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ESTUDO DE INSETOS POTENCIAIS VETORES DE AGENTES INFECIOSOS NA 

ÁREA DE ATIVIDADE DO CENTRO DE ESTUDOS E RECUPERAÇÃO DE 

ANIMAIS SELVAGENS DE CASTELO BRANCO 

RESUMO 

A globalização e as alterações climáticas influenciam o aparecimento e ressurgimento 

de doenças transmitidas por mosquitos. Na Europa, seis espécies de mosquitos foram 

demonstradas como vetores competentes para o vírus do Nilo Ocidental (VNO), 

nomeadamente Culex pipiens, Cx. modestus, Cx. perexiguus, Cx. torrentium, Aedes 

albopictus, e Ae. detritus. Culex pipiens é considerado o principal vetor de transmissão do 

VNO no nosso país. Em Portugal, bem como se verifica noutros países, parecem estar 

presentes as condições ecológicas essenciais à circulação e manutenção do VNO no 

ecossistema.  

No período de outubro de 2021 a fevereiro de 2022, no Centro de Estudos e 

Recuperação de Animais Selvagens de Castelo Branco (CERAS), foram instaladas duas 

armadilhas luminosas miniatura CDC, utilizando dióxido de carbono (CO2) como atrativo, para 

a captura de mosquitos. Utilizou-se também um aspirador de insetos portátil, para captura de 

mosquitos em instalações de animais selvagens e em contacto direto com o corpo dos 

animais. Complementarmente, foram obtidos dados acerca da temperatura do ar, humidade 

relativa e quantidade de precipitação, através do Instituto Português do Mar e da Atmosfera 

(IPMA), para posterior interpretação juntamente com os resultados obtidos.  

No presente estudo foram capturados, através das armadilhas, 70 mosquitos, não 

tendo sido capturado nenhum mosquito utilizando o aspirador. Capturaram-se, pelo menos, 

cinco espécies diferentes incluindo Anopheles maculipennis s.l., Culex pipiens, Culex theileri, 

Culiseta annulata e Culiseta longiareolata, dois mosquitos identificados como Aedes spp. e 

dois identificados como Anopheles spp.. Na totalidade da amostra verificou-se em maior 

quantidade a espécie Culex pipiens e observaram-se 53% (37/70) de machos e 47% (33/70) 

de fêmeas. Capturaram-se três fêmeas com abdómen engorgitado em outubro, novembro e 

mesmo no inverno, em janeiro.  

A realização do estudo neste período permitiu englobar os meses de outubro e 

novembro, em que ainda se verifica atividade de mosquitos, e os meses de dezembro, janeiro 

e fevereiro, permitindo realizar um estudo preliminar da atividade dos mosquitos no período 

de overwintering. 

Palavras-chave: mosquitos, vírus do Nilo Ocidental, armadilhas CDC, Culex pipiens, 

overwintering.  
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STUDY OF POTENTIAL INSECT VECTORS OF INFECTIOUS AGENTS IN THE 

ACTIVITY AREA OF THE WILDLIFE REHABILITATION CENTER OF CASTELO 

BRANCO 

ABSTRACT 

Globalization and climate change influence the emergence and resurgence of 

mosquito-borne diseases. In Europe, six mosquito species have been shown to be competent 

vectors for West Nile vírus (WNV), namely Culex pipiens, Cx. modestus, Cx. perexiguus, Cx. 

torrentium, Aedes albopictus, and Ae. detritus. Culex pipiens is considered to be the main 

vector for WNV transmission in this country. In Portugal, as well as in some other countries, 

the ecological conditions essential for the circulation and maintenance of the WNV in the 

ecosystem seem to be present. 

During the period from October 2021 to February 2022, at the Wildlife Rehabilitation 

Center of Castelo Branco, two miniature CDC light traps were placed, using carbon dioxide 

(CO2) as an attractant, to capture mosquitoes. A portable insect vacuum was also used to 

capture mosquitoes in wild animal enclosures and on direct contact with the animals. In 

addition, data on air temperature, relative humidity and rainfall amount were obtained from the 

Instituto Português do Mar e da Atmosfera (IPMA), for further interpretation along with the 

results obtained. 

During the study, 70 mosquitoes were captured by the traps, and no mosquitoes were 

captured using the vacuum. At least five different species were captured including Anopheles 

maculipennis s.l., Culex pipiens, Culex theileri, Culiseta annulata and Culiseta longiareolata, 

two mosquitoes identified as Aedes spp. and two identified as Anopheles spp. In the entire 

sample, the species Culex pipiens was found in higher quantities and were detected 53% 

(37/70) of males and 47% (33/70) of females. Three females with engorged abdomens were 

captured in October, November and even in winter, in January. 

This study enabled us to comprise the months of October and November, when 

mosquitoes are still active, and the months of December, January and February, allowing a 

preliminary study of overwintering mosquitoes.  

Keywords: mosquitoes, West Nile virus, CDC traps, Culex pipiens, overwintering. 
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APRESENTAÇÃO DAS ATIVIDADES DESENVOLVIDAS 

1. Relatório de estágio 

No ano letivo 2021/2022, no âmbito do Mestrado Integrado em Medicina Veterinária 

(MIMV), foi realizado o estágio curricular no Centro de Estudos e Recuperação de Animais 

Selvagens (CERAS) de Castelo Branco, sob a tutoria da Drª Ana Filipa Lopes. O estágio teve 

início no dia 6 de setembro de 2021, terminando no dia 28 de fevereiro de 2022 e 

contabilizando aproximadamente 1016 horas.  

O CERAS é um projeto da Associação Nacional de Conservação da Natureza 

(Quercus), pertencendo à Rede Nacional de Centros de Recuperação de Fauna (RNCRF). As 

instalações do centro situam-se na Escola Superior Agrária do Instituto Politécnico de Castelo 

Branco (ESA - IPCB). 

Durante o período anteriormente mencionado, ingressaram no CERAS 109 novos 

animais. As causas mais comuns de entrada no centro, apresentadas no gráfico 1, foram 

situações de traumatismo de origem indiferenciada, atropelamento e eletrocussão.  

Gráfico 1 - Causas de entrada de animais no CERAS, de 6 de setembro de 2021 a 28 de fevereiro 

de 2022. 

 

No período de estágio, foram obtidos conhecimentos em diversas áreas da Medicina 

da Conservação, tendo estes sido aplicados diariamente nas atividades do centro. Neste 

contexto, houve a oportunidade de receber os novos animais ingressados no centro e 

identificar a respetiva espécie, bem como efetuar a contenção e o exame físico. Foram 

discutidos casos clínicos, diagnósticos e terapias (de suporte, maneio da dor, antibioterapia, 
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antiparasitários, entre outras), tendo sido efetuados os respetivos cálculos e administrações.  

Adicionalmente, foi possível participar na resolução de traumas, fraturas e luxações, por meio 

de método conservativo (promoção da correta cicatrização através da desinfeção e aplicação 

de pomadas e elaboração de pensos e ligaduras) e de método cirúrgico. Em cirurgia surgiu a 

possibilidade de intervir como circulante, anestesista e ajudante de cirurgião, principalmente 

na área da ortopedia (introdução de cavilhas intramedulares, pins transversais e fixadores 

externos). Foi ainda efetuada a monitorização de todos os animais internados e a alimentação 

forçada de animais debilitados e de crias, entre muitos outros procedimentos. 

Desenvolveram-se competências necessárias na atuação e avaliação de situações de 

emergência e na execução de eutanásias.  

Relativamente a exames complementares de diagnóstico, foi adquirida experiência 

acerca do correto posicionamento dos animais aquando da realização de radiografias digitais 

e na análise das imagens obtidas.  

Tanto nos casos em que foram entregues cadáveres, como nos animais que não 

sobreviveram, efetuaram-se necrópsias que permitiram não só obter uma melhor 

compreensão sobre os mecanismos fisiopatológicos envolvidos na causa da morte, mas 

também aprofundar conhecimentos de anatomia e diferenças entre espécies. Em algumas 

situações, foi necessária a realização de necrópsias forenses, tendo-se colaborado na 

realização dos respetivos relatórios técnicos.  

Complementarmente, foram realizadas atividades de apoio ao centro, nomeadamente 

a gestão do biotério de roedores e insetos, preparação e distribuição das alimentações e 

manutenção das instalações. Aplicaram-se práticas de enriquecimento ambiental com o 

objetivo de aproximar as condições das instalações ao respetivo habitat natural, contribuindo 

para o processo de reabilitação. Processo este que é iniciado ainda antes da alta clínica e é 

fundamental para a recuperação do animal. Nos casos de sucesso clínico, houve também a 

possibilidade de auxiliar na libertação dos animais recuperados e assistir na anilhagem de 

aves. 

A experiência adquirida no estágio foi partilhada com voluntários, alunos da Escola 

Superior Agrária de Castelo Branco e com outros estagiários que foram integrando a equipa, 

permitindo assim a consolidação de toda a aprendizagem obtida ao longo do estágio e 

culminando numa troca de conhecimentos, que tornou a experiência ainda mais 

enriquecedora. 

Por fim, surgiu a oportunidade de participar, como coautora, na elaboração de um 

poster para o XVII Congresso Internacional Veterinário Montenegro, com o título de “Cuidados 

de enfermagem veterinária a uma cria de doninha (Mustela nivalis) em centro de recuperação 

de animais selvagens”, e na elaboração de três artigos científicos. Um dos artigos já publicado 
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com o título “First Report of Oral Candidiasis by Candida lusitaniae in a Red Kite (Milvus 

milvus, Lineu 1758)”. 

Em retrospetiva, realizar o estágio no CERAS foi uma oportunidade única de ganhar 

experiência numa área de difícil acesso profissional em Portugal e uma mais-valia pela 

enorme disponibilidade dos profissionais no acompanhamento e transmissão de 

conhecimentos e pela liberdade e confiança depositadas para executar todos os 

procedimentos médico-veterinários.  
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REVISÃO BIBLIOGRÁFICA 

1. Introdução 

A globalização e as alterações climáticas influenciam o aparecimento e ressurgimento 

de doenças transmitidas por mosquitos, muitas com impacto na saúde humana. Estima-se 

que tal aconteça, entre outros motivos, devido ao prolongamento da época de reprodução dos 

culicídeos, resultando num aumento da densidade dos mosquitos, e do período propício ao 

desenvolvimento dos agentes patogénicos (Almeida 2011; Ruiz-Arrondo et al. 2019). Deste 

modo, presume-se que possa ocorrer a manifestação de agentes patogénicos como são 

exemplo os vírus Chikungunya, Zika, da dengue e do Nilo Ocidental (Barzon 2018). Em 

Portugal, bem como se verifica noutros países, parecem estar presentes as condições 

ecológicas essenciais à circulação e manutenção do VNO no ecossistema. A presença das 

espécies de mosquitos vetores deste flavivírus e o elevado fluxo de aves migratórias 

provenientes de África contribuem para a potencial expansão do vírus no nosso país e na 

Europa (Formosinho et al. 2006). 

No continente europeu, o aumento da prevalência deste tipo de doenças, com a 

presença de espécies exóticas e nativas de mosquitos, levou à implementação de programas 

integrados de vigilância de culicídeos e de arbovírus, de forma a reduzir o impacto das 

doenças transmitidas por estes vetores na saúde pública. A adoção de medidas de controlo 

adequadas requer a abordagem de “Uma Só Saúde” integrando e relacionando a saúde dos 

seres humanos, dos animais (principalmente animais de produção e fauna selvagem), e dos 

ecossistemas, numa tentativa de evitar a ocorrência de surtos. Para avaliar o risco da 

incidência de doenças transmitidas por mosquitos é fundamental integrar programas de 

vigilância entomológica para estudar a distribuição, a abundância e a composição das 

espécies de culicídeos numa determinada região (Ruiz-Arrondo et al. 2019).  

2. Mosquitos 

2.1.  Caracterização dos mosquitos (Diptera, Culicidae) 

Relativamente à taxonomia, os mosquitos estão integrados no Filo Arthropoda, na 

Classe Insecta, na Ordem Diptera, na Subordem Nematocera e na Família Culicidae (Lane 

and Crosskey 1993). 

A Família Culicidae divide-se nas subfamílias Anophelinae, Culicinae e 

Toxorhynchitinae. Na última as fêmeas não são hematófagas, não sendo relevante para a 

saúde pública (Almeida 2011). Nas subfamílias Anophelinae e Culicinae encontram-se as 

espécies de mosquitos com maior interesse em medicina humana e veterinária, ambas 

possuindo capacidade vetorial (CEVDI 2022). 
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2.1.1. Adultos 

As formas adultas dos mosquitos têm entre 2 e 10 mm de comprimento, possuindo 

corpos delgados, olhos proeminentes e patas longas e finas. As peças bucais são constituídas 

por uma probóscide proeminente e alongada, adaptada à perfuração e sucção. Possuem 

ainda um lábio em forma de “U” contendo as maxilas, as mandíbulas e a hipofaringe, que 

contém um ducto salivar responsável por inocular anticoagulantes nos tecidos do hospedeiro, 

durante a refeição hematófaga. Nos machos as maxilas e mandíbulas são reduzidas ou 

ausentes (Taylor et al. 2016). Ambos os sexos têm longas antenas, filamentosas e 

segmentadas, apresentando dimorfismo sexual e sendo, geralmente, pilosas nas fêmeas e 

plumosas nos machos. Os culicídeos apresentam, no tórax, um par de longas asas 

membranosas e estreitas, e um segundo par posterior reduzido a halteres, que auxiliam na 

estabilidade do voo. As asas são mantidas cruzadas sobre o abdómen, quando o inseto se 

encontra em repouso e contêm escamas ao longo das nervuras, que se projetam como uma 

franja no bordo posterior. Adicionalmente, no tórax, inserem-se três pares de patas e dois 

espiráculos. O abdómen contém na sua extremidade distal a genitália, relevante nos machos 

para sua identificação (Almeida 2011; Taylor et al. 2016). Na figura 1 pode ser observada a 

morfologia do mosquito adulto. 

 

Figura 1 - Morfologia do mosquito adulto (fêmea de Culex pipiens) (Adaptado de ECDC 2022). 

Os adultos de Anophelinae vivos podem ser distinguidos dos Culicinae, como Aedes 

spp. e Culex spp., quando repousam numa área plana. Quando pousam, os mosquitos 

Anophelinae, encontram-se com a probóscide, cabeça, tórax e abdómen em linha reta, 

formando um ângulo com a superfície, ao passo que os adultos de Culicinae mantêm o corpo 

angulado e o abdómen direcionado para a superfície. Os palpos das fêmeas Culicinae são, 

geralmente, cerca de um quarto do comprimento da probóscide, enquanto os palpos das 

fêmeas Anophelinae são do mesmo comprimento que a probóscide. O abdómen de 

Anopheles spp. apresenta pelos, mas não tem escamas (Taylor et al. 2016). 
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2.1.2. Ovos  

Os ovos de mosquito exibem coloração escura e forma elíptica ou oval nos culicíneos 

e forma de barco nos anofelíneos. Ambos não sobrevivem à dessecação (Taylor et al. 2016). 

Os ovos dos anofelíneos possuem flutuadores e são colocados separadamente. Os ovos dos 

culicíneos não possuem flutuadores e podem ser colocados separadamente, no caso de 

Aedes spp., ou em conjunto formando uma jangada, no caso de Culex spp. (Almeida 2011).  

2.1.3. Larvas  

As larvas apresentam cabeça distinta com um par de antenas, olhos compostos e 

escovas bucais proeminentes (Taylor et al. 2016). Esta forma imatura exibe um tórax globoso 

e abdómen mais delgado contendo 8 segmentos. Na subfamília Culicinae as larvas possuem 

sifão respiratório e na Anophelinae exibem um par de espiráculos no penúltimo segmento 

abdominal (Almeida 2011). Na figura 2 pode ser observada a morfologia da larva. 

 

Figura 2 - Morfologia da larva da subfamília Culicinae (Ilustração original criada a partir de 
BioRender®). 

2.1.4. Pupas  

As pupas são organismos aquáticos e em forma de vírgula que apresentam um 

cefalotórax volumoso, onde se encontram as trompetas (estruturas respiratórias) e um longo 

abdómen que termina em paletas natatórias (Almeida 2011; Bowman 2014). Com o 

desenvolvimento da pupa as estruturas do mosquito adulto tornam-se mais evidentes 

(Bowman 2014). Na figura 3 pode ser observada a morfologia da pupa. 

 

Figura 3 – Morfologia da pupa da família Culicidae (Ilustração original criada a partir de 

BioRender®). 



7 
 

2.2.  Ciclo de vida da família Culicidae  

Os culicídeos são holometabólicos, isto é, passam por metamorfoses completas, 

atravessando as diferentes fases do ciclo, em que as formas imaturas (ovo, estádios larvares 

e pupa), diferem do mosquito adulto no tipo de alimentação, meio ambiente e morfologia 

(CEVDI 2022). Na figura 4 está representado o ciclo de vida do mosquito Culex spp.. 

 

Figura 4 - Ciclo de vida do mosquito Culex spp. (CEVDI 2022). 

Na subfamília Culicinae, a fêmea, após uma refeição de sangue, deposita até 300 

ovos. A maioria das espécies de Aedes deposita os seus ovos em substratos húmidos, onde 

se desenvolvem e aguardam a presença da água necessária para estimular a eclosão. 

Nalguns casos, os ovos podem permanecer viáveis até 3 anos. Nas espécies do género 

Culex, os ovos são colocados em grupo, formando “jangadas”. Quando os ovos maturam, as 

larvas eclodem, independentemente da disponibilidade de água. A eclosão é dependente da 

temperatura e ocorre após vários dias ou semanas, mas em algumas espécies de clima 

temperado os ovos podem realizar diapausa invernal (Taylor et al. 2016).  

Na subfamília Anophelinae os ovos dispõem de flutuadores laterais que evitam a 

submersão e preservam a orientação na água. As larvas eclodem, geralmente, dentro de dois 

ou três dias (Taylor et al. 2016). 

Os quatro estádios larvares requerem, geralmente, duas semanas para se 

completarem (Bowman 2014), são aquáticos e desenvolvem-se numa grande variedade de 

criadouros, desde áreas extensas como pântanos a áreas mais reduzidas como a margem de 

poças (Taylor et al. 2016). No entanto, estão normalmente ausentes em grandes massas de 

água, tais como lagos ou rios com corrente. Várias espécies, em zonas temperadas, realizam 

diapausa invernal no estádio larvar. (Taylor et al. 2016). 

Após a muda larvar final, ocorre a fase de pupa. As pupas permanecem geralmente à 

superfície da água, mas quando sofrem perturbações podem ser extremamente móveis 

(Taylor et al. 2016). De um modo geral, a fase de pupa tem uma duração de 2 dias a uma 

semana, mas algumas horas podem ser suficientes em climas secos (Bowman 2014). 
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O mosquito adulto emerge através de um orifício em forma de "T". Após 24 horas, as 

asas expandem-se e a cutícula endurece, tornando-se o mosquito apto a voar (Bowman 

2014). 

Os mosquitos são noturnos ou crepusculares. Apenas as fêmeas de mosquito, para 

além de se alimentarem de néctar e sucos vegetais, são hematófagas e na seleção de um 

hospedeiro adequado utilizam sinais olfativos (odor) e visuais (luz), a orientação da direção 

do vento e estímulos como a temperatura corporal do hospedeiro e a humidade (Almeida 

2011; Taylor et al. 2016). As proteínas presentes no sangue são necessárias para o 

desenvolvimento inicial dos ovários e devem alimentar-se novamente entre cada lote de ovos 

amadurecidos. Uma inseminação é normalmente suficiente para a fertilização de todos os 

ovos. Depois da oviposição, a fêmea procura outro hospedeiro. Os machos alimentam-se de 

néctar e sucos vegetais (Bowman 2014; Taylor et al. 2016).  

A fêmea de mosquito vive em média duas a três semanas, enquanto o macho vive, 

geralmente, apenas uma semana (Bowman 2014; Taylor et al. 2016). Apesar do tempo médio 

de vida dos mosquitos adultos ser geralmente curto, quando as temperaturas decrescem 

acentuadamente, algumas espécies realizam diapausa invernal, suspendendo as refeições 

sanguíneas (Almeida 2011; Taylor et al. 2016). Em alternativa, pode ocorrer a dissociação 

gonotrófica, ou seja, as fêmeas não realizam posturas, mas continuam a alimentar-se 

(Almeida 2011). 

A realização de repetidas refeições sanguíneas, por parte das fêmeas adultas, em 

diferentes hospedeiros, torna os mosquitos em eficientes vetores de doença (Bowman 2014).  

2.3.  Mosquitos vetores de agentes infeciosos em Portugal  

O programa REVIVE (Rede de Vigilância de Vetores) resulta da cooperação entre a 

Direção-Geral da Saúde, as Administrações Regionais de Saúde e o Instituto Nacional de 

Saúde Doutor Ricardo Jorge. Neste programa realiza-se, em todo o país, a vigilância 

entomológica de mosquitos (Culicidae), carraças (Ixodidae) e flebótomos (Psychodidae) e a 

pesquisa de flavivírus nos mosquitos (CEVDI 2022).  

Segundo o programa REVIVE de 2021, as espécies de mosquitos mais comummente 

identificadas em Portugal incluem Anopheles maculipennis s.l., Culex modestus, Culex 

pipiens, Culex theileri, Culex univittatus, Culiseta longiareolata e Ochlerotatus caspius. Ainda 

foram identificadas neste projeto, embora com menor expressão, Anopheles claviger, Culex 

hortensis, Culex laticinctus, Culex territans, Culiseta annulata e Ochlerotatus detritus (CEVDI 

2022).  

As espécies exóticas Aedes aegypti e Aedes albopictus também foram identificadas 

em Portugal. A primeira espécie é detetada, continuamente, na ilha da Madeira e a segunda 

já foi identificada nos concelhos de Penafiel, Loulé, Faro e Tavira (CEVDI 2022). 
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2.3.1. Espécies mais comuns (REVIVE, 2021) 

2.3.1.1. Anopheles maculipennis s.l.  

O complexo Anopheles maculipennis s.l. engloba um conjunto de espécies cuja 

identificação morfológica é apenas possível no estádio de ovo. Em Portugal a espécie mais 

comum deste complexo é Anopheles atroparvus (CEVDI 2022). An. atroparvus hiberna como 

adulto, repousando em recintos fechados, como residências ou estábulos, no outono. As 

fêmeas permanecem em atividade durante o inverno e podem realizar refeições sanguíneas, 

irregularmente, sem posterior oviposição. A diapausa pode prolongar-se de setembro a abril 

no norte da Europa ou de novembro a fevereiro no sul. As fêmeas são principalmente 

zoófilicas, mas também se alimentam frequentemente em humanos (Becker et al. 2020). An. 

atroparvus é um importante vetor da malária na Europa (Birnberg et al. 2020). 

2.3.1.2. Culex modestus  

Culex modestus é um eficiente vetor do VNO (Cotar et al. 2016) e está também 

envolvido na transmissão dos vírus Tahyna e Lednice (Danielová 1984; Rudolf et al. 2020). 

As fêmeas de Cx. modestus alimentam-se em aves e em mamíferos podendo atuar como 

vetores ponte para certos arbovírus (Radrova et al. 2013; Brugman et al. 2017). Por exemplo, 

no caso do VNO, os mosquitos que se alimentam tanto de aves como de mamíferos são 

referidos como vetores ponte, atuando como uma "ponte" entre o hospedeiro reservatório e o 

hospedeiro acidental (que não possui virémia suficientemente elevada para transmitir o vírus 

aos mosquitos) (Turell et al. 2002; Kilpatrick et al. 2005). As fêmeas alimentam-se também, 

frequentemente, no homem, junto aos seus criadouros. Pensa-se que esta espécie realiza 

diapausa invernal na fase adulta (Rudolf et al. 2020).  

2.3.1.3. Culex pipiens  

Culex pipiens desempenha um papel vital na circulação enzoótica do VNO e do vírus 

Usutu (USUV) na Europa (Fritz et al. 2015; Fros et al. 2015). Nesta espécie também já foi 

detetada infeção por vírus da febre do Vale do Rift (VFVR), vírus da encefalite japonesa, vírus 

Sindbis (SINV) e vírus Tahyna, sendo, adicionalmente, considerada vetor da malária e de 

Dirofilaria immitis e D. repens (ECDC 2020). Este vetor é abundante em todo o território 

português, sendo a vigilância entomológica desta espécie essencial (Rocha et al. 2020). As 

fêmeas realizam diapausa invernal em abrigos sem gelo, como caves, cavernas, ou tocas, 

regressando à atividade na primavera, quando aumenta a temperatura e exposição à luz. 

Efetuam a refeição sanguínea e repousam no exterior, podendo habitar perto de quase todos 

os tipos de fonte de água (ECDC 2022). Esta espécie é, maioritariamente, ornitofílica e, 
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ocasionalmente, tem sido observada a alimentar-se em mamíferos, incluindo humanos 

(Becker et al. 2020).  

2.3.1.4. Culex theileri  

Culex theileri alimenta-se, maioritariamente, em mamíferos e, por vezes, em aves 

(Osório et al. 2012), realizando as refeições sanguíneas, geralmente, no exterior, mas também 

em residências e outras instalações fechadas (Becker et al. 2020). Esta espécie realiza 

diapausa invernal no estádio de adulto (CEVDI 2022). Na África do Sul, foram detetados 

mosquitos naturalmente infetados com VNO, SINV e VFVR (Demirci et al. 2014). Estudos de 

campo e laboratoriais demonstraram que Cx. theileri poderá ser o principal vetor de Dirofilaria 

immitis na Ilha da Madeira, Portugal (Santa-Ana et al. 2006).  

2.3.1.5. Culex univittatus  

O complexo Culex univittatus engloba as espécies Cx. univittatus, Cx. perexiguus, Cx. 

neavei e Culex fuscocephala (Mixão et al. 2016). Culex univittatus é a espécie mais prevalente 

deste complexo na Península Ibérica, sendo frequentemente encontrado no centro e sul de 

Portugal (CEVDI 2022). As fêmeas são maioritariamente ornitofílicas, alimentando-se também 

em mamíferos, incluindo o Homem (Mixão et al. 2016). Na África do Sul, Cx. univittatus é vetor 

primário do VNO e SINV (Becker et al. 2020).  

2.3.1.6. Culiseta longiareolata  

As fêmeas de Cs. longiareolata são consideradas maioritariamente ornitofílicas, 

alimentando-se raramente no Homem apesar desta espécie ser frequentemente observada 

em residências (Becker and Hoffmann 2011; Cetin et al. 2012). Cs. longiareolata é 

considerada vetor de parasitas sanguíneos nas aves (Becker and Hoffmann 2011). Nas 

regiões temperadas esta espécie realiza diapausa invernal na fase larval enquanto nas 

regiões mais frias realiza diapausa invernal na fase adulta (CEVDI 2022). 

2.3.1.7. Aedes (Ochlerotatus) caspius 

Aedes (Ochlerotatus) caspius realiza diapausa invernal na fase de ovo (Milankov et al. 

2009). As fêmeas são zoofílicas e antropofílicas, estando presentes em zonas urbanas e 

rurais, podendo estar ativas durante o dia e a noite, mas realizam as refeições sanguíneas, 

habitualmente, ao anoitecer e no exterior (Becker et al. 2020; ECDC 2022). As luzes das 

armadilhas luminosas CDC repelem as fêmeas (Becker et al. 2020). Segundo Setinova e 

Smelova (1973), citado por Becker et al. (2020), o vírus do Nilo Ocidental, o vírus Tahyna e a 

bactéria Francisella tularensis podem ser detetados em populações naturais (Becker et al. 
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2020). Esta espécie é um vetor natural do vírus Tahyna e do vírus da mixomatose (CEVDI 

2022). 

2.3.2. Outras espécies identificadas (REVIVE 2021) 

2.3.2.1. Anopheles claviger  

Anopheles claviger é um complexo de espécies que inclui An. claviger s.s. e An. 

petragnani (Becker et al. 2020). Realizam diapausa invernal, na fase larvar, de novembro a 

abril e os adultos podem ser encontrados até ao fim do outono (Simşek 2006; Becker et al. 

2020). As fêmeas são maioritariamente zoofílicas, preferindo animais domésticos, 

alimentando-se também no Homem (Lachmajer 1971; Becker et al. 2020). Após realizarem 

as refeições sanguíneas, geralmente ao crepúsculo, repousam em instalações de animais 

(Lachmajer 1971). An. claviger s.s. é um potencial vetor da malária. Contudo, como as 

populações deste vetor são geralmente de baixa densidade, a sua importância epidemiológica 

não é significativa (Becker et al. 2020). 

2.3.2.2. Culex hortensis 

A espécie Culex hortensis hiberna na fase adulta. Durante o dia repousa em locais 

escuros (Becker et al. 2020). As fêmeas alimentam-se essencialmente em batráquios e répteis 

e não realizam refeições sanguíneas em humanos (Boukraa et al. 2016). 

2.3.2.3. Culex laticinctus 

Culex laticinctus, segundo Ribeiro et al. (1988), citado por Almeida et al. (2005), é, 

aparentemente, uma espécie com pouco ou nenhum interesse como vetor de doenças 

zoonóticas (Almeida et al. 2005). Desconhece-se se esta espécie se alimenta no homem 

(Becker et al. 2020). 

2.3.2.4. Culex territans 

Culex territans hiberna exclusivamente como fêmea adulta, iniciando a oviposição no 

início da primavera (Zittra and Waringer 2015). Esta espécie, tal como as fêmeas de Cx. 

hortensis, alimenta-se essencialmente em batráquios e répteis. Por outro lado, Cx. territans 

também se pode alimentar em aves e mamíferos, o que constitui a possibilidade de esta 

espécie poder ser relevante na transmissão de arbovírus entre diferentes grupos de 

hospedeiros. Esta espécie pode ser considerada como potencial e provável vetor do vírus da 

encefalomielite equina do Leste (Boukraa et al. 2016). 
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2.3.2.5. Culiseta annulata 

A espécie Culiseta annulata, geralmente, hiberna na fase adulta, no interior de 

residências e estábulos, podendo tornar-se extremamente incomodativa, quando a 

hibernação é interrompida pelo aumento da temperatura ou humidade (Becker et al. 2020; 

ECDC 2022). Quando o inverno é ameno, a hibernação pode também ocorrer na fase larvar. 

As primeiras fêmeas reaparecem no início da primavera. Nesta altura, alimentam-se no 

Homem e restantes mamíferos durante o dia, mas, nos meses de verão, revelam maior 

atividade noturna, entrando, frequentemente, em residências ou estábulos. Ocasionalmente, 

realizam a refeição sanguínea em aves. Esta espécie é um potencial vetor do vírus Tahyna e 

transmissor de alguns plasmódios de aves (Becker et al. 2020). 

2.3.2.6. Aedes (Ochlerotatus) detritus 

Segundo Gutsevich et al. (1974), citado por Becker et al. 2020, Aedes (Ochlerotatus) 

detritus, normalmente, hiberna na fase de ovo (Becker et al. 2020). As fêmeas são 

persistentes e alimentam-se principalmente em mamíferos, nomeadamente em gado bovino 

e humanos, mas também em algumas aves (Medlock et al. 2005). Realizam a refeição 

sanguínea predominantemente ao anoitecer, podendo também estar ativas durante o dia 

(Becker et al. 2020). Esta espécie é um potencial vetor do vírus da encefalite japonesa e do 

VNO (Mackenzie-Impoinvil et al. 2015; Blagrove et al. 2016). 

2.3.2.7. Aedes aegypti 

As fêmeas de Aedes aegypti alimentam-se em humanos, maioritariamente, e 

ocasionalmente, noutros mamíferos, realizando a refeição durante o dia e apenas 

esporadicamente à noite (Becker et al. 2020). Ae. aegypti é o principal vetor do vírus da febre 

amarela, mas é também um importante vetor do vírus da dengue (DENV), CHIKV e ZIKV 

(Failloux et al. 2017). No ano de 2012, ocorreu na ilha da Madeira, um surto do vírus da 

dengue, evoluindo rapidamente e resultando em mais de 2.100 casos (Quam et al. 2014). 

Atualmente, o vírus da dengue permanece uma ameaça à saúde pública da ilha, estando o 

vetor ativo durante todo o ano, mas alcançando o pico de abundância de agosto a outubro 

(CEVDI 2022; ECDC 2022). 

2.3.2.8. Aedes albopictus 

Aedes albopictus é considerada a espécie de mosquito mais invasora do mundo 

(Medlock et al. 2005). Esta espécie, na Europa, realiza diapausa invernal na fase de ovo. Os 

adultos são detetados entre abril e novembro, tornando-se mais ativos no período de maio a 

setembro  (CEVDI 2022; ECDC 2022). As fêmeas adultas alimentam-se, predominantemente, 
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em humanos, mas também em outros mamíferos, incluindo coelhos, cães, vacas, esquilos e, 

ocasionalmente, em aves, como Passeriformes e Columbiformes, e em anfíbios e repteis 

(Becker et al. 2020; ECDC 2022). Realizam a refeição sanguínea, geralmente durante o dia, 

no exterior, mas também durante a noite, no interior de residências (ECDC 2022). Esta 

espécie de mosquito revelou competência em condições laboratoriais para, pelo menos, 26 

arbovírus incluindo CHIKV, DENV, febre amarela, VNO e vírus da encefalite japonesa (Paupy 

et al. 2009).  Ae. albopictus foi responsável por casos de CHIKV e DENV na Europa (Failloux 

et al. 2017).  

3. Vírus do Nilo Ocidental  

3.1.  Etiologia  

O vírus do Nilo Ocidental possui potencial zoonótico e apresenta distribuição quase 

cosmopolita (Rudolf et al. 2017). Este arbovírus pertence à família Flaviviridae e ao género 

Flavivirus, integrando o complexo do vírus da Encefalite japonesa (Bakonyi et al. 2006; Rico-

Hesse et al. 2019).  

A primeira estirpe (B 956) foi isolada de um paciente humano no distrito Nilo Ocidental 

no Uganda em 1937. Posteriormente, o vírus foi também detetado em várias espécies de aves 

e mosquitos, em cavalos, em humanos e noutros hospedeiros em África, na Europa, na Ásia 

e na Austrália (onde é designado vírus Kunjin) (Peiris and Amerasinghe 1994; Hubálek and 

Halouzka 1999).  Nos continentes europeu, africano e asiático, o VNO pode causar desde 

infeções relativamente leves ou sem doença aparente a encefalite e/ou morte na população 

humana, cavalos ou aves (Peiris and Amerasinghe 1994; Hubálek and Halouzka 1999; Zeller 

and Schuffenecker 2004; van der Meulen et al. 2005; Bakonyi et al. 2006). No continente 

americano, o VNO apresenta maior virulência entre as populações de aves selvagens e 

causa, mais frequentemente, sintomas graves no sistema nervoso central e mortes em 

humanos e cavalos (Campbell et al. 2002; Bakonyi et al. 2006). 

O VNO é biologicamente diverso, tendo sido propostas até nove linhagens genómicas. 

No entanto, a maioria dos surtos humanos de encefalite causada por este vírus foram 

atribuídos às linhagens 1 e 2 (Hubálek et al. 2014; Fall et al. 2017). 

O vírus permanece estável a pH ligeiramente alcalino de 8.0, mas é facilmente 

inativado mediante exposição a pH ácido, temperaturas superiores a 40°C, solventes 

orgânicos, detergentes, luz ultravioleta e radiação gama (Rico-Hesse et al. 2019). 

A partícula esférica do VNO tem aproximadamente 50 nm de diâmetro e consiste numa 

membrana com bicamada lipídica, que envolve o nucleocapsídeo contendo uma cadeia 

simples de RNA de sentido positivo de cerca de 11 000 nucleótidos. Podem ser distinguidas 

duas formas do vírus, viriões maduros e viriões imaturos. Incorporadas na membrana do virião 

maduro incluem-se a proteína do envelope viral (E) e as proteínas da membrana (M) que são 
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responsáveis por importantes características do vírus, nomeadamente a variedade de 

hospedeiros, o tropismo tissular, a replicação, a maturação, e a estimulação das respostas 

imunitárias das células B e T. Complementarmente, a proteína E é a hemaglutinina viral, que 

medeia a ligação dos recetores e a atividade de fusão. Os viriões imaturos intracelulares 

contêm o precursor prM, que é clivado em M durante a maturação (Campbell et al. 2002; Rico-

Hesse et al. 2019). Os virões contêm ainda uma terceira proteína estrutural – a capsid (C). 

Nas células infetadas são sintetizadas sete proteínas não-estruturais: NS1, NS2A, NS2B, 

NS3, NS4A, NS4B e NS5 (Firth and Atkins 2009). NS1 assume múltiplas formas e funções, 

podendo atuar na replicação do RNA viral e na regulação da ativação do complemento. Uma 

dessas formas, a proteína NS1′, desempenha um importante papel na neuroinvasão viral 

(Melian et al. 2010). Na figura 5 está representada a estrutura do virião do VNO. 

 

Figura 5 - Organização do genoma do vírus do Nilo Ocidental e composição do respetivo virião. 

a) No genoma viral estão representadas 3 proteínas estruturais (representadas a verde) e 7 proteínas não 

estruturais (representadas a azul). b) Estrutura do virião do VNO simbolizando as proteínas estruturais, a 

membrana e o RNA. (Adaptado de Chancey et al. 2015). 

3.2.  Epidemiologia  

3.2.1. Hospedeiros  

Na natureza, o VNO circula entre as aves, principalmente selvagens, como 

hospedeiros vertebrados primários e amplificadores, e os mosquitos que se alimentam em 

aves. Na Europa, Culex pipiens é o vetor predominantemente envolvido (Hubálek and 

Halouzka 1999; Hubálek 2000; DGAV [s.d.]). Um estudo revelou que o melro-preto (Turdus 

merula) e a pega-rabuda (Pica pica) são os hospedeiros preferidos por esta espécie de 

mosquito (Rizzoli et al. 2015). Por outro lado, Hamer et al. verificou que o pardal-doméstico 

(Passer domesticus) e o tordo-americano (Turdus migratorius) foram identificados como 

espécies chave para a manutenção do vírus na natureza (Hamer et al. 2011). As aves atuam 

como reservatório, mas também podem contrair a doença. Os corvídeos, principalmente, mas 

também as aves de rapina e os gansos são algumas das aves mais suscetíveis de 
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desenvolver sinais clínicos (Scott 2021; DGAV [s.d]). A família Corvidae, uma vez infetada, 

para além de possuir uma elevada probabilidade de desenvolver a doença, resulta 

frequentemente em morte (Komar et al. 2003).  

Os seres humanos e os equídeos são hospedeiros de fundo de saco, com os equinos 

atuando como espécie sentinela em muitos países (Gamino and Höfle 2013; Rudolf et al. 

2017; Lourenço et al. 2022). Ambos são considerados hospedeiros acidentais, não 

participando no ciclo de vida do VNO, pois não desenvolvem virémia suficientemente elevada 

para infetar os vetores (Chancey et al. 2015). 

Ocasionalmente, pelo menos 30 outras espécies de vertebrados, incluindo outros 

mamíferos, alguns anfíbios e répteis também são suscetíveis à infeção pelo VNO. No entanto, 

em apenas alguns destes vertebrados, como por exemplo os hamsters, já foram reportados 

níveis de virémia suficientes para infetar os vetores (Root 2013; Hubálek et al. 2014; Chancey 

et al. 2015).  

3.2.2. Transmissão  

A ecologia do vírus do Nilo Ocidental caracteriza-se por um ciclo enzoótico de 

transmissão, esquematizado na figura 6, mantido entre mosquitos e espécies de aves 

selvagens (Lourenço et al. 2022). As aves migratórias desempenham um papel essencial na 

distribuição geográfica generalizada do VNO (Hubálek et al. 2014). 

 

Figura 6 - Ciclo de transmissão do vírus do Nilo Ocidental (Ilustração original criada a partir de 

BioRender®). 

A época de transmissão parece ocorrer entre os meses de março e novembro, 

alcançando, frequentemente, o pico no verão e atingindo valores mínimos de transmissão 

durante o inverno (Lourenço et al. 2022). 

Depois do mosquito, vetor natural do VNO, se alimentar num hospedeiro infetado, o 

arbovírus replica-se, podendo ser transmitido rapidamente, através da secreção proveniente 

das glândulas salivares, aquando de uma nova alimentação num hospedeiro suscetível 
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(Reisen et al. 2006; Chancey et al. 2015). O VNO também pode ser transmitido através de 

contacto direto de aves suscetíveis com fluidos orais ou cloacais de outras aves infetadas com 

níveis de virémia elevados (van der Meulen et al. 2005; Chancey et al. 2015) e de consumo 

de cadáveres de animais infetados e mosquitos infetados (ambos produtos alimentares 

naturais de algumas espécies) (Komar et al. 2003). Os órgãos com a carga viral mais elevada 

incluem o cérebro, o rim e os intestinos (Komar et al. 2003). Adicionalmente, infeções 

persistentes nos ovários suscitam a possibilidade de transmissão transovárica (Komar et al. 

2003). A infeção crónica, com a permanência do vírus em alguns tecidos até 43 dias, pode 

contribuir para a transmissão durante o inverno, através do mecanismo de predação (Nemeth 

et al. 2009; Byas and Ebel 2020). No entanto, a cronicidade não parece influenciar a 

transmissão através da alimentação do artrópode, uma vez que o vírus, segundo um estudo 

realizado em pardais-domésticos (Passer domesticus), apenas persiste até seis dias no 

sangue (Nemeth et al. 2009). 

No caso dos humanos, está também documentada a transmissão do VNO por 

transfusão sanguínea, transplante de órgãos, transmissão transplacentária e através do leite 

materno (Iwamoto et al. 2003; Pealer et al. 2003; Gould and Fikrig 2004; Hinckley et al. 2007). 

3.2.2.1. Barreiras à infeção e transmissão 

No interior do organismo do mosquito estão presentes barreiras para impedir a sua 

infeção, incluindo a membrana peritrófica, as células epiteliais do intestino médio e a barreira 

das glândulas salivares (Vogels et al. 2017). 

Após a ingestão de uma refeição sanguínea, as partículas virais atravessam o sistema 

digestivo do mosquito até ao intestino médio. A primeira potencial barreira é a membrana 

peritrófica (Vogels et al. 2017). A membrana peritrófica é uma estrutura sacular composta por 

uma rede de quitina e proteínas, formando uma matriz filamentosa que envolve a refeição 

sanguínea no intestino médio (Terra 2001). Os poros da membrana peritrófica possuem um 

diâmetro entre 20 e 30 nm, comparativamente aos 50 nm de diâmetro do virião do vírus do 

Nilo Ocidental (Hardy et al. 1983). Os viriões próximos das células epiteliais terão de entrar 

nas mesmas, através das microvilosidades, antes da refeição sanguínea ser envolvida pela 

matriz (Franz et al. 2015). No caso do Ae. aegypti, por exemplo, a membrana é formada 4 a 

8 horas após a alimentação (Perrone and Spielman 1988).  

A entrada dos flavivírus nas células epiteliais do intestino médio ocorre, muito 

provavelmente, através de recetores na membrana, ocorrendo replicação do vírus nas 

próprias células, passando posteriormente para o hemocélio, de forma a atingir os restantes 

órgãos. Alternativamente, pode ocorrer infeção das traqueias, uma rede de estruturas 

tubulares que conecta as células epiteliais e a camada externa da lâmina basal.  Por outro 

lado, numa diminuta percentagem de mosquitos, ocorre o fenómeno “leaky gut”, em que os 
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viriões alcançam diretamente o hemocélio, a partir do lúmen intestinal, sem penetrar a camada 

epitelial (Vogels et al. 2017). 

Após a infeção da hemolinfa, os viriões propagam-se e infetam tecidos secundários, 

incluindo hemócitos, tecido adiposo, tecido muscular, tecido nervoso e glândulas salivares 

(Girard et al. 2004). As glândulas salivares apresentam-se envoltas pela lâmina basal, que 

origina uma barreira física aos recetores da superfície celular, necessários à entrada do 

arbovírus na célula (Romoser et al. 2005; Franz et al. 2015). Além disso, o sistema imunitário 

pode restringir a replicação intracelular do vírus (Sim et al. 2012; Franz et al. 2015). Na 

sequência da replicação viral, o vírus é depositado nas células acinares, podendo, 

posteriormente, levar à inoculação num hospedeiro após nova refeição (Forrester et al. 2014). 

3.2.3. Vetores 

3.2.3.1. Os Mosquitos enquanto Vetores 

Nem todas as espécies de mosquitos reportadas infetadas com VNO são consideradas 

vetores competentes e nem todas as espécies que são competentes em laboratório 

desempenham um papel significativo na transmissão natural (Turell et al. 2005). A capacidade 

vetorial é definida como a eficiência de um vetor na transmissão de um agente patogénico 

(Vogels et al. 2017). Este conceito depende de vários fatores determinantes, tais como a 

competência vetorial, as condições ambientais, o comportamento alimentar dos mosquitos 

(preferências alimentares e a hora do dia em que é realizada a alimentação) e a sua densidade 

populacional e sobrevivência. A competência vetorial é a capacidade de um vetor de adquirir, 

manter e transmitir um agente patogénico (Turell et al. 2005; Kenney and Brault 2014). 

Complementarmente, a deteção repetida do vírus em espécies recolhidas no terreno e a 

associação na natureza entre os artrópodes e os hospedeiros vertebrados são também 

critérios considerados na definição de uma espécie como vetor do VNO. Uma determinada 

espécie, por exemplo, Culex pipiens, pode ser considerado o vetor mais importante de uma 

área geográfica, mas pode não ter um papel relevante noutras zonas (Turell et al. 2005). O 

controlo preferencial de mosquitos altamente competentes é necessário para reduzir o 

potencial de transmissão do vírus (Vogels et al. 2017).  

Na Europa, seis espécies de mosquitos foram demonstradas como vetores 

competentes, nomeadamente Culex pipiens, Cx. modestus, Cx. perexiguus, Cx. torrentium, 

Aedes albopictus, e Ae. detritus (Balenghien et al. 2008; Muñoz et al. 2012; Blagrove et al. 

2016; Brustolin et al. 2016; Jansen et al. 2019; Costa et al. 2021). O VNO já foi detetado em 

mais nove géneros de mosquitos incluindo, Aedeomya, Anopheles, Coquillettidia, Culiseta, 

Mansonia, Mimomyia Ochlerotatus, Psorophora e Uranoteania (Engler et al. 2013). Em 

Portugal, o VNO foi isolado em três espécies de mosquitos, nomeadamente Anopheles 
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maculipennis s.l., Cx. univittatus, e Cx. pipiens (Filipe and Pinto 1972; Esteves et al. 2005).  

Culex pipiens é considerado o principal vetor de transmissão do vírus do Nilo Ocidental em 

Portugal (Osório et al. 2014).  

3.2.3.1.1. Outros potenciais vetores 

Alguns géneros de carraças incluindo Hyalomma, Argas e Ornithodoros poderão 

desempenhar um papel alternativo, ainda pouco definido, como vetores do VNO (Hubálek et 

al. 2014). 

3.2.3.2. Transmissão intra-vetorial 

A transmissão vertical, de fêmeas adultas à sua descendência, proporciona o 

mecanismo de overwintering do vírus (Chancey et al. 2015; Byas and Ebel 2020).  Os flavivírus 

infetam o óvulo, totalmente formado, depois deste ter saído do ovário. Assim, sugere-se que 

poderá ocorrer a transmissão do vírus a um hospedeiro final sem que o mosquito se alimente 

primeiramente num hospedeiro primário infetado (Anderson and Main 2006). 

3.3.  Patogenia e Sinais Clínicos  

3.3.1. Aves  

Em gansos e alguns passeriformes, como corvos e gaios, a virémia pode atingir o pico 

a partir de 2-3 dias pós-infeção (dpi), enquanto em aves de rapina e galinhas o mesmo pode 

ser alcançado aos 4-6 dpi. Os sinais clínicos surgem aproximadamente em 5 dpi em aves 

experimentalmente infetadas com VNO, podendo estar ausentes tanto em infeções 

experimentais como naturais (Gamino and Höfle 2013). Inúmeras aves são resistentes à 

doença, podendo recuperar na presença de sinais clínicos ligeiros e moderados (Scott 2021; 

DGAV [s.d.]). Em casos graves, os índices elevados de mortalidade nem sempre se 

correlacionam com os sinais histopatológicos. Tal pode corresponder a uma infeção aguda 

fulminante resultando em morte súbita de forma tão rápida que as lesões não se desenvolvem 

histologicamente (Gamino and Höfle 2013).  

Os sinais clínicos inespecíficos incluem depressão, anorexia, desidratação, 

anormalidades no crescimento das penas (como penas comprimidas e cálamo hemorrágico) 

e morte súbita. Verificam-se também sinais neurológicos como ataxia, paralisia e convulsões 

e sinais oculares como inflamação do pécten, inflamação da coróide ou da retina, necrose da 

retina e endoftalmite generalizada (Hubálek et al. 2014; Wünschmann et al. 2017; Byas and 

Ebel 2020; Scott 2021). As manifestações neurológicas são indicativas de encefalite viral e 

são semelhantes às observadas em humanos e noutros vertebrados. Esta encefalite é 

caracterizada como uma meningoencefalite linfoplasmocítica (Byas and Ebel 2020). 
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3.3.2. Equídeos  

Os sinais clínicos de infeção por VNO em cavalos, para além da febre, estão 

principalmente relacionados com a infeção e inflamação do sistema nervoso. 

Aproximadamente 20% dos cavalos infetados desenvolvem sinais neurológicos (Byas and 

Ebel 2020). Os sinais clínicos mais graves incluem ataxia, permanência em decúbito (fraqueza 

muscular), paraparesia, tetraparesia, convulsões e morte (Ward et al. 2006; Venter et al. 

2017). Adicionalmente, verifica-se anorexia, depressão, ranger dos dentes, défices 

propriocetivos, fasciculações musculares, hiperexcitabilidade, movimentos circulares e 

alterações comportamentais (Ward et al. 2006; Paré and Moore 2018; Byas and Ebel 2020; 

DGAV [s.d.]). A mortalidade em cavalos não vacinados situa-se entre 30 e 50%, abrangendo 

tanto a morte natural como a eutanásia eletiva (Ward et al. 2006; Silva et al. 2019). Dos 

equinos que recuperam, cerca de 10 a 20% apresentam défices neurológicos remanescentes 

(Paré and Moore 2018).  

3.3.3. Homem 

No Homem, a infeção por VNO é considerada uma doença zoonótica grave. O período 

de incubação varia geralmente entre dois e seis dias, podendo estender-se até catorze dias 

(DGS 2018). A infeção é assintomática em cerca de 80% dos casos e manifesta-se como uma 

gripe em aproximadamente 20% dos casos (Paré and Moore 2018). A maioria dos doentes 

sintomáticos apresenta febre, que dura até uma semana, dores de cabeça, problemas 

gastrointestinais, incluindo náusea e vómito, erupções cutâneas, mialgia, artralgia, 

indisposição e fadiga (Sejvar 2014; Byas and Ebel 2020). Os sinais clínicos neurológicos, tal 

como meningite, encefalite e poliomielite, surge em menos de 1% das infeções (Sejvar 2014; 

Paré and Moore 2018). No entanto, nestes casos, a mortalidade pode atingir os 20%, e a 

doença crónica desenvolve-se na maioria dos sobreviventes (Paré and Moore 2018). 

As sequelas incluem problemas de memória, dor de cabeça, disfunção cognitiva, 

depressão, fadiga, tremores, diminuição da força e reflexos anormais (Carson et al. 2006; 

Murray et al. 2018). No caso da ocorrência de uma infeção renal durante o período 

sintomatológico, o vírus pode persistir nos rins até sete anos e culminar em doença renal 

crónica (Murray et al. 2010). 

3.4.  Lesões anatomopatológicas  

Em aves, cavalos e humanos o vírus apresenta um neurotropismo caracterizado, 

principalmente, por inflamação com infiltração de células mononucleares, necrose neuronal e 

gliose (Byas and Ebel 2020).  
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As espécies de aves mais suscetíveis tendem a morrer rapidamente, apresentando 

lesões pouco significativas ou não observáveis. Em espécies menos suscetíveis verifica-se, 

maioritariamente, invasão do sistema nervoso central, fígado, baço, rim, coração e globo 

ocular (Gamino and Höfle 2013). Observa-se, muitas vezes, miocardite e inflamação 

multiorgânica com necrose como, por exemplo, hepatite necrótica, esplenite e pancreatite 

(Hubálek et al. 2014). O anexo 3 especifica as lesões, nos diferentes sistemas, identificadas 

em aves. Em cavalos, para além das lesões a nível do sistema nervoso central, inclui-se 

hemorragia na medula renal, atrofia dos folículos linfoides do baço e miocardite focal (Cantile 

et al. 2001). Identicamente às aves, em humanos, parecem verificar-se lesões a nível renal e 

ocular (Byas and Ebel 2020).  

3.5. Diagnóstico  

O vírus do Nilo Ocidental apresenta um quadro clínico muito diverso, devendo ser 

diferenciado de outras causas de doença neurológica e dos restantes flavivírus 

serologicamente relacionados (Rico-Hesse et al. 2019; Scott 2021). 

A deteção do genoma viral em amostras de sangue total, soro, líquido 

cefalorraquidiano (LCR), plasma e urina através de RT-qPCR tornou-se o método de 

diagnóstico de rotina. No entanto, a identificação molecular do RNA viral pode não ser fiável 

devido ao curto período e níveis baixos de virémia, devendo o diagnóstico basear-se 

principalmente em serologia (Lustig et al. 2018). A deteção de anticorpos IgM através de 

ELISA em soro ou LCR confirma o diagnóstico quando associado a sinais clínicos 

compatíveis. A deteção de IgM através de ELISA é o teste de eleição uma vez que os 

anticorpos IgM são de curta duração e indicativos de uma infeção recente (Paré and Moore 

2018). A reação serológica cruzada entre os flavivírus é um obstáculo ao diagnóstico quando 

se recorre a IgG através de ELISA, baixando a especificidade da serologia (Costa et al. 2021). 

Os ensaios de seroneutralização têm sido utilizados para identificar mais rigorosamente os 

serocomplexos de Flavivírus (Rico-Hesse et al. 2019). Pode também ser realizada 

histopatologia com Imunohistoquímica de tecido cerebral (Scott 2021). 

O Instituto Nacional de Investigação Agrária e Veterinária (INIAV) realiza, nas aves, 

pesquisa do VNO através de RT-qPCR (com amostras de rim, coração, cérebro, intestino ou 

zaragatoa cloacal), pesquisa e titulação de anticorpos do VNO através de seroneutralização 

(com amostras de soro, plasma ou LCR) e pesquisa de anticorpos IgG de VNO através de 

ELISA (com amostras de soro, plasma ou LCR) (INIAV [s.d.). Em equídeos, o INIAV efetua 

pesquisa do VNO através de RT-qPCR (com amostras de cérebro, espinhal medula, baço ou 

sangue), pesquisa e titulação de anticorpos do VNO através de seroneutralização (com 

amostras de soro, plasma ou LCR) e pesquisa de anticorpos IgM de VNO através de ELISA 

(com amostras de soro, plasma ou LCR) (INIAV [s.d.]). 
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3.6.  Profilaxia médica e sanitária  

3.6.1. Plano de Vigilância Português para a FNO 

Considerando a transmissão do vírus e hospedeiros envolvidos, definiram-se dois 

níveis de vigilância. O Nível 1 inclui a vigilância em aves e a vigilância entomológica e o Nível 

2 é referente à vigilância em equinos (DGAV [s.d.]). 

3.6.1.1. Vigilância em aves  

A vigilância ativa implica a obtenção de amostras provenientes de aves selvagens 

(aves sentinela). Por outro lado, a vigilância passiva tem como base a análise laboratorial de 

cadáveres de aves selvagens, considerando prioritárias as aves da família Corvidae e as aves 

com rotas migratórias no Norte de África (DGAV [s.d.]). 

3.6.1.2. Vigilância entomológica  

A vigilância entomológica envolve a colocação de armadilhas para captura de vetores 

nas zonas de risco. Os mosquitos devem ser, posteriormente, enviados para isolamento viral 

no INIAV (DGAV [s.d.]). 

3.6.1.3. Vigilância em equinos 

A vigilância passiva envolve a divulgação, para os produtores e médicos veterinários, 

acerca dos sinais clínicos compatíveis com a doença e o exame clínico de todos os animais 

que apresentem essa mesma sintomatologia. Complementarmente, é aconselhada a 

proteção dos equinos da exposição aos vetores nos períodos de maior atividade dos mesmos, 

a utilização de repelentes quando os animais não se encontram nas boxes, o uso de 

inseticidas junto às instalações, a eliminação dos locais mais prováveis de reprodução de 

mosquitos e notificação à Direção Geral de Alimentação e Veterinária (DGAV) de cadáveres 

de aves selvagens nas imediações das explorações (DGAV [s.d.]). 

A vigilância ativa inclui a amostragem dos equinos, quando considerado 

epidemiologicamente relevante, nomeadamente em zonas de risco e explorações vizinhas 

dos focos e a testagem de soros para outros diagnósticos (DGAV [s.d.]).  

A DGAV autoriza a vacinação voluntária de equinos, em área considerada de risco, 

utilizando uma vacina inativa contra o vírus do Nilo Ocidental. Para cada caso, a autorização 

e respetiva vacina devem ser solicitadas pelo médico veterinário assistente de cada 

exploração (DGAV 2020). 
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3.6.1.3.1. Medidas em caso de suspeita clínica em equinos  

Em caso de suspeita de infeção com VNO é necessário notificar a Direção de Serviços 

de Alimentação e Veterinária Regional (DSAVR). Devem colher-se amostras de sangue para 

diagnóstico em vida e amostras de tronco cerebral, cérebro e LCR para diagnóstico post 

mortem. Estas amostras deverão ser enviadas para o INIAV. Adicionalmente deve realizar-se 

a desinsetização da exploração em causa (DGAV [s.d.]).  

3.6.1.3.2. Medidas em caso de confirmação da doença em equinos 

Caso se verifique um diagnóstico definitivo positivo para o VNO deve acompanhar-se 

o estado clínico dos animais infetados. Complementarmente, é necessário reforçar a 

utilização de inseticidas nos animais da exploração em causa. Em todas as explorações num 

raio de 20 km em redor do foco, deve realizar-se a vigilância clínica dos animais, bem como, 

reforçar a desinsetização (DGAV [s.d].). 

3.7.  Casos em Portugal  

Ainda não é claro se o vírus do Nilo Ocidental circula endemicamente em Portugal ou 

se circula apenas esporadicamente (Lourenço et al. 2021). Em Portugal apenas foram 

notificadas quatro infeções humanas, serologicamente confirmadas (Lourenço et al. 2022). 

Em 2004, na Ria Formosa (Algarve), dois irlandeses testaram positivo para VNO tendo sido 

detetados anticorpos IgM. Ambos revelaram sinais clínicos semelhantes a um quadro de 

influenza e, subsequentemente, um deles desenvolveu sinais ligeiros de encefalite (Connell 

et al. 2004). Um terceiro caso foi relatado em 2010, em Setúbal, apresentando um quadro 

maioritariamente febril, tendo sido reportados, dois meses depois, dois casos em equinos 

apenas a 4km (Alves et al. 2012). A mais recente infeção humana ocorreu em 2015, em 

Almancil (Algarve), verificando-se doença neuroinvasiva (Zé-Zé et al. 2015). 



23 
 

 

Figura 7 - Distribuição das infeções de VNO reportadas em Humanos, na Europa, de 2011 a 22 
de agosto de 2022 (Adaptado de ECDC 2022). 

Tabela 1 - Distribuição dos focos nacionais reportados em equinos desde 2015 (Adaptado de 

DGAV 2022a; DGAV 2022b). 

Ano Região/Concelho Número de Focos 

2015 
Alentejo 3 

Algarve 5 

2016 
Alentejo 1 

Algarve 4 

2017 
Lisboa e Vale do Tejo 2 

Alentejo 1 

2018 Viana do Alentejo 1 

2019 
Silves 1 

Lagoa 1 

2020 
Castelo Branco 1 

Alcácer do Sal 1 

2021 

Coruche 1 

Loulé 1 

Silves 1 

Beja 1 

2022 

Alcácer do Sal 1 

Portalegre 1 

Castro Verde 1 

3.7.1. Prováveis casos de febre do Nilo Ocidental no CERAS 

Ao longo dos meses de junho e julho de 2020, entraram no CERAS juvenis de mocho-

galego (Athene noctua), exibindo sinais de debilidade, emaciação e desidratação. Foram 

recuperando com tratamento de suporte e alimentação forçada e, posteriormente, transferidos 

para uma instalação exterior. Nesta instalação treinavam o voo e a caça, numa fase de pré-

libertação (Lopes and Nascimento 2020).  
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A partir do final do mês de agosto e até meio de setembro verificou-se morte súbita em 

quatro dos mochos-galegos e sinais neurológicos e ocular num quinto, todos em recuperação 

na mesma instalação (Lopes and Nascimento 2020).  

Este último ingressou no centro com sinais clínicos semelhantes aos outros, mas 

passados 11 dias, apresentou apatia, perda de apetite, mucosas pálidas, head tilt, torcicolo, 

diminuição dos reflexos de ameaça e pupilares, irregularidades ao nível do pécten e 

diminuição da acuidade visual ou cegueira. Foi enviado soro para o INIAV para pesquisa de 

anticorpos IgG (ELISA) para o vírus do Nilo Ocidental, com resultado positivo, e o cadáver 

para PCR, com resultado negativo (Lopes and Nascimento 2020). 

À necrópsia, dos primeiros quatro mochos-galegos, foram encontrados vários achados 

macroscópicos, incluindo coloração esbranquiçada do pâncreas, presença de fibrina no 

pericárdio, dilatação ventricular esquerda, diminuição da espessura das paredes 

ventriculares, septo ventricular não detetado e microcardia (Lopes and Nascimento 2020).  

 Outros três mochos-galegos que estavam em recuperação na mesma gaiola e com 

história semelhante foram libertados no fim de outubro (Lopes and Nascimento 2020). 

O quadro sintomatológico inespecífico, neurológico e ocular, as lesões 

anatomopatológicas inespecíficas, a mortalidade em grupo (agente infecioso), o resultado de 

serologia positivo, a sazonalidade e um caso reportado num cavalo da região em julho de 

2020 (Lourenço et al. 2021) são evidências, que em conjunto, contribuem para a possibilidade 

de o vírus do Nilo Ocidental ser considerado um possível diagnóstico presuntivo (Lopes and 

Nascimento 2020). 
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ESTUDO DE INSETOS POTENCIAIS VETORES DE AGENTES INFECIOSOS NA 

ÁREA DE ATIVIDADE DO CENTRO DE ESTUDOS E RECUPERAÇÃO DE ANIMAIS 

SELVAGENS DE CASTELO BRANCO  

1. Objetivos   

A presente dissertação teve como objetivos: 

1. Analisar a fauna de mosquitos vetores presentes na área de atividade do Centro de 

Estudos e Recuperação de Animais Selvagens de Castelo Branco (CERAS), tendo em conta 

as suspeitas de casos de Febre do Nilo Ocidental, neste Centro em 2020, e, adicionalmente, 

o facto de terem sido detetados resultados positivos (IgG), em ELISA (ESA-IPCB e INIAV), 

em soros de aves que estiveram em recuperação no Centro (artigo ainda não publicado), no 

período de 2020 e 2021. 

2. Relacionar a ocorrência de mosquitos com as condições meteorológicas. 

3. Avaliação preliminar da existência de um período sazonal sem atividade vetorial ou 

que espécies mantêm a sua atividade durante os meses de inverno.  

2. Materiais e métodos  

2.1.  Captura de mosquitos com armadilhas  

2.1.1. Funcionamento das armadilhas  

No âmbito da realização do presente estudo foram utilizadas em simultâneo duas 

armadilhas luminosas do tipo miniatura CDC (Center for Disease Control) (CDC miniature 

blacklight modelo1212, John Hock, EUA) para a captura dos mosquitos. A figura 8 apresenta 

uma armadilha utilizada para a captura de mosquitos. 

 

Figura 8 - Armadilha utilizada para a captura de mosquitos (Fotografia original). 
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Cada armadilha é colocada entre 1,70m e 2,00m de altura e ligada a uma bateria que 

aciona a ventoinha e acende a lâmpada de luz UV. As pás da ventoinha têm sentido oblíquo 

o que permite a entrada dos insetos, mas que impossibilita a sua saída, enquanto a ventoinha 

estiver a funcionar. A lâmpada de luz UV (Lâmpada tubular 4W 230V fluorescente UV) é 

utilizada para atrair os insetos. As baterias, no momento da sua utilização, foram cobertas 

com plástico ou madeira de forma a serem protegidas da humidade da noite e da chuva. 

Como atrativo de mosquitos, foi também utilizado dióxido de carbono (CO2), com o 

objetivo de mimetizar a respiração dos hospedeiros. Visto a logística da utilização do gelo 

seco ser pouco viável, tendo em conta as condições e localização do Centro, foram utilizadas 

pastilhas de CO2 (Pastilhas atrativas CO2 mosquitos – Ecoced®). Para ativar as pastilhas e 

iniciar a libertação de CO2 estas foram colocadas em água (cada pastilha é sublimada em gás 

durante aproximadamente duas semanas). Foram utilizadas sondas para ligar o recipiente 

contendo as pastilhas à entrada da armadilha, de forma a direcionar o CO2 libertado.  

Na figura 9 encontra-se exemplificado o esquema da instalação de uma armadilha para 

a captura dos mosquitos.  

As armadilhas eram acionadas ao final do dia e verificadas no dia seguinte de manhã. 

Para retirar a colheita obtida, sem permitir que os espécimes sejam libertados e de forma a 

que possam ser transportados, foi necessário encerrar a parte superior da rede com um nó 

utilizando cordões, antes de desligar a ventoinha. A colheita obtida, geralmente de 2 em 2 

dias, era retirada e colocada no congelador a - 20ºC até à morte dos exemplares, sendo estes 

colocados em placas de Petri e, novamente, congelados. 
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Figura 9 – Ilustração esquemática dos componentes das armadilhas utilizadas (Ilustração 
original). 

2.1.2 Caracterização dos locais 

O plano inicial consistia em manter as armadilhas instaladas por períodos semelhantes 

em dois locais. A primeira armadilha foi colocada dentro do perímetro do CERAS, variando a 
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sua localização dentro do Centro consoante a necessidade (por problemas técnicos ou por 

motivos de logística do Centro), e a segunda junto ao picadeiro da ESA-IPCB. As armadilhas 

estavam localizadas, aproximadamente, a uma distância de 200m entre si.  

A primeira armadilha foi colocada no local 1 (no CERAS) no dia 6 de outubro de 2021 

e a segunda armadilha foi instalada no local 2 (no picadeiro da ESA) no dia 11 de outubro de 

2021. O Anexo 4 expõe as datas das colheitas e os locais onde foram colocadas as respetivas 

armadilhas. Devido às condições meteorológicas verificadas junto ao picadeiro da ESA 

(excesso de vento) decidiu-se que, a partir do dia 2 de dezembro de 2021, a segunda 

armadilha seria retirada desse local e colocada também dentro do perímetro do CERAS. 

Deste modo, entre 2 de dezembro de 2021 e 27 de fevereiro de 2022, as duas armadilhas 

permaneceram instaladas dentro do Centro. Sendo que a distância entre ambas é inferior a 

70m não foi possível definir a independência espacial das capturas de cada armadilha (ECDC 

2014), sendo assim ambas consideradas conjuntamente na análise dos resultados. 

As armadilhas foram instaladas em sete locais ao longo do estudo, como referenciado 

na figura 10. Os locais 1, 3, 4, 5, 6 e 7 encontram-se inseridos dentro do perímetro do CERAS 

e foram contabilizados como tendo a mesma localização, no capítulo dos resultados. Na figura 

11 está representada a planta do CERAS, exemplificando os locais de instalação das 

armadilhas colocadas no Centro. O local 2 situa-se junto ao picadeiro da ESA-IPCB.  
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Figura 10 - Localização das armadilhas de mosquitos (Imagem adaptada do Google Maps).  

Legenda: Todos os locais, onde foram colocadas as armadilhas, estão inseridos dentro do perímetro do 

CERAS, à exceção do local 2, que se encontra junto ao picadeiro da ESA-IPCB. Coordenadas geográficas: 

Local 1 (39.824091, -7.454349); Local 2 (39.825425, -7.452705); Local 3 (39.824176, -7.454525); Local 4 

(39.824249, -7.454394); Local 5 (39.824279, -7.454625); Local 6 (39.824197, -7.454381); Local 7 (39.823634, -

7.454108).   

Os locais de instalação das armadilhas no CERAS foram escolhidos, junto a 

instalações exteriores de animais em recuperação, sem iluminação artificial noturna, com o 

intuito de potenciar a captura dos insetos, fornecendo, adicionalmente, uma boa visibilidade 

da armadilha de forma a poder ser observada à distância, bem como garantir alguma proteção 

das intempéries. 
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Figura 11 - Esquema ilustrativo da planta do CERAS, assinalando os locais onde foram 

colocadas as armadilhas no Centro (Ilustração original criada a partir de BioRender®). 

Legenda: Os círculos numerados indicam os locais onde foram colocadas as armadilhas no Centro. A cor 

verde é representativa de instalações utilizadas maioritariamente por aves. A cor amarela é representativa 

de instalações utilizadas maioritariamente por mamíferos. A cor azul-escuro é representativa dos espaços 

ocupados maioritariamente pelos trabalhadores do Centro. A – Armazém. B – Biotério de roedores e 

insetos. C – Cozinha para preparação das alimentações dos animais em recuperação. E – Enfermaria, 

escritório, internamentos e sala de necrópsias. G1 – Gaiola, albergando maioritariamente passeriformes e 

aves de menor dimensão. R1, R2, R3 e R4 – Câmaras de Recuperação (“REC”) para aves, albergando todo 

o tipo de aves. RM1, RM2 e RM3 – Câmaras de Recuperação (“REC”) para mamíferos de pequeno e grande 

porte. M1, M2, M3 e M4 – Câmaras de muda, albergando maioritariamente aves de rapina. T1 e T2 – Túneis 

de voo, albergando maioritariamente aves de rapina. T3 – Túnel de voo, albergando maioritariamente 

cegonhas e garças. T4 e T5 – Túneis de voo, albergando maioritariamente abutres. TC – Túnel de voo 

circular, albergando maioritariamente aves de rapina. L – Linhas de água. 

Como demonstrado na figura 10 as armadilhas foram colocadas em sete locais, 

podendo ser observado na figura 11 as características envolventes das armadilhas instaladas 

no CERAS. 
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O Local 1 situa-se junto a instalações exteriores de animais em recuperação, 

maioritariamente de aves, nomeadamente a instalação dos abutres e a instalação de aves de 

menor dimensão (por exemplo mochos-galegos e melros), mas também próximo das 

instalações dos mamíferos (por exemplo corços, raposas, fuinhas e texugos).  

O Local 2 situa-se fora do perímetro do CERAS, junto ao picadeiro da ESA–IPCB e a 

um poço de água. Este local encontra-se próximo à zona de passagem dos cavalos, aquando 

da saída das instalações interiores para o exterior.  
O Local 3 situa-se junto a instalações exteriores de animais em recuperação, 

maioritariamente de aves, de dimensões médias (câmaras de muda) e grandes (túneis de 

voo), mas também próximo das instalações dos mamíferos (por exemplo raposas e texugos), 

com características semelhantes ao Local 1. Encontra-se numa posição central no CERAS, 

com proximidade às instalações dos abutres, à instalação das cegonhas e à instalação dos 

mamíferos.  

O Local 4, observado na figura 12, situa-se entre instalações exteriores de animais em 

recuperação e o local de trabalho da equipa do CERAS, apresentando elevada visibilidade 

para toda a área do Centro. As instalações circundantes desta zona são algumas fechadas e 

outras abertas, podendo acolher uma grande diversidade de espécies (aves de pequeno e 

grande porte, como por exemplo mochos-galegos e abutres, e mamíferos de pequeno e de 

grande porte, como por exemplo fuinhas e corços).  

 

Figura 12 - Armadilha de mosquitos instalada no Local 4, no CERAS (Fotografia original). 

O local 5 situa-se dentro de uma instalação de animais aberta para o exterior, sendo 

a armadilha apenas colocada enquanto a instalação não estava a ser utilizada. Esta instalação 
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encontra-se articulada com outras instalações que possuíam aves em recuperação, 

nomeadamente cegonhas e variadas aves de rapina.  

O Local 6 situa-se dentro de uma instalação de aves fechada, sendo a armadilha 

apenas colocada enquanto a instalação não estava a ser utilizada. Esta instalação permite a 

entrada de insetos (porta aberta), mas não permite a visualização da armadilha a partir do 

exterior.  

O Local 7 situa-se entre uma instalação de animais aberta para o exterior, que 

normalmente alberga aves de rapina, e uma linha de água estagnada.  

2.2. Captura de mosquitos com aspirador  

Para a captura de mosquitos em repouso foi adquirido um aspirador de insetos portátil 

(®Vertbaudet), com as características do ilustrado na figura 13. Este aspirador foi utilizado em 

instalações de animais selvagens e em contacto direto com o corpo de aves. 

 

Figura 13 – Ilustração esquemática do aspirador de insetos portátil (Ilustração original).  

Legenda: A zona de sucção aspira a amostra, sendo a mesma direcionada, diretamente, para o recipiente. 

Este aspirador foi utilizado em sete instalações, quando não ocupadas por animais, 

entre 12 e 24 horas após a sua saída, aplicando o aspirador em contacto direto com os 

materiais e vegetação que compõem as instalações. Das sete instalações aspiradas, três são 

abertas ao exterior e quatro são fechadas.  

O aspirador foi ainda utilizado em onze animais, aplicando o mesmo em contacto direto 

com o corpo dos animais, sendo necessário capturar e conter os animais nas instalações 

exteriores. A amostra de aves utilizada neste estudo inclui uma águia-calçada (Aquila 

pennata), uma águia-d’asa-redonda (Buteo buteo), três cegonhas-brancas (Ciconia ciconia), 

um milhafre-real (Milvus milvus), um tordo-comum (Turdus philomelos), um melro-preto 

(Turdus merula) e três corujas-do-mato (Strix aluco). Para a seleção das aves foi considerada 

a tolerância da espécie/individuo ao stress e, em todo o procedimento, foi salvaguardado o 

bem-estar do animal. 
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2.3.  Conservação e identificação dos mosquitos  

Os insetos capturados foram armazenados a uma temperatura de -20ºC no CERAS.  

No fim do período de estágio, as amostras, acondicionadas em caixas refrigeradas, 

foram transportadas para a Faculdade de Medicina Veterinária, da Universidade de Lisboa. 

No laboratório de Parasitologia, com auxílio e sob supervisão da Dra. Sara Madeira, através 

da utilização de uma lupa binocular, procedeu-se à observação e separação dos mosquitos 

dos restantes insetos e foi identificado o género de cada um destes mosquitos e, quando 

possível, a espécie. Para tal foram utilizadas as chaves de identificação de Ribeiro e Ramos 

(1999) e Schaffner et al. (2001), baseando-se em características morfológicas tais como a 

caracterização sexual, engorgitamento das fêmeas com sangue, a presença de sedas pré e 

pós-espiraculares, coloração e localização de bandas dos segmentos abdominais, coloração 

e tamanho relativo das patas, etc. Posteriormente foram guardados em tubos de Eppendorf e 

novamente congelados a -20ºC. Os restantes insetos foram descartados por não se 

enquadrarem no âmbito deste estudo. 

2.4.  Recolha de dados da estação meteorológica de Castelo Branco 

No âmbito da presente dissertação foram requisitados dados recolhidos pela estação 

meteorológica de Castelo Branco (latitude 39.83944, longitude -7.47869; altitude 386 m), 

através do Instituto Português do Mar e da Atmosfera (IPMA), para posterior interpretação 

juntamente com os resultados obtidos. Foi obtida informação diária, de outubro de 2021 a 

fevereiro de 2022, acerca da temperatura do ar, humidade relativa e quantidade de 

precipitação. A estação meteorológica de Castelo Branco situa-se a aproximadamente 2,65km 

de distância do CERAS. 

3. Resultados  

3.1.  Armadilhas de mosquitos  

Como referido anteriormente, os resultados obtidos a partir das armadilhas colocadas 

no CERAS serão analisados, neste capítulo, como apenas um local. Deste modo, 

contabilizam-se dois locais de estudo: o CERAS e o picadeiro da ESA.  

No presente estudo foram realizadas 66 colheitas, tendo sido capturados 70 mosquitos 

da família Culicidae. A tabela 2 apresenta a quantidade de mosquitos capturados de cada 

espécie ou género, com distinção do sexo. 
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Tabela 2 - Resultados obtidos nas colheitas efetuadas durante os meses de outubro de 2021 a 

fevereiro de 2022, inclusive, especificando a quantidade de mosquitos capturados de cada 

espécie ou género, com distinção do sexo. 

Espécies de mosquitos 

capturadas 

Quantidade de 

machos 

Quantidade de 

fêmeas 
Total 

Aedes spp. 2 0 2 

Anopheles maculipennis s.l. 0 1 1 

Anopheles spp. 2 0 2 

Culex pipiens 26 23 49 

Culex theileri 0 1 1 

Culiseta annulata 0 2 2 

Culiseta longiareolata 7 6 13 

Total 37 33 70 

Na totalidade da amostra capturou-se em maior quantidade a espécie Culex pipiens, 

representando cerca de 70% (49/70) dos mosquitos, seguindo-se Culiseta longiareolata 

representando apenas cerca de 19% (13/70) dos espécimes. Em relação ao sexo dos vetores, 

observaram-se 53% (37/70) de machos e 47% (33/70) de fêmeas.  

O Anexo 4 expõe em maior detalhe os resultados obtidos em cada uma das colheitas, 

especificando a espécie de mosquito capturada, o respetivo sexo e a presença/ausência de 

refeição sanguínea. 

Das trinta e três fêmeas presentes na amostra, três (9%) apresentavam o abdómen 

engorgitado, nomeadamente duas fêmeas Culex pipiens, na colheita 6.2 (19 e 20 de outubro 

de 2021) e na colheita 13.2 (17 e 18 de novembro de 2021), e uma fêmea Culiseta annulata 

na colheita 27 (26 e 27 de janeiro de 2022). As três fêmeas com abdómen engorgitado foram 

capturadas nas armadilhas do CERAS. A tabela 3 indica o local de captura das espécies 

obtidas neste estudo. 

Tabela 3 - Local de captura de cada espécie. 

Espécies de mosquitos capturadas 
Local de captura 

CERAS Picadeiro 

Aedes spp. X  

Anopheles maculipennis s.l.  X 

Anopheles spp. X  

Culex pipiens X X 

Culex theileri  X 

Culiseta annulata X  

Culiseta longiareolata X X 

Legenda: o “X” assinala o local onde estava instalada a armadilha que capturou cada espécie. 
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As figuras 14 a 20 apresentam sete mosquitos das diferentes espécies que foram 

capturados no presente estudo. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 14 - Macho de Aedes spp. 

(Fotografia original). 

1mm 

Figura 15 - Fêmea de Anopheles 

maculipennis s.l. (Fotografia original). 

1mm 

Figura 16 - Macho de Anopheles spp. 

(Fotografia original). 

1mm 

Figura 17 - Fêmea de Culex pipiens 

(Fotografia original). 

1mm 
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Verificou-se uma taxa de captura de mosquitos superior na armadilha colocada no 

CERAS (1,61 mosquitos/dia) em relação à armadilha colocada no picadeiro da ESA (0,71 

mosquitos/dia), como apresentado na tabela 4. Para comparar a captura efetuada nos dois 

locais, foi necessário separar as colheitas obtidas no CERAS na mesma época do ano em 

que a armadilha esteve colocada no picadeiro da ESA.  

 

Figura 19 - Fêmea de Culiseta 

annulata com abdómen engorgitado 

(Fotografia original). 

Figura 18 - Fêmea de Culex theileri 

(Fotografia original). 

1mm 1mm 

Figura 20 - Macho de Culiseta 

longiareolata (Fotografia original). 

1mm 
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Tabela 4 - Quantidade de mosquitos obtidos em cada um dos locais onde foi colocada a 

armadilha, consoante a quantidade de dias em que a armadilha foi instalada nesse local no 

período de outubro a dezembro. 

Local da 

armadilha 
Datas 

Quantidade de 

dias 

Quantidade de 

mosquitos 

capturados 

Média 

(mosquitos/dia) 

CERAS 

6 de outubro de 

2021 a 1 de 

dezembro de 2021 

31 50 1,61  

Picadeiro 

11 de outubro de 

2021 a 1 de 

dezembro de 2021 

21 15 0,71 

No gráfico 2 observa-se a quantidade de mosquitos capturados, por semana, no 

CERAS e no picadeiro.  

Gráfico 2 - Quantidade de mosquitos capturados, por semana, no CERAS e no Picadeiro. 

 

Legenda: C – CERAS; P – Picadeiro da ESA. 

Cerca de 93% (65/70) da amostra total foi recolhida até ao fim do mês de novembro, 

como se verifica na tabela 5, sendo outubro o mês de maior captura. Por outro lado, janeiro 

foi o mês de menor captura. Verificou-se que a abundância de mosquitos diminuiu 

drasticamente a partir da colheita 14 (22 e 23 de novembro de 2021, semana 48 de 2021). Os 

restantes 7% (5/70), incluem um macho e uma fêmea da espécie Culiseta longiareolata 

(capturados em dezembro, semana 50 de 2021), uma fêmea da espécie Culiseta annulata 

(capturada em janeiro, semana 5 de 2022) e duas fêmeas da espécie Culex pipiens 

(capturadas em fevereiro, semana 6 de 2022).  
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Tabela 5 - Quantidade de mosquitos capturados por mês. 

Meses do estudo Quantidade de mosquitos capturados Frequência relativa 

Outubro 41 59% 

Novembro 24 34% 

Dezembro 2 3% 

Janeiro 1 1% 

Fevereiro 2 3% 

Adicionalmente, na tabela 6, verifica-se que a captura de mosquitos mais elevada 

ocorreu no mês de outubro no CERAS. 

Tabela 6 - Quantidade de mosquitos capturados por mês, consoante o local onde estava 

instalada a armadilha. 

Meses do 

Estudo 

Local da 

armadilha 

Quantidade de 

dias 

Quantidade de mosquitos 

capturados 

Frequência 

relativa  

Outubro 
CERAS 12 31 44,3% 

Picadeiro 5 10 14,3% 

Novembro 
CERAS 18 19 27,1% 

Picadeiro 15 5 7,1% 

Dezembro 
CERAS 9 2 2,9% 

Picadeiro 1 0 0% 

Janeiro CERAS 21 1 1,4% 

Fevereiro CERAS 18 2 2,9% 

3.2.  Aspirador de mosquitos  

Não foram aspirados mosquitos nem nas instalações nem em contacto direto com as 

aves incluídas no estudo. Capturaram-se outros insetos, que foram descartados por não se 

enquadrarem no âmbito deste estudo. 

3.3. Análise da relação entre os dados meteorológicos e as capturas de 

mosquitos  

No âmbito desta dissertação foram relacionados os dados meteorológicos, 

apresentados no anexo 5, recolhidos pela estação meteorológica de Castelo Branco, com a 

quantidade de mosquitos capturados. Foi feita a agregação dos dados semanalmente.  

No gráfico 3 observa-se a relação entre a temperatura média do ar a 1,5m (°C) e a 

soma dos mosquitos capturados em cada semana. Apresenta-se a média semanal da 

temperatura máxima, da temperatura média e da temperatura mínima. Verifica-se, como seria 

de esperar, que quando as temperaturas decrescem, diminui a quantidade de mosquitos 

capturados, nomeadamente a partir da semana 48 de 2021, em que a temperatura média 
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máxima foi de 13,2°C e a temperatura média mínima de 4,4°C. Na semana 43 de 2021 foi 

capturada a maior quantidade de mosquitos, em que a temperatura média máxima foi de 

22,4°C e a temperatura média mínima de 12,6°C. 

Gráfico 3 - Relação entre a quantidade de mosquitos capturados semanalmente e a temperatura 

do ar a 1,5m. 

 

No gráfico 4 observa-se a relação entre a média da humidade relativa (%) semanal e 

a quantidade de mosquitos capturados neste estudo. Verifica-se que a humidade relativa 

elevada coincidiu com um decréscimo acentuado das capturas de mosquitos. 

Gráfico 4 – Relação entre a quantidade de mosquitos capturados semanalmente e a humidade 

relativa (%).  
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No gráfico 5 observa-se a relação entre a média da quantidade de precipitação (mm) 

semanal e a quantidade de mosquitos capturados neste estudo. Nas semanas em que a 

quantidade de precipitação foi mais elevada, especificamente nas semanas 44 e 52 de 2021, 

verificou-se um menor número de mosquitos capturados. Relacionando os gráficos 4 e 5, o 

aumento da quantidade de precipitação coincide com o período em que a humidade relativa 

foi mais elevada.  

Gráfico 5 - Relação entre a quantidade de mosquitos capturados semanalmente e a média da 

quantidade de precipitação (mm) semanal. 
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4. Discussão  

A incidência e a disseminação geográfica de doenças transmitidas por mosquitos está 

a aumentar na Europa. A crescente globalização (movimento global de bens, animais e seres 

humanos) e as alterações climáticas e ambientais são fatores que contribuem para a 

emergência destas doenças (Deblauwe et al. 2014). Neste sentido e considerando as 

suspeitas de casos clínicos de FNO verificados em mochos-galegos no CERAS (no verão de 

2020), um caso reportado num cavalo a aproximadamente 15,5km do Centro (julho de 2020) 

(Lourenço et al. 2021) e a deteção de resultados positivos (IgG), em ELISA, em soros de 

animais em recuperação no Centro (2020 e 2021), foi considerado epidemiologicamente 

relevante avaliar se estariam presentes, na área de atividade do CERAS, espécies de 

mosquitos com capacidade de transmitir o VNO. Visto a época de transmissão do vírus ocorrer 

entre os meses de março e novembro, alcançando o pico no verão, os valores mínimos de 

transmissão verificam-se durante o inverno (Lourenço et al. 2022). A altura do ano em que o 

estudo se realizou não foi a mais adequada para a captura de mosquitos, não se enquadrando 

inteiramente no período de captura abundante de mosquitos adultos, sendo aconselhado para 

esse efeito realizar capturas, com armadilhas, entre abril e novembro (ECDC 2014). Apesar 

destes fatores, a realização do estudo neste período permitiu englobar os meses de outubro 

e novembro, considerados como período de atividade de mosquitos, e os meses de 

dezembro, janeiro e fevereiro, permitindo realizar um estudo preliminar da atividade dos 

mosquitos fora da sua época preferencial, possibilitando um estudo preliminar dos seus 

hábitos de overwintering. Desta forma, foi possível relacionar a ocorrência de mosquitos com 

as condições meteorológicas e avaliar a existência de espécies que mantêm a sua atividade 

durante os meses de inverno em Castelo Branco, um dos distritos de Portugal que atinge 

temperaturas mais baixas. 

A utilização do aspirador para a captura de mosquitos não foi bem-sucedida e tal pode 

ter ocorrido devido ao uso de um aspirador pequeno e mais económico em vez do 

recomendado pelo ECDC (aspiradores tipo mochila CDC) (ECDC 2014). No caso da aplicação 

do aspirador em contacto direto com o corpo das aves amostradas, pode ter sido prejudicada 

pela necessidade de capturar e conter os animais nas instalações exteriores para ser possível 

efetuar este método. Antes de ser efetuada a contenção as aves mudavam de posição ou 

voavam e dessa forma poderia libertar-se algum inseto que estivesse a repousar ou a realizar 

a refeição sanguínea nas aves. Apesar da amostra de aves não incluir corvídeos foram 

amostradas aves de rapina que, embora em menor grau que a família Corvidae, são também 

suscetíveis de desenvolver sinais clínicos (Scott 2021; DGAV [s.d.]). Este procedimento não 

foi efetuado em animais que manifestassem sinais de dor ou que estivessem no período inicial 

de recuperação, nem em espécies reconhecidas por atingirem um elevado nível de stress 
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com a manipulação. Relativamente à aspiração das instalações e vegetação não houve 

capturas, revelando-se um método nada eficiente, neste estudo, e que despendeu de muito 

tempo. 

No presente estudo, apenas foi utilizado um tipo de armadilha (armadilha luminosa do 

tipo miniatura CDC com dióxido de carbono), o que pode ter influenciado a captura das 

espécies de mosquitos (Osório 2013), como por exemplo no caso das fêmeas da espécie 

Aedes (Ochlerotatus) caspius que são repelidas pelas luzes das armadilhas utilizadas (Becker 

et al. 2020). As lâmpadas de luz, para além de obterem uma grande captura acessória de 

outras espécies de insetos, podem ser apenas ligeiramente atrativas para os mosquitos ativos 

diurnamente (ECDC 2014). Algumas espécies que tendem a ser mais ativas durante o dia 

podem ter sido insuficientemente representadas neste trabalho (Osório 2013), como por 

exemplo, Ae. aegypti (Becker et al. 2020) e Ae. albopictus (ECDC 2022). Para contrariar esse 

efeito utiliza-se CO2 a fim de atrair uma maior diversidade de espécies de mosquitos (ECDC 

2014). Em substituição do gelo seco, como fonte de dióxido de carbono, foram utilizadas 

pastilhas de CO2. Estas pastilhas podem ter influenciado a quantidade de mosquitos 

capturados, visto não ser o método mais frequentemente utilizado no tipo de armadilhas 

instaladas.  

Relativamente à seleção dos locais de instalação das armadilhas foram escolhidos 

com o intuito de potenciar a captura dos insetos, fornecendo, adicionalmente, uma boa 

visibilidade da armadilha à distância, bem como garantir alguma proteção das intempéries. O 

plano inicial consistia em manter uma armadilha instalada dentro do perímetro do CERAS e a 

segunda junto ao picadeiro da Escola Superior Agrária de Castelo Branco.  

Os locais 1, 3, 4, 5, 6 e 7 (situados dentro do perímetro do CERAS) foram escolhidos 

por se situarem junto a instalações exteriores de animais em recuperação, sem iluminação 

artificial noturna que pudesse prejudicar a capacidade de atração da lâmpada da armadilha. 

Os locais 1 e 3, localizados entre instalações de aves e mamíferos selvagens, foram 

selecionados por se situarem junto a instalações muito diferentes, podendo potencialmente 

ter uma maior diversidade de vetores. O local 4, situado entre instalações exteriores de aves 

e mamíferos selvagens em recuperação e o local de trabalho da equipa do CERAS, foi 

selecionado com o intuito de, para além de se situar próximo de animais em recuperação, 

ainda se encontrar junto das áreas mais frequentadas pelos trabalhadores (enfermaria, 

internamentos, área de lavagens, escritório e zona de lazer). O local 5, situado dentro da 

instalação M1, foi selecionado por se encontrar em elevada proximidade das aves presentes 

nas instalações vizinhas, sem causar desconforto às mesmas. O local 6, situado dentro da 

instalação REC1, foi selecionado com o objetivo de capturar mosquitos que pudessem ter 

preferência por realizar as suas refeições sanguíneas em locais fechados.  O local 7, situado 

entre uma linha de água estagnada e uma instalação de aves, foi selecionado pela 
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proximidade das aves e pela possibilidade de capturar mosquitos que pudessem utilizar a 

água disponível no local para oviposição. A alteração destes locais deveu-se a falhas técnicas, 

como a impossibilidade de acionar a ventoinha ou a lâmpada UV aquando do momento da 

ligação da armadilha à bateria, no caso dos locais 1 e 3; observação da ventoinha parada no 

dia seguinte, no caso do local 6; e procura de uma maior diversidade e abundância de insetos, 

no caso dos locais 4, 5 e 7.  

O local 2, situado junto ao picadeiro da ESA, a cerca de 200m do CERAS, foi 

selecionado por estar próximo de um local de água estagnada e de cavalos, visto que os 

equídeos são hospedeiros fundo-de-saco do vírus do Nilo Ocidental. Como referido no 

capítulo dos materiais e métodos, dificuldades relacionadas com as condições 

meteorológicas, nomeadamente excesso de vento neste local, levaram a que se retirasse a 

armadilha desta zona numa fase intermédia do estudo. 

 Os dados meteorológicos foram obtidos a partir da estação meteorológica de Castelo 

Branco que se localiza a, aproximadamente, 2,65 km do CERAS. De forma a que as 

informações retratassem o melhor possível as condições ambientais verificadas em cada local 

de captura, poderia ter sido utilizado um termómetro para a medição da temperatura e um 

higrómetro para a medição da humidade junto a cada armadilha (ARSalentejo 2012). 

 Neste estudo foram capturadas, pelo menos, cinco espécies diferentes de culicídeos 

incluindo Anopheles maculipennis s.l., Culex pipiens, Culex theileri, Culiseta annulata e 

Culiseta longiareolata, e quatro mosquitos em que apenas foi possível identificar o género, 

dois identificados como Aedes spp. e dois identificados como Anopheles spp.. A espécie 

Culex pipiens foi a espécie capturada em maior quantidade neste estudo, representando cerca 

de 70% da amostra (49/70), como seria espectável, visto esta espécie ser extremamente 

comum em Portugal e com presença generalizada por todo o país (Rocha et al. 2020; CEVDI 

2022). Complementarmente, seria de esperar que fosse capturado um maior número de 

fêmeas comparativamente ao número de machos (ECDC 2014; Sriwichai et al. 2015), devido 

à utilização de CO2 como atrativo nas armadilhas e da procura das fêmeas por um hospedeiro 

para realizar a refeição sanguínea, mas tal não se sucedeu, verificando-se uma maior captura 

de machos (37/70) do que de fêmeas (33/70).  

No programa REVIVE de 2021, foram capturadas, no concelho de Castelo Branco, as 

espécies Culex univitattus e Culiseta longiareolata. Nos programas REVIVE de 2011 a 2020, 

foram capturadas, no mesmo concelho, as espécies Culex pipiens, Culex theileri, Culex 

univitattus e Culiseta longiareolata. Sendo que as espécies identificadas em menor expressão 

(inferiores a 1%) não são retratadas nos mapas do programa REVIVE, nomeadamente 

Anopheles claviger, Culex hortensis, Culex laticinctus, Culex territans, Culiseta annulata e 

Aedes (Ochlerotatus) detritus (CEVDI 2022), o autor deste estudo não obteve informação, por 

não constar nos relatórios, acerca de quais destas espécies foram capturas no concelho de 
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Castelo Branco. Comparando com as espécies capturadas no presente estudo, verifica-se 

que Anopheles maculipennis s.l. foi capturado no picadeiro da ESA, mas não foi identificado 

nos programas REVIVE, em Castelo Branco, e que a espécie Culex univitattus, apesar de já 

ter sido capturada, neste concelho, no programa REVIVE, não foi capturada no presente 

estudo. Por outro lado, é de referir que no programa REVIVE as capturas são efetuadas 

essencialmente em meios urbanos e que no presente estudo as capturas foram realizadas 

em meios rurais. Apesar de Anopheles maculipennis s.l. não ter sido capturado nos programas 

REVIVE em Castelo Branco, espécies deste complexo já foram capturadas anteriormente 

neste concelho (Almeida et al. 2008).  

Da amostra obtida, Culex pipiens já foi demonstrado como vetor competente de VNO 

na Europa (Balenghien et al. 2008; Muñoz et al. 2012), e é considerado a espécie mais 

relevante para a transmissão do vírus em Portugal (Lourenço et al. 2021). Adicionalmente, 

Culex pipiens e Anopheles maculipennis s.l. são duas das três espécies em que o VNO já foi 

isolado em Portugal (Filipe and Pinto 1972; Esteves et al. 2005). Os mosquitos capturados no 

presente estudo podem futuramente ser testados para infeção por flavivírus.  

As três fêmeas com abdómen engorgitado foram capturadas nas armadilhas do 

CERAS. Duas fêmeas de Culex pipiens, capturadas no local 4, entre 19 e 20 de outubro de 

2021 e entre 17 e 18 de novembro de 2021, e uma fêmea de Culiseta annulata, capturada no 

local 5, no inverno, entre 26 e 27 de janeiro de 2022. Idealmente, poderia analisar-se a 

refeição sanguínea de cada um destes mosquitos para especificar o hospedeiro selecionado. 

Complementarmente, esta análise também seria interessante para perceber o papel que o 

hospedeiro selecionado poderia desempenhar no ciclo de transmissão do VNO, isto é, se o 

vertebrado selecionado pelo mosquito, para realizar a sua refeição sanguínea, poderia atuar 

como possível hospedeiro amplificador ou fundo de saco.  

Anopheles maculipennis s.l., capturado apenas no picadeiro, alimenta-se tanto em 

mamíferos, por exemplo a vaca (Bos taurus) e o Homem, como em aves, por exemplo o 

ganso-africano (Anser cygnoides) e o galo-vermelho (Gallus gallus), podendo atuar como 

vetor ponte. A espécie Culiseta annulata, capturada apenas no CERAS, é maioritariamente 

mamofílica, alimentando-se por exemplo na vaca (Bos taurus) e no Homem. A espécie 

Culiseta longiareolata, capturada no picadeiro e no CERAS, tem preferência pelo Homem 

como hospedeiro. A espécie Culex pipiens, capturada no picadeiro e no CERAS, apesar de 

maioritariamente ornitofílica, alimentando-se por exemplo na andorinha-dos-beirais (Delichon 

urbica) e no peneireiro-vulgar (Falco tinnunculus), espécies comuns no Centro, também se 

pode alimentar em mamíferos, como a ovelha (Ovis aries) e o Homem, podendo atuar como 

vetor ponte. A espécie Culex theileri, apenas capturada no picadeiro, alimenta-se 

maioritariamente em mamíferos, como o cão (Canis lupus familiaris) e o Homem (Osório et al. 

2012).  
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Como mencionado no capítulo da revisão bibliográfica, apesar da cronicidade do VNO 

nos vertebrados não permitir a transmissão através da alimentação do artrópode (Nemeth et 

al. 2009), o vírus pode permanecer em alguns tecidos até 43 dias, contribuindo para a 

transmissão durante o inverno, através do mecanismo de predação (Nemeth et al. 2009; Byas 

and Ebel 2020). A cronicidade é muito pertinente em contexto de centro de recuperação de 

animais selvagens, relativamente à eventualidade de libertação de animais que recuperem da 

infeção ou ao momento da possível libertação dos mesmos. As doenças infeciosas podem 

afetar vários aspetos da conservação, tais como a determinação das ameaças às espécies, 

a estimativa da viabilidade das populações, a planificação de reservas, reprodução em 

cativeiro e programas de recuperação. As doenças infeciosas que causam um maior impacto 

na conservação das espécies são aquelas com uma vasta gama de hospedeiros ou para as 

quais as espécies mais ameaçadas são um hospedeiro acidental (Lafferty and Gerber 2002). 

Em saúde pública, o conceito de “Uma Só Saúde” é extremamente importante, visto a 

existência de um maior contacto entre a fauna selvagem, animais de produção, animais de 

companhia e seres humanos representar um risco acrescido na propagação de doenças nas 

várias direções (Lanfranchi 2003). 

Apesar da longevidade dos mosquitos ser inferior à duração do inverno, a persistência 

a longo prazo do VNO em fêmeas infetadas, seguida da transmissão vertical do vírus, e a 

possibilidade da existência de micro-habitats favoráveis à manutenção da sua atividade nos 

meses mais frios, realizando o mecanismo de overwintering, sugerem que os mosquitos 

podem atuar como reservatório do VNO durante o inverno e iniciar o ciclo de transmissão na 

primavera seguinte (Rudolf et al. 2017; Sauer et al. 2022).  Este aspeto destaca a importância 

de compreender a ecologia das espécies de mosquito (Sauer et al. 2022). 

As espécies Culiseta longiareolata, Culiseta annulata e Culex pipiens foram 

capturadas também no inverno, em dezembro, janeiro e fevereiro, respetivamente, todas no 

local 5 no CERAS. Os adultos de Culiseta longiareolata estão presentes durante todo o ano, 

apesar da maior densidade destes vetores se verificar na primavera e no verão, sendo que 

nas regiões temperadas esta espécie realiza diapausa invernal na fase larval enquanto nas 

regiões mais frias realiza diapausa invernal na fase adulta (CEVDI 2022). A espécie Culiseta 

annulata, geralmente, hiberna na fase adulta, no interior de residências e estábulos, podendo 

tornar-se extremamente incomodativa, quando a hibernação é interrompida pelo aumento da 

temperatura ou humidade (Becker et al. 2020; ECDC 2022). Apesar dos adultos desta espécie 

geralmente hibernarem no inverno, foi capturada uma fêmea com abdómen engorgitado em 

janeiro, sem ocorrer um aumento da temperatura média do ar nem da humidade relativa como 

se verifica nos gráficos 2 e 3 (semana 5). As fêmeas de Culex pipiens realizam diapausa 

invernal em abrigos sem gelo, como caves, cavernas, ou tocas, regressando à atividade na 

primavera, quando aumenta a temperatura e exposição à luz (ECDC 2022), não devendo 
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teoricamente estar ativas na altura em que foram capturadas. As alterações climáticas 

influenciam os mosquitos, tendo em conta que estes insetos são poiquilotérmicos. O 

microclima nos locais de diapausa pode afetar a sobrevivência de Culex pipiens (Sauer et al. 

2022). Rozsypal et al. (2021) identificaram as temperaturas entre 2 e 6°C como temperaturas 

ótimas para realização de diapausa invernal por parte dos mosquitos adultos (Rozsypal et al. 

2021). Temperaturas inferiores a 0°C levam à morte e temperaturas mais elevadas aumentam 

as taxas metabólicas, esgotando as reservas lipídicas das fêmeas de Culex pipiens. Em 

condições desfavoráveis, por exemplo, com temperaturas demasiado altas, os mosquitos 

podem necessitar de energia adicional para sobreviver, encurtando, ocasionalmente, o 

período de diapausa, para procurar fontes de energia (Sauer et al. 2022). Na semana de 

captura dos dois mosquitos identificados como Culex pipiens, verificou-se que a temperatura 

média máxima foi de 16,8°C e a temperatura média mínima foi de 5,65°C, podendo ter 

provocado o encurtamento da diapausa destes mosquitos. Por outro lado, os dados 

apresentados de humidade relativa e temperatura média do ar não revelam as condições 

meteorológicas exatas dos locais de diapausa invernal (que não conseguimos localizar) das 

espécies de Culiseta annulata e Culex pipiens capturadas. Será importante a realização de 

estudos complementares para avaliar as condições meteorológicas preferidas ou para a 

atualização, devido às alterações climáticas, dos hábitos de overwintering de cada espécie de 

mosquito em Portugal. 

Os parâmetros meteorológicos influenciam a abundância e distribuição dos mosquitos, 

porém o seu impacto é complexo e a maioria destas variáveis são diferentes para cada 

espécie. Os principais fatores meteorológicos são a temperatura, a humidade relativa e a 

precipitação (Asgarian et al. 2021).  

Na análise da relação entre a temperatura média do ar e a quantidade de mosquitos 

capturados em cada semana, verificou-se como seria de esperar, que quando as 

temperaturas decresceram, nomeadamente quando se aproxima a época de hibernação, 

diminui a quantidade de mosquitos capturados. Um estudo realizado em 2020 referiu que a 

abundância total da população de mosquitos foi superior no intervalo de temperaturas entre 

21,7°C e 23,8°C, atingindo um pico a 22,7°C, mas concluiu que o intervalo ideal de 

temperatura varia com a espécie (Hwang et al. 2020). No presente estudo, na semana em 

que se obteve uma maior abundância de mosquitos, verificou-se que a temperatura média 

máxima foi de 22,4°C e a temperatura média mínima foi de 12,6°C, apesar desta não ter sido 

a semana com as temperaturas mais elevadas.  

A humidade influencia a longevidade dos mosquitos, o seu comportamento aquando 

da realização da refeição sanguínea, o acasalamento, a dispersão e a oviposição (Asgarian 

et al. 2021). No presente estudo verificou-se que a humidade relativa elevada coincidiu com 

um decréscimo acentuado das capturas de mosquitos. 
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A qualidade e quantidade dos locais de reprodução de mosquitos são afetadas pela 

precipitação. Por outro lado, a precipitação elevada pode diminuir as populações de mosquitos 

(Asgarian et al. 2021). No presente estudo, nas semanas em que a quantidade de precipitação 

foi mais elevada, verificou-se um menor número de mosquitos capturados, este intervalo 

coincidiu com o período em que a humidade relativa foi mais elevada.  

Assim, os parâmetros meteorológicos têm sido identificados como um fator importante 

na transmissão de agentes de doenças transmitidos por vetores. A relação entre os 

parâmetros meteorológicos e a atividade dos mosquitos é útil para os programas de vigilância 

e gestão de controlo dos mosquitos (Asgarian et al. 2021), podendo ser elaborados modelos 

preditivos da ocorrência de mosquitos e avaliação do risco de agentes de doenças 

transmitidos por vetores.  
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5. Conclusão  

O presente estudo, realizado no período de outubro de 2021 a fevereiro de 2022, 

focou-se na análise da fauna de mosquitos vetores presentes na área de atividade do Centro 

de Estudos e Recuperação de Animais Selvagens de Castelo Branco (CERAS), tendo-se 

verificado a presença de quatro das espécies de mosquitos mais comummente identificadas 

em Portugal incluindo Anopheles maculipennis s.l., Culex pipiens, Culex theileri, e Culiseta 

longiareolata.  

O estudo da ecologia das diferentes espécies de mosquitos, e da relação entre os 

fatores ambientais e a abundância de mosquitos são fundamentais para o controlo e gestão 

de programas de vigilância entomológica. A avaliação dos parâmetros meteorológicos é 

complexa e necessita de uma abordagem isolada para cada espécie, de forma a poderem ser 

retiradas conclusões mais significativas do efeito destes fatores. No presente estudo, Culex 

pipiens foi a espécie capturada em maior quantidade como seria espectável, visto ser 

considerada uma das espécies mais abundantes em Portugal, tendo sido capturada uma 

fêmea engorgitada desta espécie. Noutros estudos, esta espécie já foi demonstrada como 

vetor competente de VNO na Europa e é considerado o principal vetor de transmissão do vírus 

em Portugal.  

A medicina da conservação possui um papel importante na investigação e no 

diagnóstico precoce de doenças virais existentes e emergentes, podendo utilizar a fauna 

selvagem como animais sentinela, nomeadamente as aves como hospedeiro reservatório e 

amplificador do VNO. O contributo para a compreensão da epidemiologia de doenças 

infeciosas é também relevante para a valorização do impacto que estas possam ter nas 

espécies autóctones. 

Para uma melhor gestão do risco de doenças zoonóticas transmitidas por mosquitos e 

uma atuação mais rápida e eficaz, para além da vigilância entomológica, é necessário 

aperfeiçoar as medidas de controlo e vigilância sanitária utilizando a abordagem de “Uma Só 

Saúde”. De modo a evitar a ocorrência de surtos, é fundamental agir de forma integrada, com 

maior de detalhe e prontidão, relacionando os ecossistemas com a saúde dos seres humanos 

e dos animais.  

6. Limitações do estudo e sugestões futuras 

Em estudos futuros sugere-se que seja realizada a identificação de todos os mosquitos 

até à espécie, através da dissecação e examinação da genitália (Arroussi et al. 2021).  

Complementarmente, seria também importante testar os mosquitos capturados para 

infeção por vírus, nomeadamente os flavivírus, e analisar a refeição sanguínea das fêmeas 

de mosquitos com abdómen engorgitado para especificar o hospedeiro selecionado. Para 
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análise da refeição sanguínea é necessário isolar o DNA contido no abdómen, seguindo-se a 

amplificação através da realização do PCR e sequenciação do fragmento e, por fim, atribui- se 

a sequência a determinada espécie, por exemplo através da base de dados “Barcode of Life 

Data System (BOLD)” (Rizzoli et al. 2015). No presente estudo, os métodos anteriormente 

mencionados não foram realizados por falta de fundos, podendo esta limitação ser 

ultrapassada através da candidatura a bolsas de investigação.  

De forma a que os dados meteorológicos retratem o melhor possível as condições 

ambientais verificadas em cada local de captura, pode utilizar-se um termómetro para a 

medição da temperatura e um higrómetro para a medição da humidade junto a cada 

armadilha. Assim, obtém-se dados mais exatos, podendo também comparar-se os dados 

meteorológicos em diferentes locais de captura. Por último, seria interessante realizar as 

capturas de mosquitos durante todo o ano, englobando o período mais adequado de 

transmissão do VNO e de abundância de mosquitos, bem como todo o inverno, podendo 

analisar-se com maior rigor a sazonalidade de cada espécie. 

Finalmente, seguindo o 15º objetivo das Nações Unidas para o desenvolvimento 

sustentável, designadamente para proteger, restaurar e promover a utilização sustentável dos 

ecossistemas terrestres e deter a perda de biodiversidade (United Nations 2016), sugere-se 

a realização de mais estudos avaliando o impacto das doenças infeciosas na conservação 

das espécies. 
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ANEXOS 

Anexo 1 – Poster “Cuidados de enfermagem veterinária a uma cria de doninha (Mustela nivalis) 
em centro de recuperação de animais selvagens” 
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Anexo 2 - First Report of Oral Candidiasis by Candida lusitaniae in a Red Kite (Milvus milvus, 
Lineu 1758) 
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Anexo 3 - Lesões observadas em aves infetadas, naturalmente e experimentalmente, com o vírus 
do Nilo Ocidental (Adaptado de Byas and Ebel 2020). 

Órgãos Lesões Famílias afetadas 

Cérebro 

Infiltrado perivascular 
Accipitridae, Anatidae, Laridae, Falconidae, 

Phasianidae, Corvidae, Laniidae, Passeridae, 
Phoenicopteridae, Psittacidae, Strigopidae e Strigidae. 

Gliose/ nódulos na 
glia 

Accipitridae, Anatidae, Laridae, Falconidae, 
Phasianidae, Corvidae, Laniidae, Phoenicopteridae, 

Psittacidae, Strigopidae e Strigidae. 

Inflamação 
meníngea 

Accipitridae, Anatidae, Falconidae, Corvidae, 
Phalacrocoracidae e Strigidae. 

Degeneração 
neuronal e necrose 

Accipitridae, Anatidae, Laridae, Falconidae, 
Phasianidae, Corvidae, Phalacrocoracidae, Strigopidae 

e Strigidae. 

Vasculite Accipitridae, Corvidae e Passeridae. 

Hemorragia 
Accipitridae, Phasianidae, Phalacrocoracidae e 

Strigidae. 

Medula espinal 

Inflamação Accipitridae, Anatidae e Strigidae. 

Degeneração 
neuronal e necrose 

Anatidae e Strigidae. 

Olho 

Retinite Accipitridae, Psittacidae e Strigidae. 

Necrose da retina Accipitridae. 

Inflamação do 
pécten 

Accipitridae e Phasianidae. 

Uveíte Accipitridae, Falconidae e Phasianidae. 

Coração 

Inflamação 
Accipitridae, Anatidae, Laridae, Ardeidae, Falconidae, 
Phasianidae, Corvidae, Laniidae, Phalacrocoracidae, 

Phoenicopteridae, Psittacidae e Strigidae. 

Necrose das fibras 
musculares 

Accipitridae, Anatidae, Falconidae, Phasianidae, 
Corvidae, Psittacidae e Strigidae. 

Lise e mineralização 
das miofibrilas 

Accipitridae, Anatidae, Laridae, Ardeidae, Falconidae, 
Phasianidae, Corvidae, Phalacrocoracidae, 

Phoenicopteridae e Psittacidae. 

Vasculite Falconidae e Corvidae. 

Hemorragia 
Accipitridae, Laridae, Ardeidae, Phasianidae, Corvidae, 

Phalacrocoracidae, Phoenicopteridae e Psittacidae. 

Trato 
Gastrointestinal 

Inflamação 
Accipitridae, Phasianidae, Corvidae, Psittacidae e 

Strigidae. 

Necrose dos 
enterócitos 

Anatidae, Phasianidae, Corvidae e Strigidae. 

Necrose das criptas 
Corvidae, Laniidae, Phalacrocoracidae, 

Phoenicopteridae, Psittacidae e Strigidae. 

Hemorragia Anatidae, Corvidae e Phoenicopteridae. 

Fígado 

Inflamação 
Accipitridae, Anatidae, Falconidae, Phasianidae, 

Corvidae, Laniidae, Fringillidae, Psittacidae, Strigopidae 
e Strigidae. 

Necrose dos 
hepatócitos 

Accipitridae, Anatidae, Phasianidae, Corvidae, Laniidae, 
Passeridae, Fringillidae, Phalacrocoracidae, 

Phoenicopteridae, Psittacidae, Strigopidae e Strigidae. 

Vasculite Falconidae. 

Hiperplasia do ducto 
biliar 

Accipitridae e Phoenicopteridae. 

Hemossiderose 
Accipitridae, Phasianidae, Corvidae, Passeridae e 

Strigidae. 

Hemorragia Accipitridae e Corvidae. 
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Rim 

Inflamação 
intersticial 

Accipitridae, Anatidae, Ardeidae, Falconidae, 
Phasianidae, Corvidae, Passeridae, Fringillidae, 

Phalacrocoracidae, Phoenicopteridae, Psittacidae, 
Strigopidae e Strigidae. 

Necrose tubular 
Accipitridae, Anatidae, Phasianidae, Corvidae, 

Passeridae, Fringillidae, Psittacidae e Strigidae. 

Necrose glomerular Psittacidae e Strigidae. 

Vasculite Falconidae. 

Hemorragia Anatidae. 

Pulmão 

Inflamação 
Accipitridae, Phasianidae, Corvidae, Passeridae e 

Strigidae. 

Necrose Accipitridae, Corvidae e Strigidae. 

Vasculite Corvidae. 

Edema Accipitridae, Falconidae, Laniidae e Passeridae. 

Baço 

Necrose dos tecidos 
linfóides 

Accipitridae, Anatidae, Ardeidae, Phasianidae, 
Corvidae, Laniidae, Fringillidae, Phalacrocoracidae, 

Psittacidae e Strigidae. 

Depleção linfóide 
Accipitridae, Anatidae, Falconidae, Phasianidae e 

Strigidae. 

Deposição de fibrina 
Ardeidae, Phasianidae, Laniidae, Phalacrocoracidae e 

Strigidae. 

Hemorragia Anatidae, Ardeidae e Phalacrocoracidae. 

Hemossiderose 
Accipitridae, Anatidae, Phasianidae, Corvidae, 

Passeridae e Strigidae. 

Vasculite Falconidae. 

Sistema 
Endócrino 

Necrose pancreática 
Anatidae, Phasianidae, Laniidae, Phoenicopteridae, 

Psittacidae e Strigidae. 

Pancreatite 
Accipitridae, Anatidae, Falconidae, Phasianidae, 

Phalacrocoracidae, Phoenicopteridae, Psittacidae e 
Strigidae. 

Necrose das 
adrenais 

Phasianidae e Psittacidae. 

Inflamação das 
adrenais 

Accipitridae, Phasianidae, Corvidae, Psittacidae e 
Strigidae. 

Necrose da tireoide Anatidae. 

Tireoidite Accipitridae. 

Pele Inflamação Anatidae e Psittacidae. 

Músculo 
Esquelético 

Degeneração e 
necrose das 
miofibrilas 

Accipitridae, Falconidae, Psittacidae e Strigidae. 

Inflamação 
Accipitridae, Falconidae, Phasianidae, Psittacidae e 

Strigidae. 

Fibrose Accipitridae e Strigidae. 

Gónadas 
Inflamação Phasianidae e Strigidae. 

Necrose Strigidae. 

Anexo 3 - Lesões observadas em aves infetadas, naturalmente e experimentalmente, com o vírus 
do Nilo Ocidental (Adaptado de Byas and Ebel 2020). 
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Anexo 4 - Resultados obtidos nas colheitas efetuadas durante os meses de outubro a fevereiro, 
inclusive, especificando a espécie de mosquito capturada e o respetivo sexo, a quantidade de 
mosquitos em cada colheita e a presença/ausência de refeição sanguínea.  

Colheita 
Data da 
Colheita 

Local da 
Armadilha 

Resultado 
Quantidade 

de Mosquitos 
Notas 

Colheita 1 06/out/21 
Local 1 

(CERAS) 
1 ♂ Culex pipiens + 3 ♀ 

Culex pipiens 
4  

Colheita 2 07/out/21 
Local 1 

(CERAS) 
0 mosquitos 0  

Colheita 3 08/out/21 
Local 1 

(CERAS) 

1 ♂ Culex pipiens + 5 ♀ 
Culex pipiens + 1 ♀ 

Culiseta longiareolata 
7  

Colheita 4 10/out/21 
Local 1 

(CERAS) 
0 mosquitos 0  

Colheita 
5.1 

11/out/21; 
14/out/21; 
16/out/21 

Local 2 
(Picadeiro) 

1 ♂ Culex pipiens + 3 ♀ 
Culex pipiens 

4  

Colheita 
5.2 

12/out/21 
Local 3 

(CERAS) 
1 ♂ Culex pipiens 1  

Colheita 
5.3 

14/out/21; 
15/out/21; 
16/out/21 

Local 3 
(CERAS) 

3 ♂ Culex pipiens + 1 ♀ 
Culex pipiens + 3 ♂ 

Culiseta longiareolata + 
1 ♀ Culiseta annulata 

8  

Colheita 
6.1 

19/out/21; 
20/out/21 

Local 2 
(Picadeiro) 

2 ♂ Culex pipiens + 1 ♀ 
Culex pipiens + 1 ♀ 
Culex theileri + 1 ♂ 

Culiseta longiareolata + 
1 ♀ Anopheles 

maculipennis s.l. 

6  

Colheita 
6.2 

19/out/21; 
20/out/21 

Local 4 
(CERAS) 

3 ♀ Culex pipiens + 1 ♀ 
Culiseta longiareolata + 

5 ♂ Culex pipiens  
9 

1 fêmea de 
Culex pipiens 
com abdómen 
engorgitado 

Colheita 7 
26/out/21; 
27/out/21 

Local 4 
(CERAS) 

1 ♂ Culex pipiens + 1 ♀ 
Culex pipiens 

2  

Colheita 8 
4/nov/21; 
5/nov/21; 
6/nov/21 

Local 4 
(CERAS) 

2 ♂ Culex pipiens + 1 ♂ 
Culiseta longiareolata 

3  

Colheita 
9.1 

7/nov/21; 
8/nov/21 

Local 2 
(Picadeiro) 

1 ♀ Culiseta 
longiareolata 

1  

Colheita 
9.2 

7/nov/21; 
8/nov/21 

Local 4 
(CERAS) 

3 ♂ Culex pipiens + 1 ♂ 
Aedes spp.+ 1 ♀ Culex 

pipiens 
5  

Colheita 
10.1 

10/nov/21 
Local 2 

(Picadeiro) 
N/A 0  

Colheita 
10.2 

10/nov/21 
Local 4 

(CERAS) 
0 mosquitos 0  

Colheita 
11.1 

11/nov/21; 
13/nov/21 

Local 2 
(Picadeiro) 

1 ♂ Culex pipiens + ♀ 
Culex pipiens 

2  

Colheita 
11.2 

11/nov/21; 
13/nov/21 

Local 4 
(CERAS) 

1 ♂ Culex pipiens + 1 ♂ 
Anopheles spp. + 1 ♀ 

Culex pipiens 
3  

Colheita 
12.1 

14/nov/21; 
16/nov/21 

Local 2 
(Picadeiro) 

1 ♂ Culex pipiens + 1 ♀ 
Culiseta longiareolata 

2  

Colheita 
12.2 

14/nov/21; 
16/nov/21 

Local 4 
(CERAS) 

3 ♂ Culex pipiens 3  

Colheita 
13.1 

17/nov/21; 
18/nov/21 

Local 2 
(Picadeiro) 

0 mosquitos 0  
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Colheita 
13.2 

17/nov/21; 
18/nov/21 

Local 4 
(CERAS) 

1 ♂ Anopheles spp.+ 1 
♂ Culiseta 

longiareolata + 1 ♂ 
Aedes spp. + 1 ♀ Culex 

pipiens 

4 

1 fêmea de 
Culex pipiens 
com abdómen 
engorgitado 

Colheita 
14.1 

22/nov/21; 
23/nov/21 

Local 2 
(Picadeiro) 

0 mosquitos 0  

Colheita 
14.2 

22/nov/21; 
23/nov/21 

Local 4 
(CERAS) 

0 mosquitos 0  

Colheita 
15.1 

26/nov/21; 
27/nov/21 

Local 2 
(Picadeiro) 

N/A 0  

Colheita 
15.2 

26/nov/21; 
27/nov/21 

Local 4 
(CERAS) 

0 mosquitos 0  

Colheita 
16.1 

28/nov/21 
Local 2 

(Picadeiro) 
N/A 0  

Colheita 
16.2 

28/nov/21 
Local 4 

(CERAS) 
1 ♀ Culiseta 
longiareolata 

1  

Colheita 
17.1 

30/nov/21; 
1/dez/21 

Local 2 
(Picadeiro) 

N/A 0  

Colheita 
17.2 

30/nov/21; 
1/dez/21 

Local 4 
(CERAS) 

0 mosquitos 0  

Colheita 
18.1 

2/dez/21; 
3/dez/21 

Local 5 
(CERAS) 

0 mosquitos 0  

Colheita 
18.2 

2/dez/21; 
3/dez/21 

Local 4 
(CERAS) 

0 mosquitos 0  

Colheita 
19.1 

11/dez/21; 
12/dez/21; 
15/12/21 

Local 5 
(CERAS) 

1 ♂ Culiseta 
longiareolata + 1 ♀ 

Culiseta longiareolata 
2  

Colheita 
19.2 

11/dez/21; 
12/dez/21; 
15/12/21 

Local 4 
(CERAS) 

0 mosquitos 0  

Colheita 
20.1 

19/dez/21; 
20/dez/21; 
21/dez/21 

Local 5 
(CERAS) 

0 mosquitos 0  

Colheita 
20.2 

19/dez/21; 
20/dez/21; 
21/dez/21 

Local 4 
(CERAS) 

0 mosquitos 0  

Colheita 
21.1 

2/jan/22; 
3/jan/22; 
4/jan/22 

Local 5 
(CERAS) 

0 mosquitos 0  

Colheita 
21.2 

2/jan/22; 
3/jan/22; 
4/jan/22 

Local 4 
(CERAS) 

0 mosquitos 0  

Colheita 
22.1 

5/jan/22; 
6/jan/22; 
7/jan/22 

Local 5 
(CERAS) 

0 mosquitos 0  

Colheita 
22.2 

5/jan/22; 
6/jan/22; 
7/jan/22 

Local 4 
(CERAS) 

0 mosquitos 0  

Colheita 
23.1 

11/jan/22; 
12/jan/22 

Local 5 
(CERAS) 

0 mosquitos 0  

Colheita 
23.2 

11/jan/22; 
12/jan/22 

Local 4 
(CERAS) 

0 mosquitos 0  

Colheita 
24.1 

13/jan/22; 
14/jan/22; 
15/jan/22 

Local 5 
(CERAS) 

0 mosquitos 0  

Colheita 
24.2 

13/jan/22; 
14/jan/22; 
15/jan/22 

Local 4 
(CERAS) 

0 mosquitos 0  
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Colheita 
25.1 

20/jan/22; 
22/jan/22; 
23/jan/22 

Local 5 
(CERAS) 

0 mosquitos 0  

Colheita 
25.2 

20/jan/22; 
22/jan/22; 
23/jan/22 

Local 4 
(CERAS) 

0 mosquitos 0  

Colheita 
26.1 

24/jan/22; 
25/jan/22 

Local 5 
(CERAS) 

0 mosquitos 0  

Colheita 
26.2 

24/jan/22; 
25/jan/22 

Local 4 
(CERAS) 

0 mosquitos 0  

Colheita 
27 

26/jan/22; 
27/jan/22 

Local 5 
(CERAS) 

1 ♀ Culiseta annulata 1 

Fêmea de 
Culiseta 

annulata com 
abdómen 

engorgitado. 

Colheita 
28.1 

29/jan/22; 
30/jan/22; 
31/jan/22 

Local 5 
(CERAS) 

0 mosquitos 0  

Colheita 
28.2 

29/jan/22; 
30/jan/22; 
31/jan/22 

Local 4 
(CERAS) 

N/A 0  

Colheita 
29.1 

1/fev/22; 
2/fev/22; 
3/fev/22 

Local 5 
(CERAS) 

0 mosquitos 0  

Colheita 
29.2 

1/fev/22; 
2/fev/22; 
3/fev/22 

Local 4 
(CERAS) 

0 mosquitos 0  

Colheita 
30.1 

5/fev/22; 
6/fev/22; 
7/fev/22 

Local 5 
(CERAS) 

2 ♀ Culex pipiens 2  

Colheita 
30.2 

5/fev/22; 
6/fev/22; 
7/fev/22 

Local 6 
(CERAS) 

0 mosquitos 0  

Colheita 
31.1 

8/fev/22; 
9/fev/22; 
10/fev/22 

Local 5 
(CERAS) 

0 mosquitos 0  

Colheita 
31.2 

8/fev/22; 
9/fev/22; 
10/fev/22 

Local 6 
(CERAS) 

N/A 0  

Colheita 
32.1 

13/fev/22; 
14/fev/22 

Local 5 
(CERAS) 

0 mosquitos 0  

Colheita 
32.2 

13/fev/22; 
14/fev/22 

Local 6 
(CERAS) 

N/A 0  

Colheita 
33.1 

15/fev/22; 
16/fev/22 

Local 5 
(CERAS) 

0 mosquitos 0  

Colheita 
33.2 

15/fev/22; 
16/fev/22 

Local 6 
(CERAS) 

N/A 0  

Colheita 
34.1 

20/fev/22; 
21/fev/22 

Local 5 
(CERAS) 

0 mosquitos 0  

Colheita 
34.2 

20/fev/22; 
21/fev/22 

Local 6 
(CERAS) 

N/A 0  

Colheita 
35.1 

22/fev/22; 
23/fev/22 

Local 7 
(CERAS) 

0 mosquitos 0  

Colheita 
35.2 

22/fev/22; 
23/fev/22 

Local 4 
(CERAS) 

N/A 0  

Colheita 
36.1 

27/fev/22 
Local 7 

(CERAS) 
0 mosquitos 0  

Colheita 
36.2 

27/fev/22 
Local 4 

(CERAS) 
0 mosquitos 0  
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TOTAL 70  

Anexo 4 - Resultados obtidos nas colheitas efetuadas durante os meses de outubro a fevereiro, 
inclusive, especificando a espécie de mosquito capturada e o respetivo sexo, a quantidade de 
mosquitos em cada colheita e a presença/ausência de refeição sanguínea. 
Legenda: N/A representa uma colheita que foi nula devido a uma falha técnica (paragem da ventoinha) 
observada na manhã seguinte à instalação da armadilha.  
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Anexo 5 – Dados diários, provenientes da estação meteorológica de Castelo Branco, de outubro 
de 2021 a fevereiro de 2022 inclusive, acerca da temperatura do ar, humidade relativa e 
quantidade de precipitação. 

Ano Mês Dia T. méd. T. máx. T. mín. HR. méd. HR. máx. HR. Mín. P. 

2021 

Outubro 

1 21.1 28.0 15.3 47.0 72.0 22.0 0.0 

2 19.2 25.9 13.0 63.0 84.0 43.0 0.0 

3 15.9 19.7 11.0 68.0 100.0 34.0 10.7 

4 14.8 20.4 9.6 63.0 81.0 41.0 0.0 

5 17.8 24.1 12.7 70.0 89.0 51.0 0.0 

6 20.1 26.1 15.2 61.0 87.0 38.0 0.0 

7 21.0 27.5 14.9 48.0 64.0 27.0 0.0 

8 22.2 29.1 16.6 41.0 55.0 24.0 0.0 

9 21.3 27.2 15.7 43.0 67.0 24.0 0.0 

10 19.6 25.5 14.4 47.0 59.0 36.0 0.0 

11 19.4 25.0 16.0 54.0 68.0 36.0 0.0 

12 19.8 25.7 14.8 52.0 69.0 34.0 0.0 

13 19.6 26.1 13.2 36.0 51.0 28.0 0.0 

14 19.1 25.3 11.9 41.0 63.0 29.0 0.0 

15 18.9 25.8 12.3 50.0 78.0 27.0 0.0 

16 18.6 22.2 13.7 56.0 76.0 36.0 0.0 

17 16.9 20.2 13.9 96.0 100.0 64.0 16.0 

18 18.4 21.9 16.5 92.0 100.0 71.0 0.1 

19 20.6 26.6 15.9 75.0 100.0 49.0 0.0 

20 18.6 25.2 13.4 73.0 100.0 42.0 0.0 

21 15.4 20.7 10.8 70.0 89.0 48.0 0.0 

22 14.9 21.0 8.4 55.0 83.0 32.0 0.0 

23 15.6 20.9 9.4 53.0 75.0 32.0 0.0 

24 15.6 22.8 8.0 57.0 86.0 30.0 0.0 

25 15.5 22.4 8.5 59.0 92.0 35.0 0.0 

26 16.4 22.4 11.5 50.0 68.0 30.0 0.0 

27 16.2 22.3 10.2 52.0 76.0 28.0 0.0 

28 15.8 22.4 8.5 53.0 82.0 30.0 0.0 

29 15.5 18.4 14.0 92.0 100.0 70.0 31.7 

30 16.9 18.7 15.2 93.0 100.0 75.0 28.6 

31 18.5 21.4 16.4 97.0 100.0 79.0 16.3 

Novembro 

1 14.5 16.9 10.9 73.0 100.0 51.0 0.0 

2 12.6 15.2 9.5 81.0 100.0 70.0 0.9 

3 10.0 14.3 6.7 69.0 84.0 46.0 0.1 

4 9.3 14.7 3.5 64.0 93.0 37.0 0.0 

5 9.9 15.1 6.4 56.0 71.0 37.0 0.0 

6 9.4 14.4 5.2 56.0 73.0 36.0 0.0 

7 11.6 16.5 7.4 44.0 59.0 25.0 0.0 

8 15.0 20.9 10.4 57.0 72.0 37.0 0.0 

9 16.1 21.1 11.9 50.0 65.0 30.0 0.0 

10 12.8 18.0 8.8 54.0 72.0 34.0 0.0 

11 13.1 19.5 7.9 59.0 84.0 35.0 0.0 
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12 13.1 18.3 8.2 58.0 72.0 40.0 0.0 

13 13.9 20.7 8.4 59.0 83.0 34.0 0.0 

14 14.0 20.9 9.1 48.0 72.0 19.0 0.0 

15 12.5 17.9 8.7 55.0 66.0 42.0 0.0 

16 10.8 15.0 7.8 58.0 69.0 42.0 0.0 

17 10.8 15.6 7.5 59.0 72.0 44.0 0.0 

18 10.3 15.3 5.8 61.0 72.0 47.0 0.0 

19 12.4 16.3 8.5 65.0 81.0 50.0 0.0 

20 12.1 15.9 10.0 78.0 99.0 60.0 0.5 

21 12.2 16.8 10.2 89.0 100.0 60.0 0.2 

22 8.7 12.3 3.2 69.0 94.0 40.0 0.0 

23 6.6 10.2 2.9 71.0 82.0 54.0 0.0 

24 7.8 13.8 1.9 75.0 98.0 42.0 0.0 

25 7.7 12.2 3.8 73.0 97.0 50.0 0.0 

26 8.3 13.7 4.6 61.0 75.0 39.0 0.0 

27 8.3 13.5 4.3 61.0 90.0 31.0 0.0 

28 7.4 11.5 2.8 64.0 83.0 44.0 0.0 

29 10.2 13.9 6.1 66.0 83.0 52.0 0.0 

30 7.6 12.7 3.3 78.0 97.0 54.0 0.0 

Dezembro 

1 8.1 14.0 1.5 83.0 100.0 57.0 0.0 

2 8.7 13.0 4.9 60.0 80.0 35.0 0.0 

3 8.4 16.0 2.0 69.0 95.0 43.0 0.0 

4 10.4 17.0 6.4 81.0 100.0 54.0 0.0 

5 9.6 13.5 6.2 65.0 82.0 49.0 0.0 

6 11.1 16.1 6.3 72.0 100.0 53.0 0.0 

7 12.5 14.5 9.7 91.0 100.0 66.0 0.7 

8 9.5 11.7 7.7 67.0 96.0 51.0 0.8 

9 11.0 13.3 7.2 74.0 96.0 63.0 0.0 

10 12.2 15.0 9.1 78.0 89.0 68.0 0.0 

11 12.5 19.0 5.6 72.0 91.0 53.0 0.0 

12 11.9 17.0 8.1 80.0 94.0 56.0 0.0 

13 10.5 15.5 7.1 76.0 92.0 55.0 0.0 

14 9.5 15.1 5.8 69.0 86.0 50.0 0.0 

15 10.4 16.5 4.8 53.0 70.0 36.0 0.0 

16 10.1 14.6 5.3 56.0 73.0 39.0 0.0 

17 8.7 13.6 5.5 70.0 85.0 47.0 0.0 

18 7.9 12.4 5.2 74.0 86.0 56.0 0.0 

19 9.3 14.2 5.8 76.0 89.0 57.0 0.0 

20 9.4 10.9 7.8 94.0 100.0 74.0 30.7 

21 11.3 12.7 10.1 100.0 100.0 100.0 20.6 

22 11.9 14.5 10.0 98.0 100.0 88.0 1.4 

23 12.1 14.2 10.0 100.0 100.0 91.0 23.3 

24 10.0 12.5 7.8 100.0 100.0 98.0 6.7 

25 11.6 14.0 10.2 100.0 100.0 92.0 21.1 

26 13.0 15.3 10.7 100.0 100.0 99.0 3.1 

27 13.8 16.5 12.0 85.0 100.0 64.0 0.7 
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28 13.9 17.1 12.0 90.0 100.0 70.0 0.0 

29 12.6 14.4 11.0 100.0 100.0 93.0 0.5 

30 10.8 15.2 7.5 88.0 100.0 61.0 0.0 

31 11.5 16.7 7.4 81.0 99.0 56.0 0.1 

2022 

Janeiro 

1 11.8 16.3 8.4 73.0 91.0 51.0 0.0 

2 11.3 16.5 6.0 83.0 100.0 64.0 0.0 

3 10.7 15.2 6.3 92.0 100.0 69.0 0.1 

4 8.3 11.3 4.2 88.0 100.0 60.0 1.9 

5 8.6 12.8 5.1 84.0 100.0 55.0 1.5 

6 7.1 11.7 3.2 78.0 90.0 61.0 0.0 

7 8.5 12.6 5.1 73.0 91.0 56.0 0.0 

8 7.0 11.3 4.0 70.0 82.0 50.0 0.0 

9 9.6 14.3 3.1 85.0 100.0 69.0 0.0 

10 12.5 17.8 7.4 84.0 100.0 59.0 0.0 

11 12.7 17.8 9.5 64.0 84.0 41.0 0.0 

12 9.8 13.7 6.8 67.0 79.0 52.0 0.0 

13 7.3 12.2 3.5 64.0 77.0 43.0 0.0 

14 6.2 11.3 2.9 66.0 81.0 42.0 0.0 

15 6.9 11.0 4.7 66.0 80.0 55.0 0.0 

16 8.0 12.5 4.8 67.0 86.0 49.0 0.0 

17 8.1 13.0 4.4 68.0 85.0 48.0 0.0 

18 7.9 13.1 3.0 59.0 76.0 36.0 0.0 

19 8.1 14.7 1.3 55.0 86.0 28.0 0.0 

20 9.8 15.5 5.0 44.0 62.0 26.0 0.0 

21 7.3 12.4 3.6 56.0 69.0 37.0 0.0 

22 5.9 11.6 1.7 61.0 76.0 47.0 0.0 

23 6.9 12.2 3.5 71.0 83.0 53.0 0.0 

24 7.1 12.2 3.5 71.0 86.0 49.0 0.0 

25 7.8 13.3 3.8 67.0 80.0 45.0 0.0 

26 8.1 12.4 3.8 66.0 81.0 51.0 0.0 

27 10.6 14.8 7.2 54.0 71.0 35.0 0.0 

28 9.4 14.8 3.7 42.0 62.0 24.0 0.0 

29 9.9 16.2 3.9 30.0 43.0 17.0 0.0 

30 11.0 16.4 6.5 30.0 43.0 17.0 0.0 

31 12.3 19.7 5.2 31.0 59.0 15.0 0.0 

Fevereiro 

1 11.6 17.2 7.7 46.0 60.0 34.0 0.0 

2 11.6 17.4 6.9 57.0 75.0 36.0 0.0 

3 10.3 15.8 4.3 67.0 93.0 44.0 0.0 

4 9.2 15.0 4.0 80.0 100.0 52.0 0.0 

5 10.1 16.1 4.8 67.0 100.0 39.0 0.0 

6 9.9 15.6 5.8 40.0 57.0 21.0 0.0 

7 11.8 18.9 5.2 36.0 47.0 23.0 0.0 

8 11.8 17.5 7.0 44.0 60.0 33.0 0.0 

9 11.6 17.3 6.3 57.0 72.0 40.0 0.0 

10 11.6 17.7 6.4 64.0 85.0 41.0 0.0 

11 13.6 19.2 7.7 60.0 89.0 38.0 0.0 
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12 10.7 14.8 6.5 75.0 98.0 47.0 0.0 

13 8.1 11.1 3.1 93.0 100.0 66.0 2.1 

14 8.6 13.6 5.3 73.0 97.0 44.0 0.0 

15 7.8 14.3 0.9 73.0 100.0 37.0 0.0 

16 10.1 16.4 3.9 81.0 100.0 57.0 0.0 

17 12.7 19.5 6.3 79.0 100.0 46.0 0.0 

18 9.5 17.1 5.0 92.0 100.0 51.0 0.2 

19 10.1 15.0 6.8 53.0 94.0 34.0 0.0 

20 11.1 17.4 5.9 41.0 61.0 23.0 0.0 

21 13.0 19.6 6.9 48.0 74.0 26.0 0.0 

22 14.6 20.9 9.7 30.0 54.0 12.0 0.0 

23 13.4 18.2 9.3 35.0 57.0 26.0 0.0 

24 12.0 17.3 6.7 50.0 72.0 34.0 0.0 

25 11.8 15.8 8.9 58.0 72.0 45.0 0.0 

26 10.4 12.0 8.3 84.0 96.0 67.0 0.6 

27 12.0 17.7 8.5 74.0 100.0 42.0 0.0 

28 12.6 18.9 5.4 63.0 94.0 38.0 0.0 

Anexo 5 – Dados diários, provenientes da estação meteorológica de Castelo Branco, de outubro 
de 2021 a fevereiro de 2022 inclusive, acerca da temperatura do ar, humidade relativa e 
quantidade de precipitação. 
Legenda: T. méd. - Temperatura média do ar a 1,5m (ºC); T. máx. – Temperatura máxima do ar a 1,5m (ºC); 
T. mín. - Temperatura mínima do ar a 1,5m (ºC); HR. méd. - Humidade relativa média (%); HR. máx. - 
Humidade relativa máxima (%); HR. mín. - Humidade relativa mínima (%); P. - Quantidade de precipitação 
(mm). 
 
 
 


