecíficos e incluem tosse, agonia respiratória, secreções nasais e 

conjuntivite [114]. Estes sintomas podem evoluir e levar a doenças respiratórias crónicas 

(CRD, do inglês chronic respiratory diseases) no animal [116]. Os hospedeiros mais 

comuns que são infetados por esta bactéria incluem os perus e as galinhas [116]. 
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Tal como a infeção pelo MG, também a infeção com Mycoplasma synoviae, pode 

causar doenças respiratórias crónicas de intensidades variadas que podem ir desde 

intensidades subclínicas (animais sem presença de sintomas clínicos) até a infeções 

agudas [117]. Outras doenças incluem a sinovite e a osteoartrite em galinhas, perus e 

outras aves [117]. Embora a infeção por  este patogénico não cause na maioria das vezes 

a  morte dos animais, a sua saúde fica fragilizada, sendo responsável pela claudicação da 

ave, pelo seu retardo no crescimento, por uma redução da  produção de ovos e por um  

aumento de deformidades no ápice da casca dos ovos [114], [118], [119]. 

Para combater as infeções provocadas pelo MG e MS normalmente são 

administrados antibióticos. Contundo, para além deste tipo de tratamento apenas atenuar 

os sintomas e não eliminar estes microrganismos [120], um aumento de resistência a 

antibióticos pelas estirpes é observado [121]. Assim, as vacinas vivas atenuadas (LAV, 

do inglês live attenuated vaccines) têm sido usadas de modo a evitar e reduzir a 

proliferação destas bactérias [115]. Estas desencadeiam uma resposta imune semelhante 

à da infeção do animal por uma estirpe selvagem, aumentando a proteção do hospedeiro 

contra infeções subsequentes [122].  

Em relação aos diferentes tipos de amostras normalmente analisados para a 

deteção deste patogénico pode-se referir essencialmente amostras de sangue [123] ou 

órgãos do trato respiratório ou zaragatoas esfregadas em locais do sistema respiratório  

(sistema alvo desta bactéria) [115], [124]. Tal como no caso da Leptospira as amostras 

de sangue são normalmente utilizadas para métodos serológicos, enquanto que as 

amostras do sistema respiratório são normalmente analisadas por PCR em tempo real 

como se pode verificar no estudo [125]. 

O diagnóstico do Mycoplasma pode ser realizado por métodos serológicos e a 

técnica de PCR. Em relação aos métodos serológicos usados para diagnosticar esta 

bactéria podem-se referir, entre outros, os testes rápidos de aglutinação (RPA, do inglês 

rapid plate agglutination) [126], o teste de inibição da hemaglutinação (HI, do inglês 

hemaggluitination inhibition) [127] e mais recentemente o teste de ELISA [128]. No caso 

do uso da técnica de PCR para a deteção desta bactéria esta é uma técnica rápida e sensível 

[129] e a escolhida por muitos autores como se pode observar pela literatura [130], [129], 

[113].   

As principais desvantagens dos métodos serológicos passam pelo facto de não 

permitirem o diagnóstico da bactéria na fase inicial, por os anticorpos ainda não estarem 

presentes [129] e de, por vezes os resultados não serem fidedignos devido à capacidade 
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deste microrganismo de variar a composição dos seus antigénios [131]. Deste modo, 

métodos culturais ou moleculares como a técnica de PCR são usados como alternativa. 

Como a cultura da bactéria implica maior tempo até obtenção do resultado e um maior 

risco de contaminação, o método de deteção por PCR torna-se mais vantajoso [116], 

[129].  

 

2.5 Técnica de PCR para o diagnóstico de doenças em produções intensivas 

 A técnica de reação em cadeia da polimerase (PCR, do inglês polymerase chain 

reaction) é uma técnica muito importante na área de Biologia Molecular. Relatada pela 

primeira vez na década de 1970 [132], foi através do Kary Mullis em 1985 que foi 

desenvolvida como uma ferramenta de pesquisa [133]. Esta permite a amplificação de 

uma cadeia simples de DNA em milhões de cópias num curto espaço de tempo através 

do uso de primers e de uma polimerase de DNA [134].  

 Desde o seu desenvolvimento até à atualidade, o PCR tornou-se uma ferramenta 

essencial para a deteção de microrganismos. Das várias evoluções deste método, uma 

consistiu no desenvolvimento do PCR quantitativo (qPCR, do inglês quantitative PCR) 

também denominado de PCR em tempo real e que permite a quantificação dos ácidos 

nucleicos. Nesta técnica, corantes intercalantes de DNA fluorescentes ou sondas 

marcadas com corante fluorescente são usadas na Master Mix, permitindo a 

monitorização contínua da reação de amplificação – Figura 3a). Nessa monitorização são 

obtidos para padrões com concentração conhecida, os ciclos em que o composto 

fluorescente atinge determinado limite (o valor do ciclo de limiar, CT). Com a 

concentração de cada padrão e após se obter os valores de CT constrói-se um gráfico e 

obtém-se a respetiva equação da reta – Figura 3b) –  com o qual se calcula através do CT 

das amostras a quantidade do analito  [135].  
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Figura 3. a) Gráfico de amplificação com as diferentes fases resultante do método de PCR em tempo real; 

b) Curva padrão usada para determinar a quantidade de DNA/RNA. Retirado de [136]. 

 

 Em relação às principais vantagens e desvantagens do PCR em tempo real em 

comparação com o PCR clássico pode-se referir como vantagens: o aumento da rapidez 

de análise e a capacidade de quantificação do ácido nucleico alvo. No caso das 

desvantagens estas consistem na incompatibilidade de certas plataformas com alguns 

fluorescentes químicos, e a necessidade de equipamentos e reagentes de custo elevado 

(e.g termociclador) [137]. 

Em produções intensivas o uso da técnica de PCR tem vindo a ganhar destaque 

para a deteção de agentes patogénicos que causem doenças nos animais [138], incluindo 

o PRRSV, o PCV2, Leptospira, Mycoplasma e também na identificação de fatores de 

virulência de E. coli. 

Relativamente ao uso desta técnica para a deteção de PRRSV, tanto a ORF7 como 

a ORF5 demonstraram ser sequências adequadas para identificar ambas as variantes deste 

patogénico por PCR em amostras de sangue, fluidos orais e amostras de órgãos/tecidos 

como pulmões ou amígdalas [139]–[142]. Para além disso, também se verificou que entre 

a técnica de RT-PCR tradicional, a RT-PCR em tempo real usando sondas Taqman e a 

RT-PCR em tempo real usando o corante SYBR Green, a técnica de RT-PCR em tempo 

real que usava os corantes Taqman foi a técnica de PCR mais exata e sensível para detetar 

o PRRSV [143].  

 Em relação ao uso da PCR para a deteção de PCV2, verifica-se que a sequência 

da ORF2 é eficaz para identificar este patogénico, permitindo, também, diferenciar as 

suas variantes em amostras de soro, órgãos/tecidos, fluidos orais e fecais [37], [144]–

[147]. Deste modo, a ORF2 é normalmente a ORF escolhida na maioria dos estudos como 

alvo de amplificação pela técnica de PCR [37], [144]–[147]. Assim, apesar de a técnica 

a) b) 
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de PCR não ser tão rigorosa na deteção das variantes de PCV2, em comparação com 

outros métodos como a sequenciação de Sanger, esta permite igualmente uma deteção 

sensível e específica das variantes, sendo um método rápido [37]. 

 No caso da identificação de Leptospira patogénicas, vários estudos [73], [148]–

[150] procedem à sua deteção através da aplicação de PCR em tempo real para 

complementação ou comparação com outros métodos serológicos ou culturais. As 

técnicas de PCR usadas para detetar esta bactéria baseiam-se no uso de primers que 

flanqueiem os genes lipL32 de bactérias patogénicas e as amostras de suínos mais 

comumente analisadas incluem amostras provenientes do sistema urinário e reprodutor 

[73], [148]–[150]. No caso do uso de qPCR um sinal é emitido aquando da presença 

destas bactérias patogénicas, não se verificando emissão de qualquer sinal quando 

Leptospira intermédias e saprófitas são analisadas, assim esta técnica de PCR demonstra 

ser sensível e específica para a análise de Leptospira patogénicas [73]. 

 Para a deteção de fatores de virulência da E. coli como a presença das adesinas 

fimbriais F4 e F18 a técnica de PCR é um dos métodos preferenciados como evidenciado 

pelos seguintes estudos [88], [107], [151]. Os alvos de amplificação são respetivamente 

os genes que codificam as adesinas F4 e F18 e as amostras analisadas correspondem a 

amostras do trato gastrointestinal [88], [107], [151].   

Relativamente à deteção de M. gallisepticum e M. synoviae pelo método de PCR 

verificou-se que tanto os gene mgc2, o gene da subunidade 16S do RNA ribossomal, o 

gene da lipoproteína e o gene gapA são eficazes para detetar o Mycoplasma gallisepticum 

e que o gene da subunidade 16S do RNA ribossomal é eficaz para detetar o Mycoplasma 

synoviae em amostras de fluidos orais de aves [113], [129], [152]–[154].  Em relação a 

estes patogénicos também se verificou que o uso de qPCR multiplex permitiu detetar 

simultaneamente as estirpes MG e MS não havendo interferência/inibição na deteção de 

MG ou MS mesmo que uma maior concentração de uma das estirpes estivesse presente 

nas amostras [113]. Assim, o qPCR multiplex é um método eficaz e mais económico que 

a qPCR simplex que deteta apenas uma estirpe. Para além disso, ambas estas estirpes de 

Mycoplasma são frequentes agentes de infeção em produções intensivas de aves o que 

torna o uso de qPCR multiplex vantajoso [113]. 
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2.6 Objetivos do estágio  

Atualmente o Laboratório Tomaz analisa diretamente pelo método de ELISA a 

presença de Mycoplasma galliseptium, o Mycoplasma synoviae e o vírus PRRSV. Como 

tal, sempre que é necessário diagnosticar quer o PRRSV, quer o M. galliseptium e/ou  

M. synoviae, a Leptospira ou o PCV2 por PCR esta análise é feita recorrendo a empresas 

subcontratadas. Assim, é do interesse do laboratório implementar técnicas de diagnóstico 

baseadas em PCR em tempo real para análise de amostras de Veterinária, a partir de 

diferentes matrizes, nomeadamente, amostras de sangue (soro), zaragatoas (fluidos orais), 

fezes ou amostras de órgãos/tecidos (ex: pulmões, caudas, intestinos, etc) (Figura 4). 

 

 

Figura 4. Amostra de caudas de suíno para análise de PRRSV por PCR. 

 

Assim, os principais objetivos deste estágio são pesquisar e quantificar agentes 

patogénicos em amostras de produção intensiva através da técnica de PCR em Tempo 

Real nomeadamente, o PRRS (Síndrome Reprodutivo e Respiratório Suíno, do inglês 

Porcine Reproductive and Respiratory syndrome), Leptospira, Mycoplasma 

gallisepticum e Mycoplasma synoviae e o Circovírus 2. Pretende-se também, pesquisar 

os fatores de virulência da Escherichia coli em fezes de animais.  
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III. Materiais e Métodos 

3.1 Amostras 

 No total foram analisados 4 tipos de amostras de acordo com o pedido de análise 

efetuado ao Laboratório Tomaz: amostras de órgãos/tecidos de suínos para o despiste de 

Porcine Reproductive and Respiratory Syndrome Virus (PRRSV), de Leptospira spp. e 

de Porcine Circovirus Type 2 (PCV2), amostras de soros de suínos para despiste de 

PRRSV e PCV2, fezes de suínos para pesquisa de fatores de virulência de E. coli e 

finalmente amostras de fluidos orais de aves para pesquisa de Leptospira spp. e de  

M. gallisepticum e M. synoviae. 

No dia 22 de janeiro de 2021, o Laboratório Tomaz recebeu amostras de tecidos 

(caudas de leitões da mesma ninhada) e um órgão de suíno (pulmão) colhidas nesse dia. 

As amostras foram armazenadas a -20ºC e analisadas entre 48-72h após a colheita.  

Quanto às amostras de soro de suíno foram analisadas amostras rececionadas em 

dois momentos (5 e 23 de Abril de 2021), armazenadas a 4ºC e analisadas entre 24 -72h.   

 Para a análise dos fatores de virulência de E. coli, o Laboratório recebeu uma 

amostra de fezes de suínos para pesquisa dos fatores de virulência F4 e F18 no dia 6 de 

Abril de 2021, colhidas no dia anterior. Na pesquisa de Leptospira e de M. gallisepticum 

e M. synoviae foram analisadas, respetivamente, 2 e 13 pools de amostras de fluidos orais 

colhidos com zaragatoas na zona traqueal de galinhas poedeiras que tinham idade 

compreendida entre 8 a 10 semanas. Cada pool continha o correspondente a quatro a cinco 

zaragatoas individuais, recolhidas num período de tempo entre 24 de Janeiro de 2021 até 

26 de Maio de 2021. Após a sua receção as zaragatoas foram armazenadas a 4ºC e 

analisadas entre 24 -72h após a colheita. 

 

3.2 Extração de DNA/RNA  

A extração de DNA/RNA foi realizada recorrendo ao ID. Gene TM Spin Universal 

Extraction Kit (Ref: SPIN50/SPIN250, ID.Vet GENETICS) seguindo as instruções do 

fabricante. Para efeito de simplificação, este protocolo foi dividido em duas partes: (1) 

3.2.1 Isolamento e concentração de DNA/RNA (subdividido em quatro partes 

consoante o tipo de matriz, órgãos/tecidos, soros, zaragatoas e fezes), e (2) 3.2.2 

Purificação do DNA/RNA (procedimento idêntico para todos os tipos de amostras).  
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Para a deteção do PRRSV realizou-se a extração de RNA e para a deteção do 

PCV2, de Leptospira, de Mycoplasma e dos fatores de virulência da E. coli efetuou-se a 

extração de DNA. 

 

3.2.1 Isolamento e concentração de DNA/RNA 

3.2.1.1 Amostras de órgãos/tecidos 

 Num tubo de 15 mL (Normax, Marinha Grande, Portugal) pesou-se cerca de  

20 mg do órgão e/ou tecido, previamente dissecado, e adicionou-se 1 mL de 1×PBS. De 

seguida, colocaram-se três glass beads, homogeneizou-se no vórtex (VORTEX 2, IKA, 

Staufen, Alemanha) e centrifugou-se na centrífuga (Hettich Zentrifugen Mikro 220/220R, 

Alemanha) a 1500 xg durante 2 minutos. Num novo tubo de 1,5 mL respetivamente 

identificado, adicionou-se 600 µL de tampão de lise (RAV1- Carrier) e 20 µL de 

proteinase K. Após a centrifugação, retirou-se 100 µL de sobrenadante para o tubo e 

incubou-se a 70ºC (±5ºC) durante 30 minutos num bloco de aquecimento (Thermal Shake 

lite, VWR, Radnor, Pensilvânia, EUA). Após os 30 minutos, o sobrenadante foi 

descartado por inversão do tubo mantendo-se apenas as células lisadas. Estas foram 

ressuspendidas em 600 µL de etanol absoluto. Todos os passos, exceto as centrifugações 

e a incubação no bloco de aquecimento, foram realizados numa câmara de fluxo laminar 

(S@femate Ez 1.2, VWR, Radnor, Pensilvânia, EUA). 

 

3.2.1.2 Amostras em zaragatoas 

 Adicionou-se 1 mL de 1×PBS num tubo de 15 mL e cortou-se com o auxílio de 

uma tesoura esterilizada as varas de zaragatoas (pool), garantido que o esfregaço estava 

imerso na solução. De seguida, o tubo foi colocado no vórtex por 30 segundos para 

garantir que a amostra retida na zaragatoa era transferida para o tampão PBS. A um novo 

tubo de 1,5 mL, respetivamente identificado, adicionou-se 600 µL de tampão de lise e  

20 µL de proteinase K. Por fim, adicionou-se 100 µL da amostra ao tubo e incubou-se a 

70ºC (±5ºC) durante 30 minutos num bloco de aquecimento (Thermal Shake lite, VWR, 

Radnor, Pensilvânia, EUA). Após os 30 minutos, o sobrenadante foi descartado por 

inversão do tubo mantendo-se apenas as células lisadas. Estas foram ressuspendidas 

adicionando 600 µL de etanol absoluto. Todos os passos, exceto a incubação no bloco de 

aquecimento, foram realizados numa câmara de fluxo laminar (S@femate Ez 1.2, VWR, 

Radnor, Pensilvânia, EUA). 
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3.2.1.3 Amostras de fezes 

 Num tubo de 90 mL, pesou-se cerca de 5 mg de amostras de fezes e adicionou-se 

30 mL de água estéril. Levou-se o tubo ao vórtex durante 30 s e deixou-se a amostra em 

repouso durante 10 min (±2 min). Pipetou-se, de seguida, 1,5 mL de amostra para um 

novo tubo de 1,5 mL e centrifugou-se a amostra durante 10 min a 11300 xg. Após a 

centrifugação, descartou-se o sobrenadante por inversão e ressuspendeu-se o pellet, 

adicionando-se 600 µL de tampão de lise e 20 µL da proteinase K.  Fez-se vórtex e 

incubou-se a amostra a 70ºC (±5ºC) durante 30 min no bloco de aquecimento (Thermal 

Shake lite, VWR, Radnor, Pensilvânia, EUA). Após a incubação, centrifugou-se a  

11 300 xg durante 3 min. Num outro tubo de 1,5 mL adicionou-se 500 µL de etanol 

absoluto e 500 µL do sobrenadante da amostra com o auxílio da micropipeta  

(100-1000 µL, Sartorius, Göttingen, Alemanhã), homogeneizando-se de seguida. Todos 

os passos, exceto as centrifugações e a incubação no bloco de aquecimento, foram 

realizados numa câmara de fluxo laminar (S@femate Ez 1.2, VWR, Radnor, Pensilvânia, 

EUA). 

 

3.2.1.4 Amostras de soro  

 A separação do soro do sangue total foi feita por centrifugação a 3000 xg durante 

10 minutos. O soro (sobrenadante) foi transferido para um novo tubo. Adicionou-se  

600 µL de tampão de lise e 20 µL de proteinase K num novo tubo de 1,5 mL. De seguida, 

colocou-se 100 µL de amostra de soro no tubo de 1,5 mL. Se se tratasse de uma pool de 

amostras de soros colocavam-se volumes iguais de cada soro no tubo de 1,5 mL de modo 

a que o volume total fosse 100 µL Exemplo: na pool com 4 soros, colocamos 25 µL de 

cada soro individual (Vf=100 µL). Seguidamente, a amostra foi levada ao vórtex por  

20 s e incubada a 70ºC (±5ºC) durante 30 min no bloco de aquecimento (Thermal Shake 

lite, VWR, Radnor, Pensilvânia, EUA). Após os 30 minutos, o sobrenadante foi 

descartado por inversão do tubo mantendo-se apenas as células lisadas. Estas foram 

ressuspendidas em 600 µL de etanol absoluto.  Todos os passos, exceto a centrifugação e 

a incubação no bloco de aquecimento, foram realizados numa câmara de fluxo laminar 

(S@femate Ez 1.2, VWR, Radnor, Pensilvânia, EUA). 
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3.2.2 Purificação do DNA/RNA 

 A purificação do DNA/RNA foi imediatamente realizada para todos os tipos de 

amostras, seguindo as instruções do fabricante. Transferiu-se 660 µL do lisado para a 

respetiva coluna, centrifugando-se de seguida a 8000 xg durante 1 min. O eluato foi 

descartado e a coluna colocado num novo tubo coletor. Este passo foi repetido para a 

totalidade da amostra. De seguida, pipetou-se 500 µL de tampão RAW para cada coluna 

e centrifugou-se a 8000 xg durante 1 min. Após a centrifugação, descartou-se o tubo 

coletor e o eluato e colocou-se a coluna num novo tubo coletor. Pipetou-se 600 µL de 

tampão RAV3 para cada coluna, centrifugou-se a 8000 xg durante um minuto,  

descartou-se o eluato e colocou-se a coluna num novo tubo. Este foi centrifugado a  

11 000 xg durante 3 min para garantir que possíveis vestígios de interferentes eram 

eluídos e descartou-se o tubo, mantendo-se a coluna. Por fim, a coluna foi colocada num 

novo tubo de 1,5 mL já identificado ao qual se adicionou 100 µL de ELU caso se 

pretendesse obter DNA ou 100 µL de RNAse-Free H2O caso se pretende-se extrair RNA. 

Manteve-se a incubar durante 1 min à temperatura ambiente e centrifugou-se uma última 

vez a 8000 xg durante 1 min, descartando-se de seguida a coluna e mantendo o tubo com 

o eluído. Este era armazenado a -20ºC ± 5ºC caso não fosse analisado imediatamente. 

Todos os passos, exceto as centrifugações foram realizados numa câmara de fluxo laminar 

(S@femate Ez 1.2, VWR, Radnor, Pensilvânia, EUA). 

 

3.3 Amplificação do DNA/RNA por qPCR 

3.3.1 Pesquisa de PRRSV 

A pesquisa de PRRSV foi feita utilizando o ViroReal® Kit PRRSV Virus EU & 

NA 1.1 da ingenetix (Ref: DVEV00113). Este kit baseia-se na aplicação de transcrição 

reversa por PCR em tempo real (RT-PCR) para a transcrição de uma sequência especifica 

de RNA em DNA complementar, amplificado e detetado por uma sonda de 

oligonucleotídos marcada com um corante fluorescente. Para a pesquisa de PRRSV é feita 

a deteção da Open Reading Frame 7 (ORF7), incluindo a região 3’-não traduzida, de 

ambas as variantes de PRRSV, variante europeia e variante americana (PRRSV EU e 

NA). A ORF7 da variante europeia é detetada no canal FAM e a ORF7 da variante 

americana é detetada no canal VIC ou HEX. Para evitar resultados falsos-negativos é 

utilizado um controlo endógeno de RNA detetado no canal Cy5. Como controlo positivo 
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é utilizado o vírus PRRS EU e NA com concentração aproximada de 50 000 000 copias 

de RNA/mL e como controlo negativo é usada água livre de nucleases. 

Preparou-se uma Master Mix num tubo estéril considerando o número de amostras 

a analisar e controlos. Para cada reação (com volume final de 20,0 µL) foram necessários: 

2,0 µL de água livre de nucleases, 5,0 µL de RNA Reaction Mix, 1,0 µL de PRRS Virus 

EU + NA Assay Mix 1.1 (primers e sondas FAM e VIC/HEX), 1,0 µL de RNA IPC Assay 

Mix (primers e sonda Cy5 para deteção de controlo endógeno) e 1,0 µL de RNA IPC 

Target (controlo endógeno 1:500). Após a preparação da Master Mix homogeneizou-se e 

distribuiu-se 10 µL para cada tubo de PCR. De seguida adicionou-se 10,0 µL de amostra 

e/ou controlo, fecharam-se os tubos de PCR com as tampas e fez-se uma centrifugação 

durante 20 s na mini centrífuga para homogeneizar e remover eventuais bolhas. Por 

último, limpou-se com papel as tampas dos tubos de PCR para remover possíveis marcas 

digitais e colocaram-se os tubos no termociclador (CFX96 Deep Well™, Bio-Rad, 

Hercules, California, EUA) para a realização do PCR em tempo real. O perfil térmico 

usado foi de três etapas (1 ciclo de 50ºC durante 15 min, seguido de 1 ciclo de 95ºC 

durante 20s e por último 45 ciclos com 95ºC por 5s e 60ºC por 1 min, com aquisição de 

dados na fase do annealing, ou seja, a 60ºC). O software utilizado para aquisição de dados 

e análise de resultados foi o Bio-Rad CFX Manager Industrial Diagnostic Edition 2.2. A 

interpretação de resultados foi feita de acordo com as indicações do fabricante. 

 

3.3.2 Pesquisa de PCV2 

A deteção do PCV2 foi feita através do kit da EXOone PCV2 oneMIX da exopol 

(Ref: No. PCV2_MIX). O seu princípio baseia-se na amplificação e quantificação de uma 

sequência específica de DNA através do uso de uma sonda fluorescente (que inclui um 

corante repórter e um corante quencher) pelo método de PCR em tempo real. A ORF2 

que codifica para o gene do capsídeo do PCV2 é detetada no canal FAM. Para evitar 

resultados falsos-negativos é usado um controlo endógeno detetado no canal HEX ou 

VIC. Como controlo positivo é utilizado um controlo positivo sintético com 5×105 cópias 

de DNA/ 5 µL e como controlo negativo é usada água livre de nuclease.  

Homogeneizou-se a Master Mix e pipetou-se 15 µL desta solução para cada tubo 

de PCR, volume necessário para cada amostra e/ou controlo, com o auxílio da micropipeta 

(2-20 µL, Acura® manual 825, Socorex, Ecublens, Suíça). De seguida, adicionou-se  

5,0 µL de amostra e/ou controlo, fechou-se os tubos de PCR com as tampas e fez-se uma 
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centrifugação na mini centrífuga para homogeneizar e remover eventuais bolhas (volume 

final de reação de 20 µL). Por último, limpou-se com papel as tampas dos tubos de PCR 

para remover possíveis marcas digitais e colocaram-se os tubos no termociclador (CFX96 

Deep Well™, Bio-Rad, Hercules, California, EUA) para a realização do PCR em tempo 

real. O perfil térmico usado foi de duas etapas (1 ciclo de 95ºC durante 5 min, seguido de 

42 ciclos com 95ºC por 15s e 60ºC por 1 min, com aquisição de dados na fase do 

annealing, ou seja, a 60ºC). O software para aquisição de dados e análise de resultados 

foi o Bio-Rad CFX Manager Industrial Diagnostic Edition 2.2. A interpretação de 

resultados foi feita de acordo com as indicações do fabricante. 

Para a quantificação do DNA de PCV2 de amostras de soro foi necessário preparar 

uma reta padrão usando o controlo positivo fornecido pelo kit. A partir da concentração 

inicial do controlo positivo fornecido (5×105 cópias de DNA/ 5 µL) e de água livre de 

nucleases seis diluições em séries de 10 foram realizadas com concentrações 

compreendidas entre 5×104 cópias de DNA até 5×10-1 cópias de DNA em tubos de  

1,5 mL. Homogeneizou-se a Master Mix e pipetou-se 15 µL desta solução para cada tubo 

de PCR, volume necessário para cada ponto da reta padrão. De seguida, adicionou-se  

5,0 µL de cada padrão, fazendo-se duas réplicas por cada diluição e fechou-se os tubos 

de PCR com as tampas e fez-se uma centrifugação na mini centrífuga para homogeneizar 

e remover eventuais bolhas (volume final de reação de 20 µL). Por último, limpou-se com 

papel as tampas dos tubos de PCR para remover possíveis marcas digitais e  

colocaram-se os tubos no termociclador (CFX96 Deep Well™, Bio-Rad, Hercules, 

California, EUA) para a realização do PCR em tempo real. O perfil térmico e o software 

para aquisição de dados usados foram iguais ao mencionado anteriormente.  

 

3.3.3 Deteção da Leptospira spp. 

A deteção da Leptospira spp. foi feita através do kit da EXOone Pathogenic 

Leptospira oneMIX da exopol (Ref: No. LEPT_MIX). Este kit validado para o PCR em 

tempo real baseia-se na transcrição e amplificação de uma sequência específica de genes 

de DNA de estirpes de Leptospira patogénicas. Na amplificação um corante fluorescente 

(que inclui um corante repórter e um corante quencher) é usado e um sinal do corante 

repórter é emitido e proporcional à quantidade de DNA amplificado. Este kit deteta a 

presença do gene lipL32 presente em estirpes de Leptospira patogénicas no canal FAM. 

O controlo endógeno é detetado no canal HEX para extrair resultados falsos-negativos. 
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Como controlo positivo é utilizado o controlo positivo sintético com concentração de 

5×105 cópias de DNA/ 5 µL e como controlo negativo é usada água livre de nuclease. 

Homogeneizou-se a Master Mix e pipetou-se 15 µL desta solução para cada tubo 

de PCR volume necessário para cada amostra e/ou controlo. De seguida, adicionou-se  

5,0 µL de amostra e/ou controlo, fechou-se os tubos de PCR com as tampas e fez-se uma 

centrifugação na mini-centrifuga para homogeneizar e remover eventuais bolhas. Por 

último, limpou-se com papel as tampas dos tubos de PCR para remover possíveis marcas 

digitais e colocaram-se os tubos no termociclador (CFX96 Deep Well™, Bio-Rad, 

Hercules, California, EUA) para a realização do PCR em tempo real. O perfil térmico 

usado foi de duas etapas (1 ciclo de 95ºC durante 5 min, seguido de 42 ciclos com 95ºC 

por 15s e 60ºC por 1 min, com aquisição de dados na fase do annealing, ou seja, a 60ºC). 

O software para aquisição de dados e análise de resultados foi o Bio-Rad CFX Manager 

Industrial Diagnostic Edition 2.2. A interpretação de resultados foi feita de acordo com 

as indicações do fabricante. 

 

3.3.4 Pesquisa de fatores de virulência de E.coli 

A pesquisa de fatores de virulência de E. coli foi feita utilizando o BactoReal® 

Typing Kit E. coli v1.1 da ingenetix (Ref: DVET001). Este kit tem conjuntos de primers 

específicos para a deteção de 18 genes que codificam para fatores de virulência de E. coli 

associados a suínos nomeadamente adesinas fimbriais, enterotoxinas e outras adesinas 

que codificam respetivamente para as adesinas, F4, F5, F6, F18, F41 as toxinas STa1, 

STb2, STx2e, LT, EAST1 e as adesinas fimA, pAA, escV, cnf1, iucD, papC e pic. Este 

kit baseia-se na amplificação de um fragmento específico de DNA de um determinado 

gene de virulência por PCR em tempo real, sendo o produto detetado através de um agente 

intercalante (SYBR green) e posterior análise das curvas de melting a 515 nm, 

considerando as instruções do fabricante. Como controlo positivo é utilizada uma estirpe 

de E. coli que apresenta todos os fatores de virulência em análise, e como controlo 

negativo é usada água livre de nuclease. 

Foi preparada uma Master Mix para cada gene a detetar uma para a deteção da 

adesina fimbrial F4 e outra para a F18. Para cada adesina preparou-se a Master Mix num 

tubo estéril de 1,5 mL, considerando o número total de amostras e controlos em análise. 

Para cada reação foi preparada uma Master Mix (volume final de 19,0 µL) contendo  

14,0 µL de H2O, 4,0 µL de 5× HR Master Mix (com o controlo endógeno ROX) e 1,0 µL 
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de conjunto de primers da E. coli Assay Mix que se pretendia analisar. Aos 19 µl de 

Master Mix foi adicionado 1 µL de DNA obtido da extração das amostras de fezes ou 

controlo a analisar, perfazendo um volume final de 20 µL. Os tubos foram colocados no 

termociclador (CFX96 Deep Well™, Bio-Rad, Hercules, California, EUA) para a 

realização do PCR em tempo real.  O perfil térmico usado foi de três etapas (1 ciclo de 

50ºC durante 2 min, 1 ciclo de 95ºC durante 10 min, seguido de 35 ciclos com 95ºC por 

15s e 60ºC por 1 min, com aquisição de dados na fase do annealing ou seja, a 60ºC). O 

ciclo da curva de melting seguiu as seguintes condições 95ºC durante 15s, 60ºC durante 

1 min, 95ºC por 30s e 60ºC durante 15s. O software para aquisição de dados e análise de 

resultados foi o Bio-Rad CFX Manager Industrial Diagnostic Edition 2.2. A interpretação 

de resultados foi feita de acordo com as indicações do fabricante. 

 

3.3.5 Deteção de Mycoplasma gallisepticum e Mycoplasma synoviae 

A pesquisa de Mycoplasma gallisepticum e Mycoplasma synoviae em amostras 

traqueais recolhidas em zaragatoas foi feita utilizando DNA extraído como descrito em 

3.2 e o BactoReal® Kit Mycoplasma gallisepticum & synoviae da ingenetix  

(Ref: DVEB05753). Este kit foi desenvolvido para a deteção e diferenciação entre  

M. gallisepticum e M. synoviae usando um ensaio multiplex de PCR em tempo real. Para 

tal, tem como alvo o gene mgc2 (que codifica para uma proteína semelhante à citadesina) 

para a deteção do M. gallisepticum, e o gene vlhA (que codifica para a hemaglutinina) 

para a deteção do M. synoviae. Após amplificação, o produto de PCR é detetado por uma 

sonda marcada. Enquanto que a amplificação de DNA específico de M. gallisepticum é 

detetada no canal FAM (530 nm), no caso de M. synoviae é detetada no canal VIC/ HEX 

(554 nm). Para extrair resultados falsos-negativos é utilizado um controlo endógeno 

detetado no canal Cy5 (667 nm). Como controlos positivos é utilizado DNA de estirpes 

de M. gallisepticum e M. synoviae com concentração aproximada de 10 000 copias de 

DNA/mL. Como controlo negativo foi usada água livre de nuclease. 

 Preparou-se a Master Mix num tubo de 1,5 mL considerando as amostras e 

controlos totais, sendo que por cada amostra e/ou controlo era necessário a Master Mix 

ter 3,0 µL de água livre de nucleases, 10,0 µL de DNA Reaction Mix, 1,0 µL de  

M. galliseptium & M. synoviae Assay Mix (primers e sondas FAM e VIC/HEX para 

deteção de M. galliseptium & M. synoviae) e 1,0 µL de CR-3 Assay Mix (primers e sonda 

Cy5 para deteção do controlo endógeno). Após a preparação da Master Mix 
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homogeneizou-se a mesma manualmente e pipetou-se 15 µL para cada tubo de PCR. De 

seguida adicionou-se 5,0 µL de DNA obtido de amostras e/ou controlo, fechou-se os 

tubos de PCR com as tampas e fez-se uma centrifugação na mini centrifuga para 

homogeneizar e remover eventuais bolhas. Por último, limpou-se com papel as tampas 

dos tubos de PCR para remover possíveis marcas digitais e colocaram-se os tubos no 

termociclador (CFX96 Deep Well™, Bio-Rad, Hercules, California, EUA) para a 

realização do PCR em tempo real. O perfil térmico usado foi de três etapas (1 ciclo de 

50ºC durante 15 min, seguido de 1 ciclo de 95ºC durante 20 s e por último 45 ciclos com 

95ºC por 5 s e 60ºC por 1 min, com aquisição de dados na fase do anneling ou seja, a 

60ºC). O software para aquisição de dados e análise de resultados foi o Bio-Rad CFX 

Manager Industrial Diagnostic Edition 2.2. A interpretação de resultados foi feita de 

acordo com as indicações do fabricante. 
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IV. Resultados e Discussão 

4.1 Deteção de PRRSV em amostras de órgãos/tecidos e soros de suínos 

Para a identificação do PRRSV por PCR em tempo real foram utilizadas diferentes 

matrizes, tais como, caudas de suínos, pulmão e soro. Foram realizados dois ensaios.  

No primeiro ensaio foram analisados dois tipos de amostras: uma pool de amostras 

de caudas de suínos de 2ª ninhada, lote 655, com o código de identificação do Laboratório 

Tomaz número 3333 e uma amostra de pulmão, lote 590, codificada com o número 3336. 

A amostra de pulmão foi analisada em paralelo por um laboratório contratado para a 

pesquisa do mesmo patogénico. 

No segundo ensaio foram analisadas seis pools, cada uma constituída por quatro 

soros (N=4), com os números de codificação interna entre 21540 (1ª pool) a 21545 (6ª 

pool). 

Os resultados das curvas de amplificação obtidos para o primeiro ensaio podem 

ser observados na Figura 5.  

 

 

 

 

 

 

 

Figura 5. Gráfico de amplificação de PCR em tempo real das amostras de órgãos/tecidos e respetivos 

valores de CT para a deteção do PRRSV. CP - controlo positivo; CN – controlo negativo; CE – controlo 

endógeno; FAM – sonda de identificação da estirpe europeia (curva azul); HEX – sonda de identificação 

da estirpe americana (curva verde); Cy5 – sonda do controlo endógeno (curva rosa).  

 

Analisando os resultados da Figura 5, verifica-se que ambas as amostras 3333 e 

3336 são negativas para PRRSV, sem a presença de curvas de amplificação nas sondas 

FAM e HEX.  De acordo com a interpretação do kit utilizado (tabela A1 – em anexo), e 

analisando os resultados obtidos, considera-se que o controlo positivo está válido, com 

amplificação nos canais FAM, HEX e Cy5, apesar dos valores de CT’s nos canais FAM 

e HEX estarem abaixo do esperado. Esta diferença nos valores de CT’s deve estar 
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relacionada com a diluição recomendada pelo kit (1/10), que não foi feita nesta corrida. 

No caso do controlo negativo, seria de esperar que não existisse amplificação nos canais 

FAM e HEX, mas como se pode verificar na Figura 6, existiu uma ligeira amplificação 

do canal FAM (CT=37,27), indicando que ocorreu uma contaminação do controlo 

negativo. Nestes casos, o laboratório não valida a sessão de trabalho, tendo-se de repetir 

a corrida. No presente caso, e como esta corrida foi feita apenas para obter resultados para 

este trabalho de dissertação, não foi feita a repetição da mesma. Uma vez que as amostras 

se encontram negativas, considera-se que a contaminação tenha ocorrido durante a fase 

de preparação de pipetagem dos extratos à Master Mix e não durante a fase de extração.   

A amostra 3336 (amostra de pulmão) que foi analisada, também, por outro 

laboratório obteve um resultado negativo. Este resultado encontra-se concordante com o 

resultado obtido nesta dissertação. 

 Para além destas duas amostras de órgãos/tecidos, foram também analisados soros 

de porco em relação à presença deste patogénico. Neste caso, analisou-se 6 pools (cada 

pool com quatro soros de porcos individuais) – Figura 6. 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 6. Gráfico de amplificação do PCR em tempo real das amostras de soros e respetivos valores de CT 

para a deteção do PRRSV. CP-controlo positivo; CE - controlo endógeno, Amostras + - amostras positivas 

para o FAM (curva azul). 

 

Como se pode visualizar na Figura 6, todas as pools analisadas demonstraram 

amplificação para a variante europeia deste vírus (sonda FAM), exceto a pool da amostra 

21545. Com efeito, de acordo com a Tabela A1 em anexo, considera-se uma amostra 
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positiva para o PRRSV EU quando o canal FAM amplifica e positiva para o PRRSV NA 

quando o canal HEX apresenta amplificação. O controlo endógeno (canal Cy5) pode nem 

sempre amplificar em amostras positivas, dependendo da carga viral do patogénico, ou 

seja, valores de CT’s mais baixos podem apresentar amplificações tardias ou nulas do 

canal Cy5, enquanto em amostras mais fracamente positivas (valores de CT’s mais altos) 

é esperado um sinal significativo de Cy5. Relativamente ao PRRSV NA, não foram 

detetadas amostras positivas (canal HEX sem amplificação). Por último, em relação aos 

controlos positivo e negativo estes foram aceites e os resultados considerados válidos, 

apesar de o valor de CT do controlo positivo encontrar-se abaixo do indicado pelo 

fabricante.  

 Apesar de se ter analisado amostras de órgãos/tecidos e amostras de soro, não 

podemos neste caso comparar estes dois tipos de amostras para perceber qual é a melhor 

matriz na análise de deteção deste patogénico. Esta comparação não é possível pois as 

amostras analisadas não pertencem ao mesmo animal. 

 No entanto, se nos debruçarmos sobre a literatura podemos concluir que os soros 

deverão ser uma matriz mais eficaz na deteção deste patogénico em comparação com os 

órgãos/tecidos. Num estudo conduzido por Fan et al. 2019 [155], verificou-se que os 

soros eram a melhor matriz quando comparando com zaragatoas húmidas e/ou secas 

esfregadas em sangue. No entanto, e apesar de o soro ser em vários estudos considerado 

uma melhor matriz, o estudo de Plut et al. 2020 [29] concluiu que em estados finais da 

doença são os fluidos orais a melhor matriz, tendo em conta que os órgãos linfóides (zona 

onde se esfrega a zaragatoa) são os últimos órgãos a evidenciar este patogénico. Assim, 

e com base nos estudos da literatura, podemos considerar que tanto as zaragatoas, soros 

e órgão/tecidos são boas matrizes para a deteção do PRRSV, desde que a sua deteção seja 

feita numa fase inicial da doença.  

Para além da importância da escolha da matriz que revele uma maior eficácia na 

deteção deste vírus, é importante compreender tanto a dificuldade obtida na colheita da 

amostra, como o nível de stress e sofrimento do animal. As amostras de alguns tecidos 

(e.g as caudas) podem apresentar um menor nível de stress ao animal. As caudas de suínos 

analisadas são na maioria das explorações de suinicultura cortadas para que os suínos não 

arranquem as caudas uns aos outros [156], enquanto que os soros são obtidos 

propositadamente para a análise e o animal sujeito a um nível de stress superior [27]. No 

caso dos órgãos, como por exemplo, o pulmão apesar de o animal não ser sujeito a stress 
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para a sua colheita, necessita por obrigatoriedade que o animal esteja ou seja morto [20] 

tornando-se, por vezes, pouco conveniente a sua análise. 

 Para além de ser importante perceber qual a melhor matriz para detetar a presença 

de PRRSV por PCR em tempo real, também é importante perceber qual o melhor método 

de preservação da amostra. Com efeito, no estudo de Fan et al. 2019 [155], onde 

examinaram diferentes matrizes para a deteção de PRRSV, foram também analisados 

diferentes materiais para a recolha, e ainda o processamento e armazenamento de 

amostras. 

Analisando os resultados deste estudo [155] verificou-se que um maior número 

de RNA de PRRSV era detetado na seguinte ordem de matrizes: soro, zaragatoas húmidas 

de poliéster, zaragatoas húmidas de algodão, zaragatoas secas de poliéster e zaragatoas 

secas de algodão. Relativamente ao tempo de armazenamento, verificou-se de modo geral 

que a concentração de PRRSV era superior passado 72h de armazenamento em 

comparação com 24h. Após 7 dias, de modo geral, notava-se uma degradação no RNA, 

com o PRRSV a deixar de ser detetados no caso das zaragatoas secas de algodão 

armazenadas a 4ºC. Tal, no entanto, não era linear com os soros a apresentarem muito 

pouca ou nenhuma alteração na concentração de PRRSV detetado passado os 7 dias. 

Assim, conclui-se que, regra geral, os soros sofrem uma menor degradação do RNA 

presente comparativamente às zaragatoas. Por último, em relação às temperaturas de 

armazenamento, comparando os resultados obtidos relativamente às amostras de soro, 

observamos ao fim de 24h e 72h que as alterações na quantidade de RNA de PRRSV 

detetado são reduzidas ou inexistentes, independentemente da temperatura de 

armazenamento.  No entanto, ao fim de 7 dias uma diferença torna-se notável, com os 

soros armazenados a 4ºC a sofrerem uma menor degradação de RNA em comparação 

com os armazenados a 20ºC. Deste modo, e comparando com o nosso processamento das 

amostras de soros (que foram refrigerados a 4ºC e analisados entre 24h a 72h horas após 

serem recolhidos) verifica-se que a temperatura e tempo de armazenamento foram 

indicados para uma extração de PRRSV eficaz.  
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4.2 Deteção de PCV2 em amostras de órgãos/tecidos e soros de suínos 

As amostras das caudas de suínos (pool) e a amostra de pulmão, foram uma vez 

mais analisadas, mas para presença do vírus PCV2. Ambas as amostras não sofreram 

alteração na sua designação, com a amostra das caudas de suínos a ser designada com o 

número 3333 e a amostra de pulmão com o número 3336.  

 Após a obtenção dos resultados, estes para serem válidos tinham que obedecer aos 

princípios indicados pelo fornecedor (Tabela A2 em anexo). Inicialmente, foram feitas 

corridas de PCR onde se constatou a ausência de sinal do canal HEX tanto para o controlo 

positivo, como para o controlo negativo, mas com o mesmo a demonstrar amplificação 

em amostras reais.  

De acordo com o fabricante o controlo endógeno utilizado neste kit utiliza um 

gene housekeeping presente nas células animais. Portanto, é esperado que não exista 

amplificação do canal HEX no controlo negativo, uma vez que este corresponde a água 

livre de nucleases. No caso do controlo positivo apenas devemos considerar o FAM 

positivo.  

Em relação às amostras positivas, dependendo do valor de CT, pode existir ou não 

amplificação do controlo endógeno. Amostras com valores de CT’s muito baixos, 

apresentam uma carga viral alta, o que faz com que exista competição dos 

oligonucleótidos durante os ciclos de amplificação, e por esse motivo, o controlo 

endógeno não apresenta curva de amplificação ou é praticamente nula. As curvas de 

amplificação e os respetivos valores de CT da pool de caudas e do pulmão estão 

representadas na Figura 7.  

 

 

 

 

 

Figura 7 Gráfico de amplificação do PCR em tempo real das amostras de órgãos/tecidos e respetivos 

valores de CT para a deteção do PCV2. CP-controlo positivo; CE – controlo endógeno; FAM – sonda para 

deteção de PCV2 (curva azul); HEX – sonda do controlo endógeno (curva verde). 
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Tal como aconteceu no PCR em tempo real para a deteção do PRRSV, tanto a 

amostra da pool de caudas de suínos (amostra 3333) como a amostra de pulmão de suíno 

(amostra 3336) apresentaram um resultado negativo para a presença do vírus PCV2, pois 

não se verificou nenhuma amplificação no canal FAM. Os controlos negativo e positivo 

encontram-se válidos. 

Para além destas duas amostras, também se analisaram 2 pools de amostras de 

soros – designadas com os números 19470 e 19471 (cada pool continha quatro amostras 

individuais de soro que foram nomeadas do número 19458 até ao 19465) – quanto à 

presença deste circovírus e obteve-se os seguintes resultados apresentados na Figura 8.  

 

 

Figura 8. Gráfico de amplificação do PCR em tempo real das amostras de soros e respetivos valores de CT 

para a deteção do PCV2. CP - controlo positivo; Amostras + - amostras positivas.  

 

 Analisando a Figura 8, verificou-se que apesar de ambas as amostras de soro 

serem positivas para a presença de PCV2 (canal FAM com amplificação), o controlo 

endógeno (canal HEX) não amplificou. Tal seria expectável caso o PCV2 fosse detetado 

com uma carga viral muito alta, ou seja, com um valor de CT baixo, no entanto isso não 

se verificou. Deste modo, esta corrida de PCR foi repetida com duas réplicas para cada 

amostra, uma para o pool de amostras 19470 e outra para 19741 (Figura 9). 
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Figura 9. Gráfico de amplificação do PCR em tempo real das amostras de soros e respetivos valores de CT 

para a deteção do PCV2. Amostras + - amostras positivas; CE – controlo endógeno. 

 

Por requerimento do cliente, caso uma pool de soros fosse positiva para a presença 

de PCV2 ter-se-ia que analisar as amostras de soro dessa pool individualmente, o que 

aconteceu neste caso para ambas as amostras (19470 e 19471). Assim foram analisadas 8 

amostras designadas com os números de 19458 a 19465. Para a análise individual de 

amostras foi necessário preparar uma reta padrão usando o controlo positivo fornecido 

pelo fabricante. Os resultados e gráfico de amplificação podem ser observados na Figura 

10. 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 10. Gráfico de amplificação do PCR em tempo real dos padrões e respetivos valores de CT.  

Padrões + - amostras positivas dos padrões. 

 

Com os valores de CT obtidos para cada padrão, construiu-se uma reta dos CT 

adquiridos em função do logaritmo do número de cópias de DNA por µL (concentração), 

obtendo-se o seguinte gráfico e equação da reta observado na Figura 11. A diluição 10-5 

foi descartada, exceto uma das réplicas que apresentou valor de CT.  

Amostras + 

CE 

Padrões + 
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Figura 11. Gráfico do CT em função do logaritmo da concentração de DNA e respetiva equação da reta. 

 

Após a realização do PCR em tempo real das amostras de soro individual para a 

presença do PCV2, obtiveram-se os seguintes resultados apresentados na Figura 12. 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 12. Gráfico de amplificação do PCR em tempo real das amostras de soros e respetivos valores de 

CT para a deteção do PCV2. CE – controlo endógeno (HEX, curva verde); Amostras + - amostras positivas 

(FAM, curva azul). 

 

Através da equação da reta calculou-se a concentração de DNA de PCV2 presente 

em cada amostra e obteve-se os seguintes resultados apresentados na Tabela 2. 
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Tabela 2. Concentração de DNA de PCV2 presente nas amostras de soros 

Amostra CT Log [DNA] 
Quantidade de cópias de 

DNA de PCV2/ 5 µL 

19458 34,35 2,06 115,19 

19460 26,65 4,49 30819,42 

19461 37,36 1,11 12,96 

19462 35,83 1,59 39,34 

19464 28,7 3,84 6959,29 

 

Exemplo do cálculo da quantidade de cópias de DNA de PCV2/ 5 µL (amostra 

19458): 

y = -3,1721x + 40,889 ⇔ x =
y - 40,889

-3,1721
⇔ x =

34,35 - 40,889

-3,1721
⇔ 

x =
-6,54

-3,1721
 ⟺ x = 2,06 

Visto que x = log  [DNA] ⇔ [DNA] = 10
x
=10

2,06
=115,19 por 5 µL (volume 

colocado no tubo de PCR). 

Analisando os resultados de quantificação de PCV2, verifica-se que a amostra 

com maior concentração do DNA viral é a amostra 19460, seguida das amostras 19464, 

19458, 19462 e 19461. De frisar que estes resultados estão para 5 µL que foi a quantidade 

de amostra colocada no tubo de PCR, se quisermos quantificar a quantidade de DNA 

presente no soro inicial temos que calcular a quantidade de DNA de PCV2 para 100 µL, 

que corresponde ao volume inicial obtido.  

Exemplo do cálculo para quantificar o DNA do PCV2 por 100 µL (amostra 

19458): 

115,19

5 μL
×

100 μL

x
=2303,8 cópias de DNA de PCV2 

 

Num estudo conduzido por Calsamiglia et al. 2002 [157], foram analisadas 

amostras de soros e de tecidos de suínos com e sem PMWS em relação à presença de 

PCV1 e PCV2 por dois métodos, hibridização in situ e PCR, em paralelo com análises 

histopatológicas. Observando os resultados, verificou-se que a PCR era mais eficaz em 

comparação à técnica de hibridização in situ na deteção do PCV2, mas que a técnica de 

hibridização era mais exata para a deteção de PMWS. Assim a técnica de PCR deteta a 

presença de PCV2 num estado mais inicial da infeção. Neste estudo também se visualizou 
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que as amostras de órgãos linfóides são mais eficazes na deteção de PCV2 em 

comparação com as amostras de soro. Apesar dessa evidência, como a diferença entre as 

duas matrizes não foi muito elevada e tendo em conta que para analisar os tecidos do 

nódulo linfático tem que se matar o animal contrariamente às amostras de soro,  

considera-se estas últimas mais vantajosas para a análise de PMWS caso o animal não 

esteja morto.  

No entanto, este problema pode ser facilmente revertido se em vez de analisarmos 

os tecidos dos nódulos linfáticos, analisarmos os fluidos orais desses tecidos tal como 

realizado no estudo de Plut et al. 2020 [29]. Assim, o suinicultor não tem necessidade de 

matar o animal e consegue detetar o patogénico num estado mais inicial de infeção, 

permitindo iniciar um combate contra este patogénico mais cedo e diminuir a sua 

propagação para outros suínos não infetados.  

 Assim, apesar de não podermos comparar os nossos resultados de PCR em tempo 

real, analisando estes estudos, concluímos que os soros são uma matriz mais vantajosa 

para analisar que as amostras de órgãos/tecidos.  O soro é mais vantajoso do que a amostra 

de pulmão porque não requer que o animal esteja ou seja morto para a análise e mais 

vantajosa que as caudas pois estas não são um local de replicação alvo deste patogénico 

[50]. Deste modo, é provável que a deteção deste patogénico em amostras de caudas de 

suínos seja menos eficaz em comparação com amostras de soro, cuja concentração de 

PCV2 deverá ser superior por ser a via pelo qual o PCV2 se dissemina pelo organismo 

do animal [50]. 

 Relativamente à preservação das amostras não repetimos a análise das amostras 

positivas passado determinado período e por isso não podemos aferir se haveria alterações 

significativas na mesma. No entanto, analisando a literatura observámos que num estudo 

de Weissenbacher-Lang et al. 2020 [158], sequências de PCV2 foram analisadas por 16 

anos consecutivos. Neste, amostras de nódulos linfáticos (N=158), amostras de rins (N=2) 

e amostra de intestino (N=1) foram fixadas em formalina e embebidos em parafina (FFPE, 

do inglês formalin-fixed and paraffin-embedded) e sequenciada a ORF2 que codifica para 

a proteína do capsídeo do PCV2 através da sequenciação de Sanger entre 2002 a 2017. 

Após a análise dos resultados, verificou-se que o tempo de armazenamento das amostras 

a uma temperatura de -20ºC não teve uma influência negativa no sucesso e na qualidade 

de sequenciação, o que nem sempre se verifica em todos os métodos usados, como é o 

caso do método de imuno-histoquímica [158]. Em relação ao método de PCR em tempo 

real, tal como neste estudo, a literatura remete que a sequência amplificada corresponde 
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normalmente à ORF2 [37], [159], [160].  Assim, visto tanto a sequenciação de Sanger 

como o qPCR serem métodos moleculares com o mesmo alvo, esperamos que não 

existam diferenças significativas na deteção do PCV2 pelo PCR em tempo real ao longo 

do tempo se armazenarmos as amostras de tecidos em FFPE a -20ºC.  
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4.3 Pesquisa de Leptospira spp. patogénicas em amostras de órgãos/tecidos e 

zaragatoas 

 Para a deteção de Leptospira spp., foram realizados dois ensaios. Num primeiro 

ensaio analisou-se as amostras de suínos, de cauda (pool) e a amostra de pulmão, 

designadas por 3333 e 3336, respetivamente. No segundo ensaio duas amostras de 

secreções traqueais colhidas em zaragatoas de aves designadas por 6562 e 6565 foram a 

matriz alvo de deteção destas bactérias. Todas as amostras apresentaram resultados 

negativos para a presença destas bactérias (não havendo amplificação no canal FAM) 

como se pode observar na Figura 13. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 13. Gráfico de amplificação de PCR em tempo real das amostras de órgãos/tecidos e respetivos 

valores de CT para a deteção de Leptospira. CP – controlo positivo; CE – controlo endógeno; FAM – sonda 

para identificação de Leptospira (curva azul); HEX – sonda do controlo endógeno (curva verde). 

 

Visualizando os resultados obtidos na Figura 13 podemos concluir que estes são 

válidos segundo os parâmetros indicados pelo fornecedor (Tabela A3 em anexo) e que, 

apesar de não estar referido no kit, o controlo negativo não amplifica para o controlo 

endógeno tal como acontece no kit usado para o PCV2. De realçar que o kit para deteção 

de Leptospira e de PCV2 são do mesmo fornecedor.   

 Na realidade, apesar de os resultados estarem de acordo com os requisitos do 

fabricante do kit, amostras de cauda de suínos e amostras de pulmão não são as 

normalmente analisadas para pesquisa da presença de Leptospira e até à data apenas num 

estudo de Zilber et al. 2016 [161] foram analisadas para deteção de Leptospira,  amostras 

de pulmões de rato. Com efeito, os tipos de amostras mais comuns de serem analisadas 

são amostras de soro, amostras de rins, de fígados [71] e amostras de órgãos reprodutores 

CP 

CE 
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e de fetos [150] . Assim, não há evidências suficientes na literatura que apoiem a presença 

desta bactéria em quantidades suficientes neste tipo de amostras que permitissem a sua 

deteção, levando-nos a concluir que mesmo que o animal apresentasse Leptospira spp., 

poderiam não ser detetadas nos tecidos/órgãos analisados e que em futuras análises o uso 

deste tipo de amostras não é o aconselhável. Assim, as amostras mais aconselháveis para 

a deteção destas bactérias são amostras do sistema urogenital e amostras de sangue. 

 Antes de se analisar uma amostra de um suíno para deteção de Leptospira,  

deve-se verificar se o animal demonstra sintomas associados a problemas reprodutores. 

As amostras dos órgãos reprodutores (por exemplo: amostras endocervicais) ou amostras 

de fetos natimortos são preferíveis em comparação a amostras de urina, rins, baço e 

fígados [162]. Como exemplo pode-se referir o estudo [163] em que de 24 vacas leiteiras 

com problemas reprodutores apenas uma amostra de urina detetou a presença de 

Leptospira pelo método de PCR, enquanto que pelo uso de amostras de corrimento 

vaginal, foram detetadas oito vacas positivas para a presença desta bactéria pelo mesmo 

método.  

 Segundo a informação do fornecedor sobre a conservação de amostras, consoante 

o tipo de amostra, diferentes métodos de conservação são adotados. Se as amostras forem 

de sangue ou soro, deve-se manter as amostras refrigeradas, caso estas sejam analisadas 

até 24 horas depois da colheita e congeladas se a análise for realizada passado mais de 24 

horas depois de serem colhidas, tendo em atenção que o soro nunca deve ser congelado 

com coágulos presentes. Se as amostras forem de órgãos/tecidos ou zaragatoas esfregadas 

em secreções traqueobrônquicas a amostra deve ser refrigerada se analisada num espaço 

de tempo de 24 horas após colheita e congelada se a análise for realizada após as 24 horas. 

Neste caso, se forem utilizados estudos histopatológicos deve-se retirar uma pequena 

porção da amostra de órgão/tecido antes de a congelar e armazená-la no frigorífico 

(refrigerada).  

 Relativamente à nossa análise, os órgãos/tecidos rececionados no dia 22 de Janeiro 

de 2021 foram congelados a -20ºC e analisados para a presença desta bactéria após 48h. 

As zaragatoas esfregadas em secreções traqueobrônquicas foram analisadas entre 24h 

após a sua receção e armazenadas a 4ºC até à sua análise. Deste modo, segundo a 

informação facultada pelo fabricante, a temperatura armazenada foi a indicada para o 

tempo de análise adotado. 
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4.4 Identificação de fatores de virulência da E.coli presente em amostras de 

fezes 

 No que diz respeito aos fatores de virulência da E. coli, analisou-se E. coli 

presentes em amostras de fezes de suínos. Neste caso para analisarmos os resultados, 

observámos as curvas de fusão e respetiva temperatura de melting. Foram analisados 2 

fatores de virulência relacionados com a adesão (F4 e F18), comumente encontrados em 

E. coli patogénicas relacionadas com doenças em suínos. As temperaturas de melting [ºC] 

são 83ºC e 86ºC, para F4 e F18, respetivamente. 

As curvas de fusão observadas são apresentadas nas Figuras 14 (F4) e 15 (F18).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 14. Curva de fusão por PCR em tempo real de uma amostra de fezes para a deteção do alvo F4. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 15. Curva de fusão por PCR em tempo real de uma amostra de fezes para a deteção do alvo F18. 
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Assim, observando ambos os gráficos, pode-se concluir que foi possível detetar 

na amostra analisada ambos os genes de fimbrias, F4 e F18, associados à virulência da E. 

coli.  

 No entanto, apesar de sabermos que estes fatores estão associados à virulência das 

ETEC, com esta análise não conseguimos saber a estirpe específica. Para isso seria 

necessário aplicar outras metodologias que passariam pelo isolamento da estirpe de  

E. coli para posterior análise por exemplo com base na sequenciação de genoma tal como 

no estudo [90], para determinar por exemplo filogrupos e inferir quanto à sua 

patogenicidade.  

Com efeito nesse estudo [90], após o isolamento de colónias de E. coli de diarreia 

de suínos, fez-se a extração de DNA e sequenciou-se o seu genoma completo por WGS. 

Analisando os resultados obtidos observou-se que das 90 estirpes de ETEC quantificadas, 

69 continham a adesina fimbrial F4 e 21 continham a adesina fimbrial F18, com ambas 

estas adesinas a corresponderam à variante c (F4c e F18c). O serogrupo prevalente nas 

adesina fimbriais correspondeu ao serogrupo O149 para a F4 (72,5%) e o serogrupo O8 

para a F18 (33,3%). Ambos estes serogrupos foram já associados a PWD nos leitões [90]. 

 Efetivamente ambas estas fimbrias (F4 e F18) encontram-se associados à diarreia 

pós-desmame, sendo por isso frequentemente pesquisadas. Num estudo conduzido por 

Ikwap et al. 2016 [164] amostras de zaragatoas esfregadas no reto de 83 leitões, ainda 

amamentados ou desmamados até duas semanas, foram analisadas para a presença de, 

entre outros fatores de virulência, as fimbrias F4 e F18. Dessas amostras de zaragatoas 

32 provinham de leitões que apresentavam diarreia e 51 de leitões que não apresentavam 

diarreia. Após a análise, verificou-se que a F4 foi a fimbria predominante, a ser detetada 

em 8,4% dos 83 leitões com 12,5% a ser detetado nos leitões que apresentavam diarreia 

e 5,8% a ser detetada em leitões que não sofriam de diarreia. A fimbria F18 não foi 

detetada em nenhuma amostra retal dos 83 leitões analisados. A análise das estirpes de 

ETEC pela serotipagem clássica demonstraram que a fimbria F4 foi detetada em estirpes 

com o antigénio O138, já associado à PWD nos leitões. 

Noutro estudo conduzido por Zhang et al. 2007 [107] 304 estirpes isoladas de 

amostras de fezes, amostras de zaragatoas fecais ou amostras de intestinos de porcos 

jovens foram analisadas em relação à sua presença de genes fimbriais e a presença de 

genes de enterotoxinas entre as quais a STa, a STb, a LT e a EAST1 por PCR multiplex 

tradicional. Dessas 304 estirpes, 175 deram positivas para a presença de genes de 

fimbrias. Das estirpes que deram positivas 98,9% demonstraram amplificação do gene 
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das fimbrias ou F4 ou F18, com 64,6% a corresponderem à F4 e 34,3% a corresponder à 

F18. Em relação à fimbria F4 também se verificou que 42,5% dessas estirpes continham 

os genes associados às toxinas LT e STb e que 23,9% continham os genes das toxinas 

LT, STb e EAST1. Relativamente à F18, dos 60 isolados positivos para genes de toxinas, 

31,7% tinham as seguintes enterotoxinas em conjunto a STb, a STa e a Sxt2e. Assim, 

neste estudo observou-se que as ETEC dominantes que causaram PWD nos suínos foram 

as que expressaram a fimbria F4 e as enterotoxinas LT/STb ou LT/STb/EAST1 ou as que 

expressaram a fimbria F18 e as enterotoxinas STa/STb/Sxt2e. 
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4.5 Identificação de Mycoplasma gallisepticum e Mycoplasma synoviae em 

secreções traqueais de aves 

As amostras analisadas por PCR em tempo real para a presença de Mycoplasma 

gallisepticum (MG) e de Mycoplasma synoviae (MS) consistiram em pools de zaragatoas 

esfregadas em secreções traqueais de aves. Neste caso, para a amostra da secreção 

traqueal, recolhida com zaragatoa, ser considerada positiva para o M. gallisepticum tem 

que existir amplificação no canal FAM que deteta a presença do gene mgc2, no caso do 

M. synoviae a amostra tem que mostrar amplificação no canal HEX que deteta o gene 

vlhA. Os resultados são considerados válidos segundo indicações do fornecedor (Tabela 

A5 em anexo) se o controlo positivo amplificar para a presença de ambas as estirpes e se 

o controlo negativo não apresentar nenhuma amplificação nos canais FAM e HEX, mas 

apresentar amplificação para o canal Cy5 (controlo endógeno). No total 13 pools de 

zaragatoas esfregadas em amostras traqueais (N=4 a 6) de galinhas poedeiras com idades 

compreendidas entre 8 a 10 semanas foram analisadas. 

 Obtiveram-se resultados distintos das pools de amostras de zaragatoas. Houve 

resultados onde não se detetou nenhum dos patogénicos (Figura 16 – amostra 16906), 

resultados onde detetou-se apenas a presença de DNA de MG (Figura 17 – amostra 

25058) ou de MS (Figura 18 – amostras 20969 e 20970) e resultados onde existiu 

amplificação de DNA para as duas espécies de Mycoplasma analisadas (Figura 19 – 

amostra 15260). 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 16. Gráfico de amplificação de PCR em tempo real de uma amostra de zaragatoas da traqueia (pool) 

e respetivo valor de CT para a deteção de Mycoplasma. Amostra negativa para a deteção do MG e MS.  

CP – controlo positivo.   
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Figura 17. Gráfico de amplificação de PCR em tempo real das amostras zaragatoas de traqueias (pools) e 

respetivos valores de CT para a deteção de Mycoplasma. Amostra positiva para a deteção do MG. CP – 

controlo positivo; Amostra + - amostra positiva; FAM – sonda de identificação do M. gallisepticum (curva 

azul); HEX – sonda de identificação do M. synoviae (curva verde); Cy5 – Sonda do controlo endógeno 

(curva rosa)  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 18. Gráfico de amplificação de PCR em tempo real das amostras zaragatoas de traqueias (pools) e 

respetivos valores de CT para a deteção de Mycoplasma. Amostras positivas para a deteção do MS. CP – 

controlo positivo; Amostra + - amostra positiva. 
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Figura 19. Gráfico de amplificação de PCR em tempo real de uma amostra de zaragatoa de traqueia (pool 

de 10) e respetivo valor de CT para a deteção de Mycoplasma. Amostra positiva para a deteção do MG e 

MS. 

 

Neste ensaio analisou-se um único tipo de amostra para a deteção de MG e MS, 

que foram neste caso as zaragatoas esfregadas na zona das vias respiratórias de aves, mais 

concretamente na tranqueia. No entanto, estas são frequentemente um tipo de amostra 

usado em vários estudos para analisar a presença destas bactérias nas aves, visto ser uma 

das principais zonas alvo deste patogénico [111]. 

Num estudo conduzido por Ball et al. 2020 [165],  foram analisadas amostras de 

zaragatoas de pontas de algodão com diferentes hastes (de madeira e de plástico). Para 

além disso, verificaram diferenças significativas nos resultados considerando a 

temperatura de armazenamento da amostra.  

Observaram então que zaragatoas com haste de plástico permitem uma melhor 

deteção de MG e MS por PCR em tempo real em comparação com as zaragatoas com 

haste de madeira. Para além disso, observaram que após 2-3 dias de armazenamento o 

sinal era positivo para amostras em zaragatoa de plástico armazenadas a 4ºC, não 

acontecendo o mesmo para amostras armazenadas à temperatura ambiente. 

Em relação às nossas amostras de secreções traqueais estas foram recolhidas numa 

zaragatoa de algodão com haste de metal e armazenas a 4ºC até a sua análise, sendo estas 

analisadas entre 24-72 horas após a colheita no animal. 

Num outro estudo realizado por Michiels et al 2016 [166] foram analisadas 

amostras de sangue de galinhas poedeiras por, em primeiro lugar, pela técnica de RPA 

para a presença de Mycoplasma gallisepticum. Caso a amostra desse positiva para a 

presença do MG esta era novamente testada pelo método de ELISA. Para além desta 

pesquisa, este estudo também analisou 12 zaragatoas esfregadas na zona traqueal de 

frangos para a presença de MG e MS por PCR em tempo real. A razão pelo qual foram 

usados métodos serológicos e o método molecular consoante a idade da galinha  

prende-se pelo facto que o surgimento de anticorpos no animal após este ser infetado por 
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o Mycoplasma demora algumas semanas. Tendo em conta que os frangos são abatidos 

entre 6 a 7 semanas de idade, estes poderiam ter o DNA desta bactéria mas ainda não se 

encontrarem seropositivos o que levaria a resultados falsos-negativos. Analisando os 

resultados verificou-se que 0,9% de amostras de sangue de galinhas poedeiras deram 

positivo para a presença do MG após a análise com o método de ELISA e que nos frangos 

2,7% das amostras recolhidas na zaragatoa deram positivas para a presença de MG e 

12,9% deram positivas para a presença de MS por PCR em tempo real. Neste caso, a 

infeção por MS nos frangos era superior à infeção pelo MG. 

Relativamente aos nossos resultados tendo em conta que as amostras analisadas 

eram provenientes de galinhas poedeiras com idades compreendidas entre as 8 e as 10 

semanas, o uso do PCR em tempo real foi um método adequado em comparação com um 

possível uso da técnica de ELISA. Como tal, também a utilização de amostras traqueais 

recolhidas na zaragatoa ao invés de amostras sanguíneas torna-se mais aconselhável, visto 

esta bactéria infetar as vias respiratórias [111].  
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V. Conclusões 

O diagnóstico baseado em metodologias que permitem a deteção rápida de agentes 

patogénicos em amostras provenientes de ambientes de produção animal intensiva, 

podem representar a diminuição de perdas na produção e redução de custos neste sector. 

Assim, com este estudo pretendia-se avaliar metodologias baseadas em PCR para a 

deteção rápida de alguns agentes patogénicos associados a doenças em animais de 

produção intensiva nomeadamente em suínos e aves.  

Foi assim demostrado com este trabalho que as amostras de soro são adequadas 

para a deteção de PRRSV, sendo que com esta metodologia foi possível diferenciar as 

duas variantes, europeia e americana. A deteção e quantificação de PCV2 em amostras 

de soro também se revelou adequada. No entanto, para o diagnóstico de PCVAD, 

amostras de tecidos/órgãos deverão também ser analisadas em paralelo. 

Também se concluiu que as amostras de órgãos/tecidos e amostras de fluidos orais 

não são as mais indicadas para detetar Leptospira patogénicas e que amostras do trato 

urogenital são mais apropriadas. Em relação à deteção de Mycoplasma gallisepticum e 

Mycoplasma synoviae pelo método de PCR em tempo real concluímos que amostras de 

fluidos orais são eficazes para detetar estes patogénicos. 

Por último, relativamente aos fatores de virulência da E. coli, especificamente as 

adesinas F4 e F18 concluímos que as amostras de fezes são adequadas para a análise pela 

técnica de PCR em tempo real.  

 

VI. Perspetivas Futuras  

 Como perspetivas futuras a implementar no laboratório podemos referir a deteção 

de PCV2 e Leptospira patogénicas pela técnica de ELISA, após um resultado negativo 

pela técnica de PCR em tempo real, de modo a inferir se o animal já tinha estado infetado 

noutro momento precedente à análise (presença de anticorpos). Deste modo, mesmo que 

o animal não apresentasse a deteção do patogénico por PCR em tempo real, caso fosse 

seropositivo, alertar-se-ia o cliente que existia o risco de uma possível infeção estar a 

desenvolver-se em outros animais não analisados, mesmo que estes não apresentassem 

sintomas clínicos. 
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 Em relação à deteção da Leptospira patogénica métodos serológicos como o MAT 

poderiam ser usados para identificar o serogrupo da bactéria como complemento ao uso 

de PCR em tempo real.  
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VIII. Anexos 

 

Tabela A1. Princípios a obter da amplificação do PRRS para interpretar o resultado como válido. *Caso o 

alvo RNA IPC tenha sido adicionado à Master Mix. Retirado de [167]. 

 
CT (canal FAM) 

Alvo -PRRSV EU 

CT (canal VIX/HEX) 

Alvo – PRRSV NA 

CT (canal Cy5) 

Alvo – RNA IPC 

Interpretação do 

resultado 

Controlo negativo Negativo Negativo 26-29* Válido 

Controlo positivo 

(diluído 1:500), approx. 

100 000 cópias, 1 µL 

23-26 23-26 26-29* Válido 

Controlo negativo da 

extração (opcional) 
Negativo Negativo 26-29 Válido 

Amostra negativa Negativo Negativo 26-29 Válido 

Amostra positiva para o 

PRRS EU 
Positivo Negativo 26-29/negativo Válido 

Amostra positiva para o 

PRRS NA 
Negativo Positivo 26-29/negativo Válido 

 

Tabela A2. Princípios a obter da amplificação do PCV2 para interpretar o resultado como válido. Retirado 

de [168]. 

Amostra (canal 

FAM) Positiva se 

o CT ≤ 38 

Controlo 

Positivo 

(canal FAM) 

Controlo 

Negativo 

(canal FAM) 

Controlo 

endógeno das 

amostras (canal 

HEX) 

Interpretação 

do resultado 

Positivo Positivo Negativo Não se considera Válido 

Negativo Positivo Negativo Positivo Válido 

Negativo Positivo Negativo Negativo Não é válido 

Positivo/Negativo Negativo Negativo Positivo/negativo Não é válido 

Positivo/Negativo Positivo Positivo Positivo/negativo Não é válido 
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Tabela A3. Princípios a obter da amplificação da Leptospira para interpretar o resultado como válido ou 

não válido. Retirado de [169]. 

Amostra (FAM) 

Positiva se o  

CT ≤ 38 

Controlo 

positivo 

(canal FAM) 

Controlo 

negativo 

(canal FAM) 

Controlo 

endógeno (canal 

HEX) 

Interpretação 

do resultado 

Positivo Positivo Negativo Não se considera Valido 

Negativo Positivo Negativo Positivo Valido 

Negativo Positivo Negativo Negativo Não é válido 

Positivo/negativo Negativo Positivo Positivo/negativo Não é valido 

Positivo/negativo Positivo Positivo Positivo/negativo Não é válido 

 

Tabela A4. Princípios a obter da amplificação de Mycoplasma gallisepticum e Mycoplasma synoviae para 

interpretar o resultado como válido. Retirado de [170]. 

 
CT (canal FAM) 

M. gallisepticum 

CT (canal VIC/HEX) 

M. synoviae 

CT (canal Cy5) 

alvo IPC 

Interpretação 

do resultado 

Controlo negativo Negativo Negativo 36 ± 2 Válido 

Controlo positivo 28-31 28-31 36 ± 2 Válido 

Controlo negativo 

da extração 

(opcional) 

Negativo Negativo 36 ± 2 Válido 

Amostra negativa Negativo Negativo 36 ± 2 Válido 

Amostra positiva 

para o  

M. gallisepticum 

Positivo Negativo Positivo/negativo Válido 

Amostra positiva 

para o  

M. synoviae 

Negativo Positivo Positivo/negativo Válido 

 


