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RESUMO 

A microbiota intestinal pode ser composta por organismos procarióticos, 

eucarióticos e vírus. Esta microbiota é adquirida durante o desenvolvimento de seu 

hospedeiro. A composição da microbiota intestinal pode proporcionar informações 

sobre o modo de vida dos hospedeiros, a alimentação, os parasitas e períodos com 

restrição de alimentos. Até o momento, poucos estudos avaliaram a microbiota 

intestinal de animais selvagens relacionando a idade e sexo em suas condições 

naturais. Sendo assim, o presente trabalho teve como objetivo gerar dados sobre a 

microbiota intestinal de animais selvagens recolhidos ao longo do litoral do Rio 

Grande do Sul. Esta tese apresenta dois capítulos em forma de artigos, sendo o 

primeiro a avalição da microbiota eucariótica intestinal de lobo-marinho-sul-

americano (Arctocephalus australis) e lobo-marinho-subantártico (Arctocephalus 

tropicalis). Para tanto, cinco as amostras de fezes de lobo-marinho-sul-americano (n 

= 2) (A. australis) e lobo-marinho-subantártico (n = 3) (A. tropicalis) foram 

submetidas à extração de DNA. O DNA extraído das amostras foi analisado por 

meio do sequenciamento parcial do gene de 18S rRNA utilizando a plataforma de 

alto desempenho Ion Torrent PGM. Os resultados mostraram que a microbiota 

eucariótica presente nas fezes dos lobos-marinhos era dominado pelo filo Chordata 

(51,28%) seguido por Nematoda (23,93%) e Platyhelminthes (11,74%). No geral, foi 

verificado que as comunidades eucarióticas encontradas eram heterogêneas entre 

os animais. O segundo capítulo, investiga a microbiota bacteriana presente na 

cloaca do pinguim-de-Magalhães (Spheniscus magellanicus). As amostras foram 

coletadas com suabes cloacaes de 20 pinguim-de-Magalhães (S. magellanicus). As 

amostras dos pinguins foram divididas em seis pools de DNA, subsequentemente 

dividos em dois grupos de animais classificados como sub-condicionados (3 pools 

de DNA) e como caquéticos (3 pools de DNA) conforme suas massas corpóreas. As 

amostras de DNA do pinguim-de-Magalhães foram submetidas ao sequenciamento 

parcial do gene de 16S rRNA na plataforma Illumina MiSeq. Os resultados revelaram 

que o filo Proteobacteria era predominante em ambos os grupos de pinguins sub-

condicionados e caquéticos (53.70% e 44.70%), seguido por Firmicutes (16.30% e 

23.70%) e Bacteroidetes (17.20% e 16.30%), Actinobacteria (9.10% e 9.80%), 

respectivamente. Os resultados não mostraram diferenças significativas entre ambos 

os grupos. O perfil metabólico apresentou como as vias mais proeminentes em 



ambos os grupos: a biossíntese aminoácidos (19.76% e 19.90%), carboidratos 

(19.04% e 18.99%), metabolismos de cofatores e vitaminas (13.80% e 13.50%) 

metabolismo energético (12.82 e 12.97%), porém não foram verificadas diferenças 

significativas entre os dois grupos avaliados. Esta pesquisa forneceu informações 

para futuros trabalhos sobre a microbiota eucariótica e procariótica nesses 

hospedeiros. Além disso, identificaram-se complexas comunidades de habitantes do 

intestino tanto de lobos-marinhos quanto de pinguins selvagens, este estudo 

também forneceu o primeiro relato sobre a comunidade bacteriana presente na 

cloaca de pinguins de Magalhães durante o período migração, coletados ao longo da 

costa norte do Rio Grande do Sul, Brasil.  

 

Palavras-chave: Microbiota, Intestino, Animais selvagens. 



ABSTRACT 

The intestinal microbiota may be composed of prokaryotic and eukaryotic organisms. 

This microbiota is acquired during the development of its host. The composition of 

the intestinal microbiota may provide information on host lifestyles, diet, parasites 

and periods with restricted food. Yet, few studies have evaluated the intestinal 

microbiota of wild animals in their natural conditions. Therefore, the present work had 

as aim to generate data on the intestinal microbiota of wild animals collected along 

the coast of Rio Grande do Sul. This thesis presents two chapters in the form of 

articles, in the first, evaluated the intestinal eukaryotic microbiota in South American 

fur seals (Arctocephalus australis) and and Subantarctic fur seals (Arctocephalus 

tropicalis) and the in the second, evaluated the bacterial microbiota present in the 

cloaca of the Magellanic Penguin (Spheniscus magellanicus). In chapter one, 

samples of South American fur seals (n = 2) (A. australis) and Subantarctic fur seals 

(A. tropicalis) were submitted to DNA extraction. The DNA extracted from the 

samples was analyzed by the partial sequencing of the 18S rRNA gene using High-

throughput sequencing technology of Ion Torrent PGM. The results showed that the 

eukaryotic microbiota present in fur seals were dominated by the Chordata phylum 

51.28% followed by Nematoda 23.93%, Platyhelminthes 11.74%. Overall, the 

eukaryotic communities found were heterogeneous among the animals. In chapter 

two, were evaluated 20 cloacal swabs of 20 Magellanic penguins. Penguins samples 

were divided into six pools of DNA, subsequently divided into two animal groups 

classified as under-conditioned (3 pools of DNA) and emaciated (3 pools of DNA) 

according of body weight. Magellanic penguins DNA samples were submitted to 

sequencing of the 16S rRNA gene by Illumina MiSeq. The results from sequencing of 

the cloacal microbiota revealed that the phylum Proteobacteria was dominant in both 

groups of under-conditioned and emaciated penguins (53.70% and 44.70%), 

followed by Firmicutes (16.30% and 23.70% ) and Bacteroidetes (17.20% and 

16.30%), Actinobacteria (9.10% and 9.80%), respectively. The results showed not 

significant differences between both groups. The metabolic profile presented as the 

most prominent pathways in both groups: amino acid biosynthesis (19.76% and 

19.90%), carbohydrates (19.04% and 18.99%), metabolism of cofactors and vitamins 

(13.80% and 13.50%) energy metabolism (12.82 and 12.97%), however there were 

no significant differences observed between the two groups evaluated.  This 



research provided information for future work on the eukaryotic and prokaryotic 

microbiota in these hosts. In addition, it identified complex communities inhabiting the 

gut of both sea lions and wild penguins, and this study provided the first report on the 

bacterial community present in Magellanic penguins during the migration period. 

 

Keywords: Microbiota, Gut, Wild Animals. 
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1 INTRODUÇÃO 

Muitos animais marinhos são encontrados ao longo do litoral do estado do Rio 

Grande do Sul, em sua grande maioria são animais que estão em seu período 

migratório e que se afastam centenas de quilômetros de suas colônias ao sul do 

continente a procura de alimentos. Dentre eles, o lobo-marinho-sul-americano 

(Arctocephalus australis), o lobo-marinho-subantártico (Arctocephalus tropicalis) e o 

pinguim-de-Magalhães (Spheniscus magellanicus) usam as praias gaúchas para 

descansar para depois retornarem ao mar. Porém, muitos dos animais encontrados 

nas praias se apresentam magros, desidratados, hipotérmicos, doentes ou mortos. 

As possíveis causas de morte, doença ou alterações fisiológicas são em sua 

maioria desconhecidas. Alguns trabalhos relatam infecções causadas por vírus, 

protozoários e bactérias, em diferentes espécies animais.  

O aprimoramento das técnicas de sequenciamento de alto rendimento e com 

o sequenciamento dos genes 18S rRNA e 16S rRNA, tem permitido a identificação 

de uma grande quantidade de organismos eucarióticos e procarióticos 

respectivamente, em diferentes amostras. Isso se tronou possível pela presença de 

regiões hipervariáveis nos genes 18S rRNA e 16S rRNA, os quais contém diferentes 

sequencias que permitiram identificar e classificar diferentes microrganismos. Essa 

técnica permitiu novos estudos tem mostrado a forte influência das comunidades 

bacterianas intestinais sobre a saúde de seus hospedeiros, pois elas possuem uma 

série de funções cruciais como: ativação do sistema imunológico, quebra de 

substratos alimentares e desintoxicação de xenobióticos entre outros. 

A relevância de pesquisas que caracterizem a microbiota de animais 

marinhos selvagens se fundamenta em aspectos como a necessidade de maiores 

informações sobre a diversidade e a função dos microrganismos intestinais, uma vez 

que não sabe se estas comunidades bacterianas podem ter influencia na produção 

de energia durante a migração desses animais, ou qual a relação dessas 

comunidades com a saúde dos hospedeiros e mortalidade. O conhecimento da 

microbiota presente no intestino de animais marinhos é necessário para um melhor 

entendimento da verdadeira condição dos animais que chegam às praias do Rio 

Grande do Sul. 

Nesse contexto, o presente estudo avaliou a composição eucariótica presente 

no intestino de lobo-marinho-sul-americano e lobo-marinho-subantártico, e a 
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composição bacteriana presente na cloaca do pinguim de Magalhães capturadas no 

litoral norte do Rio Grande do Sul. 
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2 REVISÃO BIBLIOGRÁFICA 

2.1 MICROBIOTA INTESTINAL 

Refere-se à microbiota o conjunto de microrganismos, como bactérias, vírus, 

fungos, protozoários, e outros organismos eucarióticos, que habitam um 

determinado ecossistema. Nos últimos anos, houve um crescente interesse sobre a 

microbiota intestinal e suas comunidades de microrganismos, uma vez, que esta 

microbiota tem sido associada a uma grande variedade de funções metabólicas 

importantes (KARLSSON et al., 2013). O intestino é o órgão mais colonizado, com 

trilhões de microrganismos (LEY et al., 2006; VENTURA et al., 2018).  

Os microrganismos presentes no TGI podem influenciar positivamente ou 

negativamente vários processos biológicos do hospedeiro, o que pode deixá-lo 

saudável ou enfermo. Sabe-se que a microbiota intestinal tem um importante papel 

na saúde humana, pois ela contribui na degradação e absorção de nutrientes 

(VENTURA et al., 2018). Além disso, a microbiota pode proteger seu hospedeiro do 

contato com microrganismos patogênicos: i) por meio da exclusão competitiva, 

gerando uma barreira física ocupando os locais de ligação, ii) por consumo de fontes 

disponíveis de nutrientes, iii), por estimular o hospedeiro a produzir vários 

compostos antimicrobianos (SEKIROV et al., 2010). 

Entre os microrganismos que compõe esta microbiota, as bactérias têm 

recebido muito destaque. O TGI dos animais é colonizado por diferentes 

comunidades microbianas, onde até o momento mais de 50 filos já foram descritos, 

sendo os filos Firmicutes, Bacteroidetes e Actinobacteria os mais predominantes no 

intestino saudável de humanos, enquanto que Proteobacteria, Fusobacteria, 

Cyanobacteria e Verrucomicrobia estão geralmente menos presentes (ECKBURG et 

al., 2005; KHANNA; TOSH, 2014; LIAUCHONAK et al., 2019; SZYCHLINSKA et al., 

2019). 

Alterações na microbiota estão diretamente associadas a resultados 

funcionais negativos na fisiologia do intestino, como inflamação localizada ou 

alterações no processamento metabólico. Estes eventos são conhecidos como 

disbiose microbiana, a qual é caracterizada por uma baixa diversidade microbiana 

(PETERSEN; ROUND, 2014; KRISS et al., 2018). 
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Diferentes estudos mostram que disbioses microbianas gradativamente estão 

sendo associadas a uma ampla gama de doenças humanas, incluindo alergias 

(BISGAARD et al., 2011; BUNYAVANICH et al., 2016), asma (ARRIETA et al., 

2015), doença inflamatória intestinal (FERREIRA et al., 2014; GEVERS et al., 2014; 

TAKAHASHI et al., 2016; NISHINO et al., 2018), síndrome do intestino irritável (LIU 

et al., 2017), obesidade (SCHWIERTZ et al., 2010) e doença cardiovascular (CUI et 

al., 2017; JIE et al., 2017; GUZZARD et al., 2018). 

Dados de meta-análises empregando o gene 16S rRNA de diferentes partes 

do organismo de animais têm sido realizados para auxiliar no estudo desta 

microbiota referência (BRUGMAN et al., 2015). Nos últimos anos, dados utilizando 

técnicas de sequenciamento de NGS tem gerado uma grande discussão entre os 

pesquisadores sobre o início da colonização do TGI em mamíferos, pois o dogma da 

esterilidade do intestino intrauterina que anteriormente era amplamente aceito tem 

sido questionado por recentes observações que confirmam a presença microbiana 

no mecônio, placenta e líquido amniótico de humanos (AAGAARD et al., 2014; 

ARDISSONE et al., 2014; BRUGMAN et al., 2015).  

Estas descobertas levaram a duas hipóteses de como poderia ocorrer o início 

da colonização bacteriana em recém-nascidos: (i) “começa ao nascimento” e o 

ambiente fetal é estéril até o momento do nascer, e o feto possui o intestino estéril e 

posteriormente será colonizado gradativamente por microrganismos (BARLOW, 

2015). (ii) “hipótese da colonização in utero” estudos recentes usando técnicas 

moleculares sugerem a presença de comunidades bacterianas na placenta, líquido 

amniótico e mecônio de gestantes saudáveis. Essas descobertas apoiam a teoria de 

que aquisição do microbioma começa no útero (BORGHI et al., 2018; GUZZARD et 

al., 2018; WILCZYŃSKA et al., 2018). Esta ideia muda fundamentalmente nossa 

compreensão sobre a aquisição da microbiota intestinal e seu papel no 

desenvolvimento humano. 

Entretanto, a “hipótese da colonização in utero” ainda requer mais estudos. 

Segundo Perez-Muñoz et al. (2017) com base em uma revisão de trabalhos 

anteriormente publicados, concluiram que os argumentos dos trabalhos se apoiavam 

em evidências extremamente fracas, pois tinham como base estudos que (i) usaram 

abordagens moleculares com um limite de detecção insuficiente para estudar 

populações microbianas com a “biomassa baixa”, (ii) careciam de controles 
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apropriados para contaminação e (iii) não forneceram evidências de viabilidade 

bacteriana.   

Aagaard e colaboradores (2014) relataram que a colonização intestinal por 

microrganismos pode ocorrer no útero. Porém, esta colonização ocorreria por 

bactérias que estariam presentes no líquido amniótico e associados a processos 

infecciosos na gestante.   

Apesar de todas estas dúvidas se a colonização do TGI ocorre antes do 

nascimento, à colonização do TGI após o nascimento já e bem estuda e segundo 

estes dados pode ser fortemente influenciada primeiramente pelo tipo de 

nascimento: parto normal ou cesariano. Os recém-nascidos de parto normal são 

expostos inicialmente a microrganismos presentes na vagina materna durante o 

parto, enquanto os que nascem por cesariana são expostos inicialmente a 

microrganismos presentes na pele da mãe e no ambiente hospitalar (PALMER et al., 

2007; BARLOW et al., 2015). Imediatamente após o nascimento, o trato 

gastrointestinal é colonizado rapidamente por bactérias aeróbias e anaeróbias 

facultativas, tais como Escherichia coli e Streptococcus spp. (COLOE et al., 1984; 

MACKIE et al., 1999; AMIT-ROMACH et al., 2004; VAISHAMPAYAN et al., 2010). 

Após a colonização inicial, as bactérias aeróbias modificam o ambiente do TGI, 

reduzindo o nível de oxigênio por meio da oxidação/redução. Esse processo cria um 

ambiente que é altamente favorável para anaeróbios facultativos e obrigatórios 

(MACKIE et al., 1999; PENDERS et al., 2010), tais como a classe Clostridia e os 

gêneros Bacteroides e Bifidobacterium (MACKIE et al., 1999; DEWAR et al., 2017). 

Em aves, os filhotes nascem sem nenhum contato direto com as aves adultas, 

sendo assim, adquirem sua microbiota intestinal a partir de múltiplas fontes, 

incluindo a superfície do ovo e o ambiente (ninho) (transmissão horizontal) (LUCAS 

et al., 2003; APAJALAHTI; KETTUNEN, 2005; GABRIEL et al., 2006; LU et al., 2005; 

TOROK et al., 2007; YI et al., 2009). No entanto, evidências recentes sugerem que 

ovíparos vertebrados como aves e lagartos podem ser capazes de adquirir a 

microbiota pioneira in ovo, e possivelmente a colonização bacteriana ocorreria 

durante o período de formação dos ovos (TREVELLINE et al., 2018). Conforme o 

estudo de Trevelline e colaboradores (2018) foram detectados a presença de 13 filos 

bacterianos em ovos de aves selvagens. Sendo o filo Firmicutes identificado como o 

mais dominante em ovos de aves (9%), uma vez que a análise mostrou que a maior 
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parte das unidades taxonômicas operacionais (OTUs) classificada era de bactérias 

não identificadas (74%). 

Segundo Gantois e colaboradores (2009) a contaminação de ovos por 

bactérias ocorreria em diferentes fases, epoderia iniciar após ingestão de bactérias 

pela via oral, por onde estas bactérias entrariam no TGI da ave colonizando o lúmen 

intestinal. A seguir bactérias como as do gênero Salmonella seriam capazes de 

invadir as células epiteliais intestinais. Em decorrência a essa invasão ao epitélio, (a) 

células do sistema imune como macrófagos, seriam atraídos para o local da invasão 

fagocitando as bactérias (figura 1 a). Entretanto, estas bactérias podem sobreviver e 

se multiplicar no ambiente intracelular dos macrófagos. Esses macrófagos 

infectados podem migrar para os órgãos internos, como os órgãos reprodutivos 

(disseminação sistêmica). 

Além da disseminação sistêmica, as bactérias também podem acessar o 

oviduto através da infecção ascendente da cloaca. (b) Uma rota possível de 

contaminação do ovo por Salmonella ocorreria através da penetração da casca e da 

membrana da casca do ovo após a contaminação exterior do ovo (figura 1 b). A 

contaminação da superfície pode ser o resultado de infecção da vagina ou 

contaminação fecal. (c) Outra via de possível contaminação no ovo ocorreria 

diretamente na gema, membranas da gema, albumina, membranas da casca e 

casca do ovo ocasionada pela infecção do ovário, infundíbulo, magno, istmo e Útero, 

respectivamente (figura 1 c). (d) Além disso, bactérias como a Salmonella uma vez 

presentes no albúmen e na membrana vitelina são capazes de sobreviver e se 

multiplicar nesse ambiente antibacteriano. Estes microrganismos também são 

capazes de migrar e penetrar na membrana vitelina para alcançar a gema (figura 1 

d). Depois de atingir este ambiente rico em nutrientes, podem se multiplicar 

abundantemente (GANTOIS et al., 2009) (Figura 1). 
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Figura 1 – Contaminação do ovo por bactérias do gênero Samonella 

 

 

Fonte: Gantois et al. (2009) 

 

Em recém-nascidos a aquisição de novas comunidades microbianas 

colonizadoras do TGI ocorre por meio da alimentação. A diversidade de 

microrganismos intestinal é alterada durante o desenvolvimento a partir dos hábitos 

alimentares, com a ingestão de outros tipos de alimentos como: frutas, verduras, 

cereais (KOENIG et al., 2011).  

Em humanos, quando ocorre a introdução de alimentos sólidos na dieta entre 

os seis e doze meses de vida, a composição da microbiota do intestino é modificada, 

tornando-se similar a de um adulto. Entre as idades de dois e cinco anos os 

indivíduos já podem alcançar os padrões da microbiota de adultos. Nessa fase pode 

haver uma menor diversidade interpessoal, embora ainda seja única para cada 

indivíduo (SCHLOISSNIG et al., 2013; BARLOW et al., 2015). Em adultos, os 

padrões das populações microbianas são mais constantes na maioria das vezes. 

Entretanto, essa constância pode ser alterada pelo tipo de dieta, utilização de 
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probióticos, por doenças ou uso de antibióticos (CLAESSON et al., 2012; 

O’SULLIVAN et al., 2013). 

Igualmente aos eventos de colonização bacteriana do TGI de humanos, a 

composição da microbiota do TGI de filhotes de mamíferos marinhos é influenciada 

pela dieta inicial à base de leite (rico em proteínas e lipídios), que mais tarde será 

substituída por alimentos sólidos, de origem marinha quando forem desmamados 

(ARNOULD; HINDELL, 1999 e 2002). Os ácidos graxos poli-insaturados de cadeia 

longa presentes no leite, são os mesmos encontrados no leite humano, promovendo 

o crescimento de bactérias do ácido lácticas, tais como Bifidobacterium e 

Lactobacillus (DAS, 2002). Segundo Smith et al., (2013) durantes os primeiros 

meses de vida do lobo-marinho (Arctocephalus pusillus doriferus) ocorrem 

mudanças na diversidade filogenética bacteriana com a classe Clostridia dominando 

aos dois meses e aos nove meses e classe Bacilli aos 6 meses de idade.  

Nelson et al., (2013 e 2015) também relatam a importância da dieta e idade 

como fatores que moldariam a composição da microbiota em foca-leopardo 

(Hydrurga leptonyx), focas-elefante-do-sul (Mirounga leonine), focas cinzentas 

(Halichoerus grypus), focas-do-capuz (Cystophora cristata), focas (Phoca vitulina), 

focas australianas (Arctocephalus pusillus doriferus), leões marinhos australianos 

(Neophoca cinerea), peixes-boi (Trichecus manatus latirostris) e dugongo (Dugong 

dugong). Em todas essas espécies, a microbiota intestinal era dominada em grande 

parte pelos filos Firmicutes, Bacteroidetes e Proteobacteria.  

Nas aves, a necessidade dos filhotes serem alimentados pelos pais, também 

é um fator com forte influencia na colonização microbiana do intestino. Isso ocorre 

poroque os microrganismos são transmitidos via regurgitação de alimentos não 

digeridos ou parcialmente digeridos aos filhotes (transmissão vertical) (POTTI et al., 

2002). Além disso, características corporais de distintas espécies podem oferecer 

uma ampla variedade de nichos, em que condições tais como temperatura, pH e 

nível de oxigênio, bem como a disponibilidade nutricional afetam a composição da 

microbiota do hospedeiro (IKEDA-OHTSUBO et al., 2018).  

A microbiota de animais que se alimentam de peixes pode variar, pois a 

microbiota intestinal dos peixes é altamente diversificada e pode conter diferentes 

filos, segundo Ikeda-Ohtsubo et al. (2018) uma característica em comum entre 

animais e peixes são os filos: Firmicutes, Bacteroidetes e Proteobacteria que são as 

comunidades bacterianas mais abundantes, subsequentemente com uma menor 
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abundância do filo Actinobacteria, representada frequentemente por as famílias 

Streptomycetaceae, Microbacteriaceae e Corynebacteriaceae, enquanto os filos 

Fusobacteria e Acidobacteria representam também importantes grupos bacterianos 

em animais. (ROESELERS et al., 2011; TARNECKI et al., 2017). Os filos Chloroflexi, 

Cyanobacteria, Planctomycetes, Spirochaetes e Verrucomicrobia esporadicamente 

ocorrem como filos subdominantes (IKEDA-OHTSUBO et al., 2018).  

Segundo Ikeda-Ohtsubo et al., (2018) no filo Firmicutis a ordem 

Lactobacillales é uma das mais frequentemente encontrada na microbiota de peixes 

e animais, porém com algumas variações na dominância de suas famílias 

(LEVESQUE et al., 2014; VALERIANO et al., 2017; YAN et al., 2017), a família 

Leuconostocaceae que está associada a microbiota de peixes como o Salmão do 

Atlântico (GAJARDO et al., 2016), e as famílias Enterococcaceae e 

Streptococcaceae que são geralmente encontrados tanto em microbiota de animais 

como de peixes (HARDIE; WHILEY, 2003). 

2.2 ESTUDO DA MICROBIOTA INTESTINAL 

Uma das primeiras técnicas utilizadas para estudo de microrganismos 

presentes no intestino era baseada em culturas. Porém, as principais desvantagens 

no uso dessas técnicas seriam a dificuldade de estudar as diferentes colônias, suas 

características individuais de crescimento em um meio de cultivo (LAGIER et al., 

2012 e 2015; RAJILIĆ-STOJANOVIĆ et al., 2014). Para alguns microrganismos são 

necessários nutrientes específicos e a concentração deve ser ajustada para o 

crescimento de cada grupo microbiano. Além de nutrientes, é igualmente necessário 

que as condições de oxigênio (presença ou ausência), pH e pressão osmótica 

estejam adequadas ao crescimento dos diferentes microrganismos. Em adição, o 

isolamento, identificação e enumeração da grande maioria dos microrganismos do 

trato gastrointestinal usando as técnicas baseadas em cultura convencional é uma 

tarefa muito laboriosa (LAGIER et al., 2012 e 2015; RAJILIĆ-STOJANOVIĆ et al., 

2014). 

Segundo Jandhyala e colaboradores (2015), usando essas técnicas seria 

possível avaliar entre 10% a 25% dos microrganismos presentes na microbiota 

intestinal. E esse baixo número de microrganismos isolados do intestino ocorreria 

porque a maioria deles é anaeróbia de difícil cultivo. Entretanto, com a melhoria das 
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técnicas no cultivo de organismos anaeróbios, os principais gêneros identificados 

foram: Bacteroides, Clostridium, Bifidobacterium entre outros (JANDHYALA et al., 

2015). 

Atualmente, estudos que procuram descrever e entender o papel da 

microbiota intestinal utilizam a tecnologia de sequenciamento de alto desempenho, 

que consiste em duas principais etapas: i) amplificação da região ribossômica do 

gene 16S rRNA para rastreamento de organismos procariótico e a região do gene 

18S rRNA para organismos eucarióticos e ii) utilização de ferramentas de 

bioinformática para análise do sequenciamento (JANDHYALA et al., 2015). 

Com a eficiência das novas tecnologias de sequenciamento, novos estudos 

descrevendo a microbiota de diferentes hospedeiros estão tendo uma rápida 

expansão nos últimos anos, uma vez que a microbiota do trato gastrointestinal (TGI) 

está associada a tópicos emergentes em microbiologia como: fisiologia do 

hospedeiro, função imune, ecologia e tratamento especializados na medicina. 

Apesar da grande diversidade e importância ecológica dos microrganismos, a 

pesquisa sobre a microbiota intestinal de animais selvagens ainda é escassa. 

Publicações sobre microbiota intestinal de aves selvagens tem um número muito 

menor de publicações em relação à pesquisa de mamíferos selvagens. As 

pesquisas apresentadas na figura 2 usaram descritores como: “gut microbiota 

microbiome mammals”, “gut microbiota microbiome wild mammals”, “gut microbiota 

microbiome birds”, “gut microbiota microbiome wild birds”, usando o banco de dados 

US National Library of Medicine National Institutes of Health (PubMed), e mostram o 

número de itens publicados a cada ano entre 2008 a 2018.  

https://www.nlm.nih.gov/
https://www.nih.gov/
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Figura 2 – Estudos sobre a microbiota intestinal de aves e mamíferos. (A) Publicações sobre 
mamíferos, mamíferos selvagens, aves, aves selvagens. (B) ) Publicações sobre mamíferos 
selvagens, aves, aves selvagens. 

 

Fonte: elaborado pelo autor (2019) 

Grond e colaboradores (2018) relataram que mais de 1300 estudos sobre a 

microbiota de aves foram publicados desde 1948, porém estes estudos se 

concentram basicamente na influência da dieta na microbiota, nas respostas da 

microbiota a antibióticos e probióticos, na importância da microbiota na produção de 

carne em aves de corte. Quanto às aves selvagens, as funções microbianas do 

intestino permanecem pouco estudadas, apesar de sua relevância para a 

transmissão de patógenos, e para a compreensão da influência da dieta. 

O baixo número de trabalhos publicados sobre microbiota e microbioma de 

animais selvagens está associado principalmente às dificuldades de capturar e 

coletar as amostras dos animais em seus ambientes naturais (LEY et al., 2008; 

YILDIRIM et al., 2010; NELSON, 2012; BANKS et al., 2014; KONG et al.,2014; 

WELDON et al., 2015; MEDEIROS et al., 2016; LAUER-JÚNIOR et al., 2017).  

Segundo Nelson e colaboradores, (2012 e 2015) compreender a composição 

da microbiota intestinal proporcionaria mais informações sobre o modo de vida dos 

hospedeiros, a alimentação, os parasitas e os períodos com restrição de alimentos. 
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Diferenças associadas ao tipo de alimentação são uma das principais influencias na 

composição da microbiota intestinal, por exemplo, em mamíferos marinhos 

carnívoros e mamíferos marinhos herbívoros os filos mais abundantes eram o 

Firmicutes, Bacteriodetes, Fusobacteria e Proteobacteria. Curiosamente, a 

composição da comunidade bacteriana presente no intestino de mamíferos marinhos 

carnívoros mostrou uma considerável redução na abundância do filo Firmicutes e 

aumento na abundância do filo Fusobacteria em comparação com mamíferos 

terrestres. O filo Fusobacteria possui uma grande gama de microrganismos que 

fermentam carboidratos ou aminoácidos para produzir vários ácidos orgânicos  

incluindo ácido acético, fórmico e butírico (NELSON et al., 2013). 

2.3 MÉTODOLOGIA DO SEQUENCIAMENTO DE ALTO DESEMPENHO DE 

GENES BACTERIANOS PARA ESTUDO DA MICROBIOTA 

A região bacteriana que codifica o gene 16S rRNA possui um tamanho 

pequeno com 1,5 quilo bases (Kb), e é altamente conservada, possuindo 9 regiões 

hiper-variáveis que são utilizadas para identificar e diferenciar várias espécies de 

bactérias (PETERSON et al., 2008). As regiões do gene 16S rRNA mais utilizadas 

para identificação de espécies bacteriana através das técnicas de sequenciamento 

são as V3, V4, V6 e V8 (HAMADY et al., 2008) (Figura 3). 

 
Figura 3 – Diagrama genético mostrando a posição relativa dos primers em relação às regiões 

variáveis 

 

Fonte: http://omegabioservices.com/index.php/16s-reference/ 
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Conforme Jandhyala e colaboradores (2015), a metodologia do 

sequenciamento de genes evoluiu rapidamente, desde o método de desenvolvido 

por Sanger, Coulson, Maxam e Gilbert em 1977 (SANGER et al., 1977; COULSON e 

MAXAM, 1977). Inicialmente, ambos os métodos foram igualmente populares entre 

os pesquisadores, mas com a invenção do termociclador, automação e uso de 

produtos químicos não perigosos, o método de Sanger tornou-se mais popular 

(AMBARDAR et al., 2016).  

O sequenciamento de Sanger evoluiu para o sequenciamento automatizado 

de DNA lançado pela empresa Applied Biosystems em 1987, que também é referido 

como o “sequenciamento de primeira geração”, onde nucleotídeos modificados  

(ddNTPs) são marcados com corantes fluorescentes específicos que interrompem a 

polimerização (AMBARDAR et al., 2016). 

O sequenciamento de segunda geração surge com o desenvolvimento das 

técnicas de sequenciamento que melhoraram significativamente tanto o rendimento 

como o custo. Em meados da década de 2000 vários tipos de plataformas de 

sequenciamento de segunda geração foram surgindo como o 454 (Life 

Sciences/Roche diagnostics), seguida em 2006 pelo Genome Analyzer (Criado pela 

Solexa que posteriormente foi comprada pela Illumina), em 2007 o SOLiD sequencer 

(Thermo Fisher Scientific) e o Ion Torrent em 2010 (LIU et al., 2012; SCHOLZ et al., 

2012; QUAIL et al., 2012; AMBARDAR et al., 2016). Posteriormente, outras 

plataformas denominadas de bancada foram desenvolvidas, como o Ion Torrent 

PGM (Personal Genome Machine) e o Illumina MiSeq (LIU et al., 2012). O Illumina 

MiSeq sequencia amplicons e tem capacidade de realizar as fases de análise de 

diferentes amostras até a análise dos dados gerados no mesmo equipamento (LIU 

et al., 2012) (Tabela 1).  

https://en.wikipedia.org/wiki/Thermo_Fisher_Scientific
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Tabela 1 – Comparação entre as plataformas de sequenciamento Ion PGM e Illumina MiSeq  

 Ion PGM Illumina MiSeq Referências 

Produção de dados 
por corrida 

10 Gb 13.2–15 Gb AMBARDAR et al., 2016 

Capacidade de 
leitura 

200 pb 2 x 300 pb AMBARDAR et al., 2016 

Taxa de erro (%) 1.78 0.8 AMBARDAR et al., 2016 

Método de 
sequenciamento 

Sequenciamento 
por detecção de 
íons de 
hidrogênio 

Sequenciamento 
baseado em 
síntese (SBS) 

AMBARDAR et al., 2016 

Quantidade de 
material 

μg ng (Nextera) LIU et al., 2012 

Análises de dados 
Fora plataforma 
(Servidor) 

Na própria 
plataforma 

LIU et al., 2012 

Fonte: Ambardar et al. (2016); Liu et al. (2012) 
 

As plataformas da Illumina para realizar o sequenciamento usam a síntese 

por meio da enzima DNA polimerase e de nucleotídeos terminadores marcados com 

diferentes fluoróforos (BENTLEY et al., 2008). A ligação das moléculas de DNA 

ocorre por complementariedade entre adaptadores e as bases presas ao suporte 

sólido, local onde se encontram os oligonucleotídeos complementares a esses 

adaptadores, e forma uma estrutura em ponte. As bases são lidas usando uma 

estratégia de terminação reversível cíclica, que sequencia o filamento molde de um 

nucleotídeo de cada vez por meio de ciclos progressivos de incorporação de base, 

lavagem, imagiologia e clivagem (REUTER et al., 2015). 

Após o adaptador se unir por complementariedade ao suporte, inicia-se a 

PCR. Nessa estratégia, usando a extremidade 3’ livre, oligonucleotídeo marcados 

com fluorescência (3´-O-azidomethyl dNTPs) são usados para pausar a reação de 

polimerização, permitindo a retirada das bases não incorporadas. 

Subsequentemente por meio de imagens fluorescentes é identificado o nucleotídeo 

que foi adicionado (GUO et al., 2008; REUTER et al., 2015).  

A plataforma de Sequenciamento Ion Torrent desenvolvida e comercializada 

pela Life Technologies segue uma tecnologia de sequenciamento de DNA distinta, 

pois a identificação das bases ocorre unicamente por diferenças no pH, e não por 

ddNTPs ou reações luminosas, como em outras tecnologias (REUTER et al., 2015). 

O sequenciamento utilizando o modelo Ion Torrent necessita de uma PCR de 

emulsão que é utilizada para amplificar clonalmente fragmentos de DNA ligados a 
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um adaptador na superfície de pequenas esferas. As esferas são subsequentemente 

distribuídas em micropoços em um chip onde ocorre uma reação de 

sequenciamento por síntese. A plataforma Ion Torrent mede as mudanças de pH 

induzidas pela liberação de íons de hidrogênio durante a extensão do DNA 

(ROTHBERG et al., 2011). Essas alterações de pH são detectadas por um sensor 

posicionado na parte inferior do micropoço e é convertido em um sinal elétrico. Este 

sinal é proporcional ao número de bases incorporadas. A cada ciclo de 

sequenciamento são adicionados nucleotídeos individuais permitindo a identificação 

das bases (REUTER et al., 2015).  

As tecnologias de sequenciamento automatizado evoluíram mostrando um 

aumento significativo na velocidade do sequenciamento e na diminuição do custo, 

em 2004 outros tipos de plataformas de sequenciamento de segunda, terceira e 

quarta geração foram surgindo e sendo utilizadas o para sequenciamento (Figura 4). 

Entre eles, HiSeq e NextSeq da Illumina, SOLiD da ABI, HelicosTM, o 

sequenciador MinION da Oxford Nanopore, são alguns deles (REUTER et al., 2015). 

Figura 4 – Cronograma e comparação de diferentes plataformas comerciais de 
sequenciamento 

 

A figura acima mostra as datas de lançamento comercial versus a produção de dados nos 

diferentes sequenciadores por execução. As plataformas de sequenciamento são codificadas 

por cores (adaptado de REUTER et al., 2015). 

 

https://nanoporetech.com/products/minion
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Atualmente, com diferentes plataformas de sequenciamento de alto 

desepenho (Next-Generation Sequencing, NGS), a tecnologia NGS tem a 

capacidade de fornecer dados volumosos com uma boa precisão. Porém, essa 

tecnologia ainda não está totalmente livre de erros (LIU et al., 2012; QUAIL et al., 

2012; SCHIRMER et al., 2015).  

2.4 ANIMAIS MARINHOS PRESENTES NA COSTA BRASILEIRA 

A costa brasileira é a mais extensa área da America do Sul banhada pelo 

Oceano Atlântico, possuindo uma alta diversidade de animais. Ao norte faz fronteira 

com a Guiana Francesa, estendendo-se para a sua fronteira sul com o Uruguai no 

Chuí, apresentando diversos ambientes com diferentes caracterís ticas  

geomorfológicas e geof ís icas (KNOPPERS et al., 1999; DIAZ, 2004; LONGO; 

AMADO FILHO,  2014).   

Quanto à diversidade de aves marinhas, muitas espécies de aves costeiras e 

marinhas já foram identificadas ao longo da costa brasileira e ilhas oceânicas 

(MARINI; GARCIA, 2005). A grande maioria dessas aves migra do Hemisfério Norte 

entre Setembro e Maio, e do extremo sul do continente entre Maio e Agosto, para 

acasalar e reproduzir em áreas marinhas protegidas como o Atol das Rocas (SICK, 

1997; BELLINI et al., 2000).  

Mamíferos marinhos são também encontrados na costa brasileira, como 

animais da ordem Sirenia (peixes-boi) que estão em áreas de mangue nas Regiões 

Norte e Nordeste. Enquanto a subordem Pinnipedia ocorre com uma frequência 

maior na região sul do país, perto do Chuí (MILOSLAVICH et al., 2011). 

2.5 A DIVERSIDADE DA FAUNA MARINHA NA COSTA DO RIO GRANDE DO SUL 

A costa do Rio Grande do Sul estende-se por 620 km entre o Rio Mampituba 

e o Arroio Chuí, (BELTON, 2000; FEPAM, 2019) variando sua largura entre 10 km 

ao norte e chegando a 100 km nas proximidades da Laguna dos Patos (RAMBO, 

2000). Esta região é caracterizada como a planície costeira mais ampla do país 

(ABSALONSEN; TOLDO JR., 2007; MULLER; BARROS, 2013). Conforme o 

Programa de Gerenciamento Costeiro do Rio Grande do Sul (GERCO/RS) o litoral 

do estado pode ser caracterizado em quatro regiões: 1) Litoral Norte: do município 
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de Torres até o município de Cidreira; 2) Litoral Médio Leste: do município de 

Palmares do Sul até São José do Norte, a leste da Laguna dos Patos; 3) Litoral 

Médio Oeste: do município de Barra do Ribeiro até o de Pelotas, a oeste da Laguna 

dos Patos; 4) Litoral Sul: do município de Rio Grande até o de Santa Vitória do 

Palmar (FEPAM, 2019) (Figura 5). 

Figura 5 – Divisões dos quatro setores da região costeira do Rio Grande do Sul 

 

Fonte: http://www.fepam.rs.gov.br/programas/gerco.asp 

 

Segundo o Centro de Estudos Costeiros, Limnológicos e Marinhos 

(CECLIMAR), o litoral do Rio Grande do Sul possui uma das maiores 

biodiversidades de fauna marinha e costeira do Atlântico Sul Ocidental, abrigando 

um grande número de espécies de tetrápodes marinhos. Em meio a essa fauna 

marinha destacam-se diferentes espécies de tartarugas-marinhas como a tartaruga-

cabeçuda (Caretta caretta), tartaruga-verde (Chelonia mydas), tartaruga-de-pente 

(Eretmochelys imbricata), tartaruga-oliva (Lepidochelys olivácea) e tartaruga-de-

couro (Dermochelys coriácea) (MILOSLAVICH et al., 2011) bem como pinípedes: 

focas, lobos-marinhos, leões-marinhos e elefantes-marinhos e várias espécies de 

cetáceos (botos, baleias e golfinhos). Nesta costa também há o registro de 704 

espécies de aves, compreendendo desde espécies nativas até as migratórias do 

hemisfério sul e norte, no qual quase 15% são aves de hábitos marinhos e costeiros  

(FRANZ et al., 2018; CECLIMAR, 2019). 

O litoral gaúcho é uma importante área de reprodução e alimentação de 

muitos organismos marinhos. Muito dessa biodiversidade pode ser explicada pela 

http://www.ufrgs.br/ceclimar
http://www.ufrgs.br/ceclimar/ceram/fauna-marinha-e-costeira/tabela_cetacea.JPG
http://www.ufrgs.br/ceclimar/ceram/fauna-marinha-e-costeira/tabela_cetacea.JPG
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presença da Zona da Convergência Subtropical. Na Costa Gaúcha ocorre o 

encontro de duas correntes marinhas: a Corrente das Malvinas e a Corrente do 

Brasil, e esse fenômeno é chamado de Zona de Convergência Subtropical (BERTÊ, 

2012). A Corrente do Brasil é caracterizada por possuir a água quente, águas 

oligotróficas, formadas principalmente por águas tropicais com temperatura de 20 

ºC, com uma salinidade de 36 psu (SILVEIRA et al., 2000; PORTILHO-RAMOS, 

2014). A Corrente das Malvinas é uma corrente fria, e muito rica em nutrientes, que 

flui para o norte junto à margem continental da Argentina. Essa corrente é derivada 

de águas subantárticas, cujas temperaturas variam de 5º a 9ºC com salinidades 

entre 33-34 psu e originária da corrente circumpolar antártica (WAINER; VENEGAS, 

2002) (Figura 6). Essa zona de transição oceanográfica pode representar o limite 

norte de espécies características de regiões mais frias ou ainda o limite sul para 

espécies mais tropicais, além de receber aves migratórias dos dois hemisférios 

(BERTÊ, 2012). 

Segundo Bertê et al. (2012) no período do outono, inverno e primavera, 

muitos animais saem das suas colônias mais ao sul do continente em busca de 

alimentos. Nesse período, o litoral gaúcho proporciona um importante habitat, de 

alimentação de muitos organismos marinhos (Zona da Convergência Subtropical) 

onde há uma grande biodiversidade. Muitos dos animais jovens vivos e outros 

mortos são encontrados no litoral gaúcho. A presença desses animais neste local 

está associada a diversos fatores como: 1) o fato de muitos estarem aprendendo a 

sobreviver sozinhos, 2) alguns animais morrem durante o percurso (essa 

mortalidade poderia estar associada a sua inexperiência ou por estarem doentes).  

  

http://www.ufrgs.br/ceclimar/ceram/fauna-marinha-e-costeira/MAPA_correntes2.jpg
http://www.ufrgs.br/ceclimar/ceram/fauna-marinha-e-costeira/MAPA_correntes2.jpg
http://www.ufrgs.br/ceclimar/ceram/fauna-marinha-e-costeira/MAPA_correntes2.jpg
http://www.ufrgs.br/ceclimar/ceram/fauna-marinha-e-costeira/MAPA_correntes2.jpg
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Figura 6 – Representação das correntes que ocorrem no litoral brasileiro e formação da Zona 
de Convergência Subtropical pela Corrente do Brasil e Corrente das Malvinas 

 

Fonte: De Amorim (2014) 

2.6 PINÍPEDES 

O termo Pinípede é derivado do latim, que significa pés em forma de pena ou 

asa (pinna = pena; podos = pés).  Esse termo faz referência a animais no qual seus 

membros anteriores e posteriores são modificados em nadadeiras, com membranas 

interdigitais que auxiliam no seu deslocamento na água (OLIVEIRA, 2013). 

Os pinípedes são mamíferos marinhos e estão incluídos dentro da Ordem 

Carnivora, possuindo adaptações morfológicas e fisiológicas para viver no meio 

aquático como também na vida terrestre (GERACI e LOUNSBURY, 2005; 

OLIVEIRA, 2013). Esses mamíferos marinhos atualmente estão distribuídos em três 

famílias: Odobenidae, composta pelas morsas, as quais ocorrem exclusivamente no 

hemisfério norte, a família Phocidae, composta pelos elefantes-marinhos, focas e, a 
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família Otariidae, composta pelos lobos-marinhos e leões-marinhos (PINEDO et al., 

1992; Oliveira, 2013).  

Na costa brasileira foram registradas sete espécies de pinípedes, entre elas 

estão o leão-marinho-do-sul (Otaria flavescens), lobo-marinho-sul-americano 

(Arctocephalus australis), lobo-marinho-antártico (Arctocephalus gazela), lobo-

marinho-subantártico (Arctocephalus tropicalis), foca-caranguejeira (Lobodon 

carcinophagus), foca-leopardo (Hydrurga leptonyx) e elefante-marinho-do-sul 

(Mirounga leonina) (CECLIMAR, 2019). 

Frequentemente os pinípedes, tais como o lobo-marinho que chegam à costa 

do Rio Grande do Sul, estão, na maioria das vezes, em seu primeiro ano de vida e 

são de origem das ilhas rochosas do Uruguai. Apesar do litoral do Rio Grande do Sul 

ter uma extensão de centenas de quilômetros, apenas dois pontos extremos de 

parada no mar para os pinípides são observadas, uma ao sul em Rio Grande e outra 

ao norte em Torres (BERTÊ et al., 2012) 

2.6.1 Lobo-marinho-sul-americano (Arctocephalus australis) 

Essa subespécie sul-americana tem sua distribuição ao longo do Atlântico Sul 

ocidental, sul do Brasil, Uruguai, Argentina e Ilhas Falkland; também costa do sul do 

Chile no Pacífico Oriental. No oceano Atlântico, esses animais podem ser 

encontrados nas rotas do Rio Grande do Sul no Brasil (aproximadamente de 29º a 

32º S), embora o limite norte das colônias de reprodução esteja nas Ilhas Del 

Castillo no Uruguai (34º21'S, 53º44'W) (OLIVEIRA, 2013). Estes animais são 

encontrados ao longo de toda a costa Argentina, onde se pode observar tanto as 

colônias de reprodução quanto as de não-reprodução, podendo ser encontradas até 

na Ilha da Terra Del Fuego-Isla, no extremo sul, incluindo também as Ilhas Falkland. 

Basicamente, sua distribuição é continua ao redor da ponta sul da América do Sul 

até o lado do Pacífico, na Isla Guafo no sul do Chile (43º33'S, 74º51'W) (TÚNEZ et 

al., 2008; CRESPO et al., 2015). 

O lobo-marinho-sul-americano apresenta duas características na sua 

pelagem, a cor marrom-escura ou marrom acinzentada. Os indivíduos possuem um 

porte médio. Os machos adultos chegam a atingir o comprimento de até 200 cm e 

sua massa corpórea pode chegar a 200 kg, enquanto as fêmeas apresentam um 

http://www.iucnredlist.org/details/2055/0
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tamanho menor, e raramente conseguem ultrapassar o comprimento de 140 cm e 60 

kg (OLIVEIRA, 2013).  

A dieta desses animais é composta principalmente de peixes teleósteos 

(Cynoscion guatucupa, Trichiurus lepturus, Engraulis anchoita, Urophycis brasiliensis 

e Anchoa marinii) e cefalópodes (Loligo sanpaulensis e Argonauta nodosa) 

(OLIVEIRA, 1995; NAYA et al., 2002; OLIVEIRA et al., 2008; DE AMORIM, 2014). 

Quanto à reprodução, assim como outros pínipedes, o lobo-marinho-sul-

americano apresenta seu período reprodutivo durante o verão, que pode variar entre 

dois e três meses para os diferentes gêneros da Ordem Pinnipedia. Durante o 

período reprodutivo formam colônias na costa Atlântica da Argentina e do Uruguai, 

onde os machos de A. australis constituem haréns que podem alcançar uma 

proporção de um macho para 13 fêmeas (VAZ-FERREIRA, 1965; DE AMORIM, 

2014). 

2.6.2 Lobo-marinho-subantártico (Arctocephalus tropicalis) 

A distribuição do lobo-marinho-subantártico ocorre ao norte da Antártica 

(entre 10 °W e 170 °E) abrangendo as ilhas oceânicas do Atlântico e do Índico 

(BEAUPLET et al., 2004; DREHMER, 2005). Suas colônias reprodutivas são 

encontradas em sete diferentes locais: na ilha de Gough, que é responsável por 

cerca de dois terços dos nascimentos de filhotes (BESTER et al., 2006), nas ilhas de 

Prince Edward aproximadamente um quarto (WEGE et al., 2016), e o restante dos 

nascimentos ocorrem na Ilha de Amsterd,  Ilha Tristão da Cunha, Ilha Crozet, Ilha St. 

Paul e Ilha Macquarie (GUINET et al., 1994; LANCASTER et al., 2006). Além 

desses, locais, alguns animais vagantes são registrados comumente em locais 

distantes, alcançando a Antártica, América do Sul, África do Sul, Madagascar, 

Austrália e Nova Zelândia (FERREIRA et al., 2008).  

Os machos adultos podem medir entre 180-200 cm e pesar 160 kg, e as 

fêmeas entre 135-150 cm de comprimento total e pesar entre 50 e 55 kg. A 

maturidade sexual é atingida entre quatro a seis anos para as fêmeas, e quatro a 

oito anos para os machos, porém frequentemente a reprodução pode ocorrer após 

os nove anos de idade (BESTER, 1987; OLIVEIRA, 2013).  

As buscas por forrageamento geralmente estendem-se a centenas de 

quilômetros de sua ilha natal. Estes animais alimentam-se oportunistamente de 



34 

várias espécies de peixes, e em menor grau, cefalópodes e crustáceos. Dentre as 

espécies de peixes mais abundantes foram Gymnoscopelus piabilis, G. fraseri e 

Electrona carlsbergi sendo as presas mais comuns. Em menor número outras 

famílias de peixes foram identificadas como parte da dieta deste lobo-marinho: a 

Channichthyidae, Paralepididae, Nototheniidae, Microstomatidae e Notosudidae 

(HOFMEYR e BESTER, 2018).  

A reprodução do A. tropicalis ocorre durante os meses de verão (Novembro a 

Janeiro), quando os indivíduos se reúnem nas colônias reprodutivas. Os machos 

chegam primeiro, estabelecendo territórios por uma combinação de postura, 

vocalizações e combates. A gestação desta espécie é de 360 dias (BESTER, 1995; 

HOFMEYR; BESTER, 2018). 

2.6.3 Microbiota bacteriana intestinal de lobos marinhos do gênero 

Arctocephalus 

A partir dos anos 2000, com a introdução de técnicas de sequenciamento de 

alto desempenho baseadas na amplificação do gene 16S rRNA, houve um aumento 

na compreensão sobre a diversidade e as relações filogenéticas entre os 

microrganismos presentes na microbiota intestinal (LAGIER et al., 2012; HUGON et 

al., 2017). Entretanto, há uma crescente necessidade de evidencias quanto à 

relação entre hospedeiro e sua microbiota intestinal, uma vez que essa relação é 

extremamente complexa, pois esse ecossistema é composto por organismos 

procarióticos, vírus, protozoários, fungos e parasitas (HUGON et al., 2017; LAUER-

JÚNIOR et al., 2017).  

As bactérias, quando associadas à microbiota de seus hospedeiros podem 

ser organismos comensais ou mesmo benéficas, suas populações podem variar 

conforme a fisiologia e o metabolismo do hospedeiro (PAMER, 2007; NELSON et al., 

2015). Contudo, em mamíferos, as doenças bacterianas podem ocorrer por 

diferentes circunstâncias, mas principalmente acontecem em ocasiões onde o 

sistema imunológico do hospedeiro está comprometido. Para mamíferos marinhos, a 

suscetibilidade a patógenos pode ser particularmente elevada devido a estressores 

antropogênicos, como recursos alimentares esgotados, degradação do habitat, 

ingestão de derivados de plástico, exposição química ou sonora (MOS et al., 2006; 

KANNAN et al., 2007; KIGHT; SWADDLE, 2011; FAIR et al., 2013; DENUNCIO et 
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al., 2017). Além disso, eventos de sucessão microbiana intestinal inicial após uma 

infecção bacteriana, assim como a ingestão de micro-plásticos podem levar a 

disbiose (KLEPAC-CERAJ et al., 2010; NELSON et al., 2015. JIN et al., 2019). 

Esforços recentes com a finalidade de caracterizar a composição microbiana 

intestinal do Lobo-marinho-sul-americano (Arctocephalus australis) e do Lobo-

marinho subantártico (Arctocephalus tropicalis) foram realizados em animais 

encontrados ao longo do litoral do Estado do Rio Grande do Sul (MEDEIROS et al., 

2016; KLUGE et al., 2016; LAUER-JÙNIOR et al., 2017) (Figura 7). 

 

Figura 1 – Diversidade de procariontes, eucariotos e vírus na microbiota intestinal de lobos 
marinhos do gênero Arctocephalus 

 

Fonte: elaborado pelo autor (2019) 

Em relação à diversidade procariótica em lobos-marinhos do gênero 

Arctocephalus, Medeiros et al. (2016) usando sequenciamento de alto desempenho, 

avaliaram a comunidade bacteriana presentes em amostra fecais de dez lobos-

marinhos jovens, sendo seis A. australis e quatro A. tropicalis que foram 

encontrados mortos ao longo da costa do Rio Grande do Sul. Seus resultados 

identificaram cinco diferentes filos procarióticos como dominantes: Firmicutes, 

Actinobacterias, Proteobacterias, Fusobacteria e Bacteroidetes (Tabela 2). 

Em outro estudo com envolvendo o gênero Arctocephalus, Smith et al. (2013), 

investigaram a microbiota intestinal de focas australianas (Arctocephalus pusillus 

doriferus) utilizando amostras fecais, de animais com diferentes idades utilizando 

hibridização Fluorescente In Situ (FISH) e pirosequenciamento do gene 16S rRNA. 
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Os resultados do pirosequenciamento indicaram a presença de dez filos Firmicutes, 

Bacteroidetes, Actinobacteria, Proteobacteria, Verrucomicrobia, Cyanobacteria, 

Fusobacteria, Tenericutes, Planctomycetes e a divisão candidata bacteriana TM7. 

 

Tabela 2 – Descrição em percentagem sobre composição bacteriana em amostra fecal de 
Lobos-marinhos A. australis, A tropicalis e A. pusillus doriferus 

 

As metodologias descritas (S) sequenciamento de alto rendimento e (P) pirosequenciamento 
do gene 16S rRNA. Fonte: Medeiros et al. (2016); Smith et al. (2013). 

 

O filo Firmicutes foi constituído principalmente da classe Clostridia, sendo 

dominada pelas famílias Lachnospiracaeae, Peptostreptococoaceae e 

Ruminococcaceae nas três espécies de lobo-marinho. Além disso, Smith e 

colaboradores (2013) observaram um aumento na abundancia nas famílias de 

Lactobacillaceae e Streptococcaceae nos filhotes de lobos-marinhos com seis 

meses, quando comparados com filhotes com dois e nove meses de idade.  

A alta abundância do filo Firmicutes está vinculada à adiposidade, pois este 

filo é associado com a quebra de carboidratos complexos, polissacarídeos, açúcares 

e ácidos graxos (FLINT et al., 2008; TAP et al., 2009). Segundo Bibbo e 

colaboradores (2014), a predominância da classe Clostridia (Firmicutis) presente no 

intestino está associada uma forte influência positiva sobre o sistema imunológico do 

hospedeiro. Uma vez que estes microrganismos estão associados à produção de 
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propriedades anti-inflamatórias, geradas por seu metabolismo fermentativo de 

carboidratos e aminoácidos que produzem ácido graxo de cadeias curtas (SCFA) 

benéficas, acetato, propionato e butirato (SMITH et al., 2013; STEFKA et al., 2014). 

Nelson (2012) relata que a diversidade e abundancia de microrganismos pode 

variar entre as regiões adjacentes do TGI de leopardos-marinhos, onde as 

comunidades bacterianas presentes no cólon e reto eram mais semelhantes entre si 

do que os presentes em seções do duodeno, jejuno e íleo. Ainda neste estudo, foi 

confirmada a semelhança entre as comunidades bacterianas residentes no cólon e 

reto com as em fezes de leopardos-marinhos. Entretanto, os membros da 

comunidade bacteriana do TGI são usualmente compartilhados entre as diferentes 

partes do tubo digestivo.  

2.6.4 Vírus presentes nas fezes de lobos marinhos do gênero Arctocephalus 

Quanto aos vírus presente no TGI de lobos marinhos do gênero 

Arctocephalus, Kluge e colaboradores (2016) relatam sobre a comunidade viral 

presente na microbiota intestinal. A pesquisa avaliou o viroma fecal em lobo-

marinho-sul-americano (Arctocephalus australis) e o lobo-marinho-subantártico 

(Arctocephalus tropicalis), que foram encontrados mortos ao longo da costa do 

estado do Rio Grande do Sul. A investigação utilizou as plataformas Ion Torrent e 

Illumina para o sequenciamento das amostras, e revelou que o viroma de A. 

australis (89%) e A. tropicalis (67%) eram dominados por bacteriófagos (Kluge et al., 

2016). Adicionalmente, sequências de membros das famílias Anelloviridae, 

Parvoviridae e Picornaviridae foram detectadas em ambas as espécies de lobos 

marinhos. Sequências de picobirnavírus, picornavírus e um tipo de vírus da hepatite 

foram identificados em A. australis. Um rotavírus relacionado ao grupo C, e um novo 

membro do Sakobuvirus e um sapovirus muito semelhante ao sapovirus 1 do leão 

marinho da Califórnia foram encontrados em A. tropicalis (KLUGE et al., 2016) 

(Tabela 3).   
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Tabela 3 – Distribuição taxonômica de família para os vírus em cada espécie de lobo-marinho 

 A. australis % A. tropicalis % 

Bacteriófagos 89 67 

Parvoviridae 3 11 

Anelloviridae 1 1 

Picornaviridae 3 8 

Picobirnaviridae 2  

Hepeviridae 0.2  

Reoviridae  5 

Caliciviridae  7 

Fonte: Kluge et al. (2016) 

 

2.6.5 Microbiota de eucariotos no intestino de lobos marinhos do gênero 

Arctocephalus 

Os pinípedes são um grupo de predadores e a sua dieta desperta 

curiosidades quanto a sua composição. A maioria das pesquisas sobre este assunto 

é realizada pela análise e identificação morfológica de resíduos de suas presas 

(bicos cefalópodes, otólitos e ossos de peixe) em amostras fecais (OLESIUK, 1993; 

LITTNAN et al. 2007). Entretanto, estudos que utilizam métodos relacionados à 

análise de DNA também são usados para se obter informações sobre a dieta mais 

detalhada.  

Segundo Nelson (2013) a dieta em animais marinhos tem uma grande 

influência sobre a composição da microbiota do TGI. Neste contexto, os mamíferos 

de uma forma geral, coevoluiram junto a um ecossistema microbiano intestinal 

diverso, que inclui eucariotos microbianos (microeucariotos), entre os habitantes 

ancestrais do intestino (PARFREY et al., 2011). O “Eucariome” microbiano do 

intestino agrupa todas as formas de vida nucleadas, incluindo os fungos (fungos 

filamentosos e leveduras), protozoários e parasitas metazoários cestóides, 

nemátodos e helmintos (LUKES et al., 2015; LAFOREST-LAPOINTE; ARRIETA, 

2018). 

Nos últimos dois séculos com o desenvolvimento populacional e a 

colonização de novas áreas anteriormente habitadas apenas por animais selvagens, 

fizeram com que novas formas de contaminação e dispersão de muitos protozoários 

e fungos circulassem entre humanos e animais selvagens. Por outro lado, em 

humanos a diversidade intestinal de protozoários e fungos mudaram drasticamente, 
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devid00 a melhoria do saneamento, ao acesso à água potável, às campanhas de 

“desparasitação”, a melhor higiene pessoal e ao melhor saneamento alimentar 

(WARGO et al., 2006; SPEICH et al., 2016).  

No entanto, poucos estudos sobre a microbiota eucariótica do TGI de 

pinípedes foram realizados, pois a maioria analisa a microbiota bacteriana. 

Pesquisas sobre microeucariotos que compõem a microbiota do TGI são escassas e 

em sua maioria, são informações relacionadas a parasitas ou a relações 

patogênicas com o hospedeiro. Com esse intuito foi realizado um estudo sobre a 

microbiota Eucariótica presente no intestino do lobo-marinho-sul-americano 

(Arctocephalus australis) e o lobo-marinho-subantártico (Arctocephalus tropicalis) 

mostrado no capítulo I. 

2.7 PINGUIM-DE-MAGALHÃES (Spheniscus magellanicus) 

Os pinguim-de-Magalhães pertencem à ordem Sphenisciformes e sua 

reprodução ocorre na costa atlântica e pacífica da América do Sul. Na Argentina 

existem 66 locais de reprodução; no Chile exibem pelo menos 31 locais conhecidos 

e nas Ilhas Falkland (Malvinas), pelo menos 100 locais foram descritos (WOODS; 

WOODS, 1997, BOERSMA et al., 2013 e 2015). No Oceano Atlântico, durante o 

inverno a maioria dos indivíduos migra para o norte, para o norte da Argentina, 

Uruguai ou sul do Brasil, e excepcionalmente para o norte do Brasil (GARCÍA-

BORBOROGLU et al., 2010; STOKES et al., 2014). Os pinguins-de-Magalhães que 

habitam o Pacífico são menos migratórios, porém alguns individuos viajam até 1000 

km ao norte (SKEWGAR et al., 2014; PÜTZ et al., 2016) e podem ser visitantes raros 

na costa do Peru (ZAVALAGA; PAREDES, 2009). Os alguns desses viajantes já 

foram encontrados na Península Antártica (BARBOSA et al., 2007), bem como 

Austrália e Nova Zelândia (IUCN, 2018). 

A reprodução do pinguim-de-Magalhães ocorre nas colônias entre os meses 

de setembro e março. Na maioria das vezes os pinguins dessa espécie colocam dois 

ovos de tamanhos similares, com um intervalo médio de um a quatro dias. A 

incubação dos ovos pode durar de 36 a 44 dias, os filhotes tornam-se independentes 

aproximadamente entre 60 e 120 dias. Não há um dimorfismo sexual marcante na 

espécie, porém os machos costumam ser mais robustos que as fêmeas. A 



40 

maturidade sexual das fêmeas é alcançada entre 4-5 anos e dos machos entre 6-7 

anos (CECLIMAR, 2019). 

O pinguim-de-Magalhães pode alcançar 65 cm de altura e 4,5 kg. A dieta 

desses animais é composta por uma grande variedade de peixes, crustáceos e 

moluscos (FONSECA et al., 2001; PINTO et al., 2007; BALDASSIN et al., 2010). As 

aves adultas e jovens deixam os locais de nidificação e deslocam-se por correntes 

oceânicas a procura de alimentos em abundância (FRERE et al., 1996; MÄDER et 

al., 2010). 

 

2.7.1 Microbiota bacteriana em pinguins 

Os pinguins são aves dotadas de uma impressionante habilidade de nado, 

que permite a estas aves ser capazes de percorrer longas distâncias (WILLIAMS, 

1995). Estas aves marinhas são amplamente utilizadas como espécies indicadoras 

biológicas, porque são consumidores de alto nível trófico em cadeias alimentares 

marinhas e seu status populacional pode ser usado para inferir a condição geral do 

seu ecossistema (AINLEY et al., 2010; JARMAN et al., 2013). Desse modo, os 

distúrbios ambientais provocados por atividades humanas, como a pesca comercial, 

o turismo, a poluição por óleo, a ingestão de plástico e mudanças climáticas afetam 

diretamente as populações de pinguins (BRANDÃO et al., 2011; BOERSMA; 

REBSTOCK, 2014; BALDASSIN, 2016).  

Assim sendo, pesquisas relacionando a composição microbiana presente no 

intestino de pinguins e a condição de saúde, desenvolvimento e diversidade 

bacteriana entre as diferentes espécies dessas aves tem gerado informações para 

compreender a sua influência sobre estes animais. Uma vez que, se reconhece que 

a microbiota intestinal desempenha um papel importante na fisiologia digestiva, 

incluindo extração de energia, metabolismo e armazenamento de gordura destes 

animais (DEWAR et al., 2014; BARBOSA et al., 2016).  

A espécie de pinguim-de-Adélia (Pygoscelis adeliae) é uma espécie de 

pinguim que habita a Antártida e segundo Banks e colaboradores (2009) a 

composição bacteriana fecal deste pinguim apresentava uma abundancia dos filos 

Bacteroidetes e Firmicutes, semelhante à microbiota intestinal de humanos e 

camundongos. No entanto, ao contrário dos humanos e camundongos o filo 

https://pt.wikipedia.org/wiki/Esp%C3%A9cie
https://pt.wikipedia.org/wiki/Pinguim
https://pt.wikipedia.org/wiki/Ant%C3%A1rtida
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Actinobacteria era o segundo grupo de bactérias mais abundantes nas amostras de 

fezes do pinguim-de-Adélia com cerca de 30%. Curiosamente, o estudo verificou a 

ausência do filo Bacteroidetes nas amostras da colônia de Cotter Cliffs e Cape 

Wheatstone, e a ausência do filo Proteobacteria das amostras de Capes Royds e 

Wheatstone.  

Em outro estudo, foi utilizada a região V2-V3 do gene 16S rRNA para 

investigar a microbiota de quatro espécies de pinguins: pinguim-rei (Aptenodytes 

patagonicus), pinguim-gentoo (Pygoscelis papua), pinguim-macaroni (Eudyptes 

chrysolophus) e o pinguim-azul (Eudyptula minor). Neste estudo as coletas foram 

feitas quando as aves retornavam de viagens de forrageio durante sua época de 

reprodução em três locais diferentes: Bird Island na Geórgia do Sul,  Baie du  Marine 

no Arquipélago de Crozet e Phillip Island na Austrália (DEWAR et al., 2013). Os 

resultados mostraram que os filos mais abundantes presentes em todas as quatro 

espécies de pinguins incluíram os Bacteroidetes, Firmicutes, Proteobacteria e 

Fusobacteria. As quatro espécies de pinguins revelaram diferenças na abundância 

de cada um dos filos. Os pinguins-gentoo eram dominados pelos filos Fusobacteria 

(55%), Firmicutes (18%), Proteobacteria (18%) e Bacteroidetes (7%). Os pinguins-rei 

eram dominados pelos Firmicutes (48%), Fusobacteria (24%) e Bacteroidetes (18%). 

Os filos dominantes nas amostras do pinguim-azul foram Proteobacteria (30%), 

Firmicutes (24%), Bacteroidetes (22%), enquanto que os indivíduos da espécie 

pinguim-macarroni os filos Firmicutes (45%), Proteobacteria (29%) e Bacteroidetes 

(19%) (DEWAR et al., 2013) 

Barbosa e colaboradores (2016) avaliaram diferenças relacionadas à idade e 

a composição da microbiota do TGI do pinguim-de-barbicha (Pygoscelis antarctica) 

na colônia de pinguins na região de Vapour Col na Ilha de Deception, Antarctica. A 

análise também usou a região V1-V3 do 16S rRNA para avaliar a microbiota do TGI 

em amostras de 27 pinguins adultos e 26 jovens. Os filos dominantes foram 

Firmicutes, Bacteroidetes, Proteobacteria, Fusobacteria, Actinobacteria e 

Tenericutes. Houve diferenças entre jovens e adultos. Nos jovens o filo mais 

abundante era o Firmicutes e em adultos o Bacteroidetes. Segundo Barbosa e 

colaboradores (2016) esta diferença entre os dois grupos estaria relacionada a 

fatores ambientais e seus pais teriam um importante papel na colonização 

bacteriana do TGI. Além disso, o autor sugere que os fatores ambientais seriam 

mais influentes do que os genéticos na composição do TGI dos jovens pinguins-de-
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barbicha. No entanto, no estudo é destacada a importância relativa de ambos os 

fatores e que esta hipótese deveria ser testada através de experimentos. 

Infelizmente, as aves selvagens recebem uma menor atenção e, em 

específico, no caso dos pinguins, poucas espécies tiveram sua microbiota avaliada 

por técnicas moleculares. Desde 2009, quando Banks e colaboradores (2009) 

estudaram a microbiota do pinguins-de-adélie apenas cinco trabalhos com esse 

enfoque foram realizados até o presente momento.  
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3 OBJETIVOS 

3.1 OBJETIVO GERAL 

Caracterizar as comunidades de eucariotos e procariotos nas fezes e na 

cloaca de diferentes animais selvagens coletados no Estado do Rio Grande do Sul.  

3.2 OBJETIVOS ESPECÍFICOS 

- Caracterizar a microbiota eucariótica intestinal do lobo-marinho 

Arctocephalus australis e Arctocephalus tropicalis;  

- Caracterizar a microbiota procariótica intestinal do pingum Spheniscus 

magellanicus; 

- Analisar e comparar microbiota procariótica intestinal do pingum Spheniscus 

magellanicus sub-condicionados e caquéticos. 
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4 ARTIGOS 

4.1 ARTIGO I 

FECAL EUKARYOTIC COMMUNITY OF WILD YOUNG SOUTH AMERICAN 

(ARCTOCEPHALUS AUSTRALIS) AND SUBANTARCTIC FUR SEALS 

(ARCTOCEPHALUS TROPICALIS) 

Artigo publicado na revista Annals of Marine Biology and Research. 
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 Characterization of bacterial microbiota in cloacal of young wild magellanic penguins 

during their migratory period found along the coast of Rio Grande do Sul 
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Abstract 

The Magellanic penguins (Spheniscus magellanicus) are found along the south 

coast of South America and their population is classified as near threatened. During the 

migratory period, young and adult animals leave their colonies and migrate thousands of 

kilometers to the north towards the coasts of Argentina, Uruguay and Brazil following the 

ocean current movement of the Malvinas’ current. During this period, these animals may 

ingest anthropic material that will influence microbiota composition, thus being these 

migratory birds excellent indicators to the environmental and health quality of the Ocean life. 

A diversity of studies already has been preformed evaluating the composition of intestinal 

microbiota of a wide range of animals. However, few studies were realized with wild sea 

birds. The present we study evaluated the composition of the gastrointestinal microbiota of 

wild, young Magellanic penguins during migratory period. Samples of cloacal swabs of 20 

live wild Magellanic penguins were collected, along the north coast of Rio Grande do Sul. 

Subsequently penguin samples were divided into six pools of DNA, and separated into two 

animal groups classified as emaciated (3 pools of DNA) and under-conditioned (3 pools of 

DNA) according of body weight. The DNA extracted from the samples was analyzed by the 

partial sequencing of the 16S rRNA gene using High-throughput sequencing technology 

Illumina MiSeq. The results sohwed the Proteobacteria phylum was predominant in both 

groups of emaciated and under-conditioned penguins (53.70% and 44.70%), followed by 

Fermicutes (16.30% and 23.70%) and Bacteroidetes (17.20% and 16.30%), Actinobacteria 

(9.10 and 9.80%) respectively. There were no significant differences between both groups. 

The metabolic profile presented as the most prominent pathways in both groups: amino acid 

biosynthesis (19.76% and 19.90%), carbohydrates (19.04% and 18.99%), metabolism of 

cofactors and vitamins (13.80% and 13.50%) and energy metabolism (12.82 and 12.97%). In 

the functional community of cloacal microbiota, cluster of orthologous groups (COG), the 

largest category was “General function prediction only” (mean between COG annotations 

10.36%), followed by amino acid transport and metabolism (10.29%), inorganic ion transport 

and metabolism (8.47%). Although this research has not found significant differences in the 

composition of the cloacal microbiota between the emaciated and under-conditioned group, it 

has provided the first description on the bacterial community present in wild Magellanic 
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penguins during the migratory period, which may be used in future studies to better 

understand the intestinal microbiota of birds during the migratory period and body condition. 

 

Introduction 

Brazil has one of the great marine biomes of the world. The southern coast of 

Brazil, ranging from southern of Rio de Janeiro state to southern Rio Grande do Sul,  is 

privileged in terms of marine biodiversity, since this area is under the influence of Brazil-

Malvinas confluence zone, recognized as one of the most energetic region of water in all 

oceans. The cold waters of Malvinas current mixes with warmer waters of Brazil current, and 

this mixture originates a notable thermohaline frontal zone [1-3]. The southern coast is 

known to be an important nutritional support for seabirds, shorebird, sea turtles, sea lions, 

dolphins, whales and other marine species, and it is also a resting site for these animals [1]. 

Several bird species were recorded in southern Brazilian state of Rio Grande do 

Sul, including shorebirds and seabirds [4-5]. During the winter, a large number of migratory 

seabirds reach the southern coast of Brazil to feed and rest, however, some of them are 

malnourished, dehydrated, hypothermic, diseased or oil-covered [6, 7, 11, 12-16]. The most 

frequently registered migratory seabirds are Magellanic penguins (Spheniscus 

magellanicus Forter, 1781) [6]. These penguins are found in breeding colonies located along 

the coasts of Chile and Argentina and the Falkland Islands, and after the breeding season, 

young and adult penguins leave the colonies, went out to sea searching for food, such as 

fishes, crustaceans and mollusks [7-11]. Since 2004, Magellanic penguins are classified as 

near threatened according to the International Union for Conservation of Nature [19]. 

Migratory seabirds have ecological importance, since they are excellent indicators of 

environmental and oceanic quality. This is because during migration period, these animals can 

ingested accidentally or together with prey anthropic items, which can provoke unwanted 

effects in the gastrointestinal tract, impacts on the composition and activity of microbial 

communities, as well as with the function in immune system and consequently general animal 

health status [17, 18].  

Fecal microbiota diversity, composition and function appear to play an important 

role in the animal metabolism [20-22]. Microbial communities contribute to synthesis of 

cofactors, the best example is essential cofactors of animals such as coenzyme B12 (vitamin 

B12 family), establishment of metabolic pathways, xenobiotic metabolism, and also 

modulates the host immune functions [23-25]. The microbiota composition is influenced by 
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several factors, including environment, diet, antibiotics use, stress, ageing, and others, being 

the environment and diet considered the main drivers of gut microbiota dynamics [26-30].  

Many studies have documented the fecal microbial communities of a wide range 

of animals, however only few studies have evaluated the gut microbiota community in the 

wild animals, probably due to the migratory habits and/or the difficulty in obtaining samples 

[31-35]. Dewar et al. [36] evaluated the cloacal bacterial community compositions in different 

species of penguins, such as King (Aptenodytes patagonicus), Gentoo (Pygoscelis papua), 

Macaroni (Eudyptes chrysolophus) and Little (Eudyptula minor). Likewise Banks et al. [37] 

and Barbosa et al. [38] investigated the cloacal microbial composition in Adélie (Pygoscelis 

adeliae) and Chinstrap (Pygoscelis antarcticus) penguins respectively, from colonies in the 

Antarctic continent. Differences between penguin species at level of phylum, genus and 

species were observed, where Firmicutes was the dominant in King, Macaroni, Adélie and 

Chinstrap penguins; and Fusobacteria and Proteobacteria in Gentoo and Little penguins, 

respectively [36-38].  

Gut microbiome studies in wildlife species highlights two points: i) the 

understanding of fecal microbial composition and function  in wildlife species could assist the 

process of acclimatization of captive animals and increase their chances  to survive a free life; 

and ii) the analysis of the gut microbiome can point out important aspects related to evolution 

and ecology of wildlife species. Given these foundations, the goal of this study was to 

characterize and compare the cloacal microbiota of young wild Magellanic penguins found 

along the coast of Rio Grande do Sul state, southern Brazil. 

 

Material and methods 

Cloacal swabs samples collection from young wild Magellanic penguins  

Twenty young (first year of life) wild Magellanic penguins were found alive during 

their migratory period in 2015 along the coast of Rio Grande do Sul, from Itapeva beach in 

Torres (29º 20' 07" S; 49º 43' 37" W) to Imbé (29º 58' 31" S; 50º 07' 41" W); and Tramandaí 

(29º 59' 05" S; 50º 08' 01" W) to Dunas Altas (33º 31' 17" S; 50º 29' 39" W) (Figure 1). All 

animals were classified into Code 1 (Live animals) as described by Geraci and Lounsbury 

[39]. The penguins were divided in two groups: Emaciate (1.53 Kg to 1.82 Kg) (n = 10) and 

Under-conditioned (1.90 Kg to 2.68 Kg) (n = 10) as described by Clements and Sanchez [40].  
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Figure 1- Map showing the location where the young wild Magellanic penguins were 

found along the coast of the State of Rio Grande do Sul, Brazil (light gray). The map was 

produced using Qgis. 

 

Cloacal swabs were collected, transferred to a vial containing Stuart's medium and kept 

under refrigeration until processing. Samples collection was authorized by the System of 

Authorization and Information in Biodiversity (SISBIO) number 20185-4, code number 

62966211.  

 

Total DNA extraction 

Total DNA was extracted from cloacal suabes using the QIAamp PowerFecal DNA 

Kit (QUIAGEN) according to the manufacturer’s standard protocol. The DNA concentration 

was determined using the Qubit fluorometer (Thermo Fisher Scientific, 
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Waltham, Massachusetts, USA) and DNA quality was determined using the NanoDrop ND-

1000 (Thermo Fisher Scientific, Waltham, Massachusetts, USA). 

 For DNA extraction, cloacal swabs from penguins with similar body mass were mixed 

(n= 2 or 4 samples), totalizing 6 samples. The swabs were suspended in 2 mL of sterile saline 

solution 0.85% and maintained under agitation (100 rpm) at 37 °C for 24h and 1.5 mL of 

solution was used for DNA extraction (Table 1).  

 

Table 1 - Details of young wild Magellanic penguins (Spheniscus magellanicus) analyzed in 

this study.  

Body Condition 

 

Sample ID No. of animals Average mass (kg) 

Emaciate  P1 2 1.53 ± 0.025 

 P2 4 1.71± 0.020 

 P3 4 1.82 ± 0.022 

Under-conditioned  P4 4 1.90 ± 0.029 

 P5 4 2.06 ± 0.054 

 P6 2 2.68 ± 0.075 

Total  20  

 

PCR-amplification of bacterial 16S rRNA genes and sequencing  

To characterize the cloacal bacterial composition present in the six pooled samples, 

fragments of ~500bp the 16S rRNA gene were amplified using the primers F515 e R806 as 

described by Caporaso et al. [41]. Amplification was performed in a 25 µL mixture consisting 

of 12.5 µl of genomic DNA, 2 mM MgCl2, 0.2 µM of each primer, 200 µM of each dNTP, 1 

U Taq DNA polymerase, and 1 x reaction buffer. The DNA consetration of produc Amplified 

was cheking using a Mastercycler Personal 5332 Thermocycler (Eppendorf
®

) according to the 

following program: initial denaturation at 94°C for 2 min, followed by 25 cycles of 45 sec at 

94ºC, 45 sec at 55ºC, 1 min at 72ºC and a final cycle at 72°C for 6 min. The DNA libraries 

were prepared for MiSeq system using the 16S Metagenomic sequence library preparation 

following the manufacturer instructions (Illumina Inc., San Diego, California, EUA). 

After, PCR amplicons were purifyced using Agencourt AMPure XP beads, and library 

construction was performed following 16S Metagenomic Sequence Library Preparation as 

described in the Illumina MiSeq. Since all samples were sequenced in paired-end, barcode 

sequences were used to identify each sample from the total sequencing output. Sequencing 
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was conducted on an Illumina MiSeq System Personal Genome Machine (PGM) System 

(Thermo Fisher), following the manufacturer’s instructions. 

 Sequences have been submitted to the NCBI database under accession number 

(XXXXXXX). The targeted gene region provides sufficient resolution for the accurate 

taxonomic classification of microbial sequences. 

 

Microbial communities analysis 

 The FastQ file exported from the MiSeq System was processed using Mothur v.1.41.1 

[42], following an updated version of the pipeline adopted by Rampelotto et al. [43]. Initially, 

sequences were depleted of barcodes and primers (where no mismatch was allowed) and then 

a quality filter was applied to eliminate reads with one or more ambiguous bases and 

sequences with homopolymer runs exceeding 6 bp. In addition, the sequences were quality 

screened using a moving window that was 50-base long. Within that window, any read was 

removed with an average quality score (inferred as Phred score) below 30. To further de-noise 

the dataset, sequences were pre-clustered allowing a difference of 1 bp between them using 

the Mothur implementation of pseudo-single linkage pre-clustering algorithm from Huse et al. 

[44]. All potentially chimeric sequences were identified using VSEARCH [45].  

After this initial quality filtering and trimming steps, the remaining sequences were 

clustered into Operational Taxonomic Units (OTUs) based on 97% identitiy and were 

classified using SILVA v132 reference database [46]. All Archaea, Eukaryota, Chloroplasts, 

Mitochondria and unknown reads were removed. The resultant sequences, frequencies and 

taxonomic assignments were converted to an OTU table in biom format. To reduce spurious 

OTUs caused by PCR or sequencing errors, an additional filtering step was performed by 

removing OTUs with less than 5 reads and present in less than 3 samples. The resulting OTU 

table was normalized using the cumulative sum scaling (CSS) method [47] for microbial 

community analysis. 

QIIME version 1.9.0 was used to estimate alpha and beta diversity [48]. OTU 

abundances were used to calculate the alpha diversity metrics, including OTU richness, ChaoI 

richness estimation, Shannon diversity index, and Simpson diversity index. For overall 

comparison of significant differences among bacterial communities (i.e. beta diversity), 

principal coordinates analysis (PCoA) was performed. A matrix using phylogenetic (weighted 

and unweighted Unifrac) and non-phylogenetic (Bray–Curtis dissimilarity) metrics was 

calculated for each pair of samples. The distances were turned into points in space with the 

number of dimensions one less than the number of samples. To achieve statistical confidence 
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for the sample grouping observed by PCoA, a permutational multivariate analysis of variance 

(PERMANOVA) was performed on the distance matrix.  

To compare additional differences among the microbial communities, clustering 

methods based on Bray–Curtis dissimilarity and Person correlation were performed. The 

results of hierarchical clustering were visualized using heatmaps and dendrograms. The most 

prevalent taxa across samples were analyzed with Qiime compute_core_microbiome.py at 

different cut-off values. To detect potential taxa biomarkers, the linear discriminant effect size 

(LEfSe) method was performed [49]. The algorithm performs a nonparametric factorial 

Kruskal-Wallis sumrank test and LDA to determine statistically significant different features 

among taxa and estimates the effect size of the difference. Differences were considered 

significant for a logarithmic LDA score threshold of ±1.0 and a p-value <0.05 after adjusting 

for multiple hypotheses testing with the Benjamin–Hochberg method. 

 

Metagenome prediction 

Predictive functional gene profiling was based on 16S rRNA gene sequencing data 

using Piphillin [50] with updated KEGG database (May 2017) and a confidence cutoff value 

of 97. Piphillin uses direct nearest-neighbor matching between 16S rRNA amplicons and 

genomes to predict the represented genomes. Beta diversity of KEGG orthologs (KO) 

abundances was calculated using the Bray−Curtis metric. Comparison of functional profiles 

of each population was performed using PERMANOVA. Differentially abundant features 

were determined using linear discriminant analysis (LDA) effect size (LefSe). Benjamini–

Hochberg adjusted p-value was calculated to control the false discovery rate (FDR) in 

multiple testing. The KEGG groups were considered significantly enriched by satisfying an 

FDR p-value ≤ 0.05.  

 

Results  

Sequencing Results  

A total of 496,171 sequences reads were obtained from the six pooled samples of 

young wild Magellanic Penguins, from 15.516 to 120.317. The OTUs were clustered at 3% 

distances and represented a unique phylotype. A total of 593 prokaryotic OTUs were obtained 

and the number of OTUs detected in each pooled sample ranged from 227 to 308.  

 

 

Bacterial Taxonomic Composition  
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 Taxonomic classification of the OTU-representative sequences in cloacal samples of 

young wild young Magellanic Penguins was characterized into 13 phyla. In relation to these 

phyla a higher relative abundance between emaciated (E) and under-conditioned (Uc) groups 

was Proteobacteria (53.7% E and 44.7% Uc), followed by Firmicutes (23.70% E and 16.30% 

Uc), Bacteroidetes (17.20% E and 16.30% Uc), and Actinobacteria (9.1% E and 9.8% Uc) 

(Figure 2). The phyla composition was not significantly different from each group of young 

wild Magellanic Penguins (P > 0.05). 

 

 

Figure 2. Average relative abundance of bacterial phyla in the cloaca samples of emaciated 

and under-conditioned wild young Magellanic penguins. Other (Phyla with relative 

abundance smaller than 1% and unclassified). The Magellanic penguins image was adapted 

from Clements and Sanchez [40]. 

 

At the level of bacterial family, 91 families were detected in the cloacal samples of 

wild young Magellanic penguins, however, only 26 with a relative abundance of ≥ 1% and 

accounted for over 79.9% in both groups of penguins (Figure 3). No differences were 

observed in the composition of family among all Magellanic penguins examined, being the 

families Enterobacteriaceae, Pseudomonadaceae, Gammaproteobacteria,_unclassified, 

Family_XI, Weeksellaceae, Burkholderiaceae, Moraxellaceae, Clostridiales_unclassified, 

Sphingobacteriaceae and Shewanellaceae the most abundant and conserved (Additional file 

1).  
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Figure 3. Bar charts showing percentage of cloacal bacterials family in pooled samples of 

emaciated and under-conditioned wild young Magellanic penguins.  
 

Within the 155 genera present in the six pooled-samples, 28 were the most abundant 

(accounted for over 67% of OTUs in both groups). The relative abundance of genus detected 

in the cloacae samples of Magellanic penguins are shown in Table 2. The genus 

Pseudomonas, Psychrobacter, Chryseobacterium, unclassifieds Enterobacteriaceae, 

Gammaproteobacteria and Family_XI were the most frequently detected in both groups of 

penguins. In spite of the fact that some genera have been detected in higher frequency among 

the groups, for example, Fastidiosipila, unclassified Clostridiales, Actinobacteria and 

Family_XI, no statistical differences were observed between the groups (P > 0.05). 
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Table 2. Estimated Relative Abundance of genera identified in cloacal samples of emaciated 

and under-conditioned wild young Magellanic penguins.  

  

Mean of sequences abundance identified 

in  

Phyla Genera Emaciated  Under-conditioned  Media 

Proteobacteria Unclassified Enterobacteriaceae 8.1 8.5 8.3 

 Unclassified Gammaproteobacteria 8.5 6.9 7.7 

 Pseudomonas 6.3 4.8 5.6 

 Psychrobacter 3.5 4.3 3.9 

 

Shewanella 2.7 2.2 2.5 

 

Unclassified Burkholderiaceae 1.6 2.7 2.1 

 

Unclassified Pseudomonadaceae 2.5 1.6 2.1 

 

Unclassified Rhodobacteraceae 1.6 1.3 1.4 

 

Unclassified Alteromonadales 1.1 1.2 1.2 

 

Brevundimonas 1.2 1.0 1.1 

 

Janthinobacterium 0.9 1.3 1.1 

 

Unclassified Cardiobacteriaceae 1.0 1.1 1.0 

Firmicutes Unclassified Family_XI 2.8 5.0 3.9 

 

Unclassified Clostridiales 2.6 4.7 3.6 

 

Fastidiosipila 1.7 2.7 2.2 

 

Unclassified Lachnospiraceae 0.8 1.5 1.2 

 

Paenibacillus 0.8 1.1 1.0 

 

Ezakiella 0.9 1.1 1.0 

Actinobacteria Unclassified Actinobacteria 1.6 2.8 2.2 

 

Unclassified Actinomycetaceae 1.1 1.2 1.2 

 

Rhodococcus 0.9 1.1 1.0 

Bacteroidetes Unclassified Dysgonomonadaceae 1.9 2.6 2.3 

 

Chryseobacterium 3.4 2.6 3.0 

 

Unclassified Weeksellaceae 1.9 1.7 1.8 

 

Unclassified Bacteroidales 1.1 1.6 1.4 

 

Sphingobacterium 1.8 0.6 1.2 

 

Unclassified Sphingobacteriaceae 0.8 1.4 1.1 

Bacteria_unclassified Unclassified Bacteria 1.3 1.7 1.5 
There were no significant differences between the samples analyzed. 

 

Alpha and Beta Diversities 

Alpha diversity indices in cloacal microbiota are shown in Figure 4. According to 

Shannon (2.65) and Simpson (0.85) indexes, no significant differences in the alpha diversities 

of the bacterial communities among emaciated and under-conditioned were observed.  
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Figure 4. Shannon’s diversity and Simpson diversity indexes in cloacal bacteria community 

of emaciated and under-conditioned wild young Magellanic penguins. (A) Shannon’s 

diversity, on the right alpha diversity (individual) and left boxplots; (B), Simpson diversity 

index, on the right alpha diversity (individual) and left boxplots. Error bars represent standard 

error (SE). 

 

Beta diversity was calculated using two different metrics: weighted and non-weighted 

UniFrac distance metrics, since they can lead to different insights into the association among 

microbial communities as shown by other research groups [51, 52]. Principal coordinates 

analysis (PCoA) of the weighted and non-weighted UniFrac distances metric in cloacal 

microbial community of wild young Magellanic penguins, revealed that each pool has distinct 

microbial populations. The weighted UniFrac suggested an association between the 

microbial community in under-conditioned penguins P6 and P4, and a large distance between 

the microbial community of emaciated penguins P2 and under-condition penguins P5. On the 

other hand, non-weighted UniFrac showed a larger distance between the 

microbial community of emaciated penguins P1 and under-condition penguins P6 (Figure 5). 
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Figure 5. Principal coordinate analysis (PCoA) plots using weighted (A) and non-weighted 

(B) UniFrac distance metrics in cloacal bacteria community of emaciated and under-

conditioned wild young Magellanic penguins. The plots were created using the UniFrac from 

QIIME. 

 

Linear discriminant analysis (LDA) effect size (LEfSe) was used to identify specific 

bacterial taxa differentially distributed between estimated and under- conditioned groups. The 

value of FDR 0.537 showed no significant difference between under-conditioned and 

estimated penguins. A total of 13 genera (Paenibacillus, Fastidiosipila, Gallicola, 

Campylobacter, Peptococcus, Acinetobacter, Exiguobacterium and six unclassified genera 

Dysgonomonadaceae, Bacteroidales, Clostridiales, Actinobacteria, Ruminococcaceae, 

Flavobacteriaceae) were differentially represented in under-conditioned penguins, and 12 

genera (Caulobacter, Shinella, Algoriphagus, Bosea, Anaerosinus, Skermanella, 

Anaerocolumna, Clostridiaceae_1, Microbacteriaceae, Xanthomonadaceae, Weeksellaceae, 

Devosiaceae) were differentially represented in emaciated penguins. In addition, Skermanella, 

Anaerocolumna, Caulobacter, Shinella, Algoriphagus, Bosea, Anaerosinus and unclassified 

Devosiaceae were observed only in emaciated group and Xiguobacterium, unclassified 

Ruminococcaceae and Flavobacteriaceae in under-conditioned penguins (Figure 6). 
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Figure 6. Linear discriminant analysis (LDA) effect size (LEfSe) of bacterial taxa in cloacal 

samples of emaciated and under-conditioned wild young Magellanic penguins. 

 

The hierarchically clustered heat map was performed to identify connections among the 

samples. The relative abundance for each bacterial genus was depicted by color intensity 

within the labels indicated in the figure 7. The heat map was performed using phylum 

information. The frequency of distribution indicated high and low abundance distributions of 

microbial communities for each pool. The distribution of Firmicutes phylum was similar in 

P4, P5 and P6 samples (under-conditioned penguins).  

 

 

 
 

 

Figure 7. Hierarchically clustered heat map of the bacterial distribution of different Phyla in 

cloacal bacteria community of emaciated (P1 to P3) and under-conditioned (P4 to P6) wild 

young Magellanic penguins. Hierarchical dendrogram shows the bacterial distribution in each 

pool. The heat map plot depicts the relative percentage of each bacterial pool (variables 
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clustering on the vertical-axis) within each phylum (horizon-axis). The relative values for 

bacterial phylum are indicated by color intensity within the label indicated at the side of the 

figure. 

 

 

Microbial function prediction based on 16S rDNA data 

Functional predictions of the cloacal microbiota in wild young penguins were 

determined in both emaciated and under-conditioned groups by KEGG pathways [53] (Figure 

6). Within the metabolism pathways, the most represented metabolic routes were amino acid 

biosynthesis (19.76% E and 19.90% Uc), carbohydrate metabolism (19.04% E and 18.99% 

Uc) metabolism of cofactors and vitamins (13.80% E and 13.50% Uc), energy metabolism 

(12.82% E and 12.97% Uc), nucleotide metabolism (8.50% E and 8.57% Uc), lipid 

metabolism (6.47% E and 6.49% Uc) and other amino acids (5.57% E and 5.75% Uc). None 

of the identified processes showed significant differences in the predicted abundance of 

metabolic routes between emaciated and under-conditioned penguins. 
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Figure 8. Predicted metabolic functions of the cloacal microbiota of emaciated and under-

conditioned wild young Magellanic penguins.  

 

To characterize differences in the functional community of cloacal microbiota, 

cluster of orthologous groups (COG) of protein categories was used. The transcripts with 

COG annotations were grouped into 23 functional categories. In both groups no significant 

differences were observed. The largest category was “General function prediction only” 
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(mean between COG annotations 10.36%), following by amino acid transport and metabolism 

(10.29%), inorganic ion transport and metabolism (8.47%), function unknown (7.74%), and 

translation ribosomal structure and biogenesis (7.29%) (Figure 9). 

 

 

 

Figure 9. Function classification in Clusters of Orthologous Groups of proteins (COG). All 

transcripts were aligned to the COG database to predict possible functions. The proteins were 

functionally classified into 23 groups. COG categories were indicated in percentage. 

 
 

Core microbiota  

Among the 155 OTUs identified in cloacal microbiota of emaciated and under-

conditioned wild young Magellanic penguins, 102 OTUs were shared by both groups 

(65.80%), 33 OTUs (21.29%) belonged to Proteobacteria, 26 OTUs (16.77%) to Firmicutes, 

17 OTUs (10.96%) to Actinobacteria, 17 OTUs (10.96%) to Bacteroidetes and 9 OTUs 

(5.80%) to other phyla. Moreover, 36 OTUs were observed only to emaciated group (23.22%) 

and 17 OTUs only in under-conditioned group (10.97%) (Figure 10).  
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Figure 10. The Venn diagram indicate the genera (OTUs) found in emaciated and under-

conditioned groups. (A) Venn diagram shows the unique and shared OTUs in the emaciated 

(P1, P2 and P3) and (B) under-conditioned groups (P4, P5 and P6). (C) The numbers inside 

Venn diagram indicate unique and shared genera between groups emaciated (E) and under-

conditioned (Uc). 
 

Discussion  

The cloacal microbiota of the wild young Magellanic penguins with different body 

masses was investigated by high throughput sequencing. The results showed that microbial 

composition and function did not showed significant differences between emaciate and under-

conditioning groups. Firmicutes, Bacteroidetes, Fusobacteria, Proteobacteria, and 

Actinobacteria phyla were detected into the cloacal microbiota of wild Magellanic penguins. 

These phyla have been previously reported on cloacal samples of other birds [54-58] (Table 

3).  

Variations in the gastrointestinal microbiota in penguins have been associated to the 

host, diet, age, habitat, sex and others factors [36-38]. In a study evaluating the interspecific 

variations of the gastrointestinal microbiota in four species of penguins differences in the 

overall abundance of phyla were observed. For example, Proteobacteria is one of the most 

abundant phyla in cloacal samples of Little Penguin (E. minor) [36]. Barbosa et al [38], 

evaluating the gut microbiota in Chinstrap Penguin (Pygoscelis antarcticus), detected 21 

phyla, and most abundant were Firmicutes, Bacteoridetes, Proteobacteria, Fusobacteria, 

Actinobacteria and Tenericutes. 
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Here, a relative higher abundance of Proteobacteria was observed in the cloacal 

microbiota when compared to Firmicutes and Bacteroidetes phyla. The Proteobacteria, 

degrades a number of complex polysaccharides as energy source, and the predominance of 

this phyla could be attributed to the necessity of the penguins to store energy during the 

migratory period. According to Cottrell and Kirchman [57], Alpha, Beta and Gamma 

Proteobacteria in marine microbial communities have the ability to use organic matter such as 

chitin, proteins and amino acids. In addition, in some host species, high abundances of 

Proteobacteria have been associated with dysbiosis in hosts with metabolic or inflammatory 

disorders. 

Both groups of penguins have a higher proportion of Proteobacteria in their 

gastrointestinal tract when compared with mammals or hens domestic [58]. The function of 

the Proteobacteria phylum remains undetermined, since there is a high diversity of taxa within 

this group. Some Proteobacteria can be functionally redundant with members of other 

bacterial groups and need to have their function better understood [59]. An important point to 

be observed in the present study is the absence of a well-conditioned or over-conditioned 

group, this is due to the fact that since we were working with wild animals and generally the 

penguins that arrive to the South coast are debilitated animals or dehydrated. In addition, 

these birds face the competition for food resources with commercial fishing, by catch and 

climate change [6,7,11,16,59]. From this context we can think of two hypotheses to explain 

the results: Normal Microbiota and Dysbiosis. 

In Normal Microbiota hypothesis, the phylum Proteobacteria found in high 

frequencies in the evaluated samples could be important in the capture of energy, since this 

phylum was found in the intestines of species of neotropical frugivorous birds, with a 

dominance of 43% in upper and 57% in lower intestines [60]. High abundances of this 

phylum were also found in feces of two migratory shorebird species, such as Red Knot 

(Calidris canutus) (54.5%) and Ruddy Turnstone (Arenaria interpres) (45.3%). Dewar et al. 

[61] reports that members of the family Enterobacteriaceae (Proteobacteria) were associated 

with gut maturation and development, absorption of dietary fats and lipids, and soluble 

vitamins, enhance the immune system, alteration of lipoprotein profiles, modulation of 

proinflammatory and anti-inflammatory gene expression. On the other hand, these microbes 

were implicated in Gastro-intestinal pathologies, brain-gut axis, and neurological conditions 

[62-96].  

In some host species, high abundances of Proteobacteria have been associated 

with dysbiosis in hosts with metabolic or inflammatory disorders [67]. According to Shing 
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[68], the increase in Proteobacteria abundance is linked to imbalance in the gut microbial 

community which may be a potential marker of disease risk in mammals. Dysbiosis occurs 

with the Proteobacteria boom, this occurs because the microorganisms belonging to 

Enterobacteriaceae have a high genetic variability and frequency of conjugated mediated gene 

transfer, giving these bacteria a greater aptitude on the other members belonging to the 

microbial community of the intestine [68, 69]. This increase of Proteobacteria is caused at the 

moment of interruption of host homeostasis by environmental factors, diet and inflammation 

[68]. One of these factors that could possibly break homeostasis is malnutrition; McGee and 

McMurray [70] have shown that protein malnutrition negatively influences immunity by 

lowering the total IgA concentration in the gut of rats. This deficiency of IgA in the intestine 

induces increased colonization by Protobacteria and greater susceptibility to intestinal 

diseases [71]. 

In the phylum Proteobacteria, the genus Pseudomonas (Pseudomonadaceae) was 

predominant. This genus was described in fecal samples of Bar-headed Goose (Anser 

indicus), Gentoo, Little and Macaroni penguins [61, 72,73]. Pseudomonas could be well-

adapted to the penguins gut, optimizing the digestion of dietary and producing a vast array 

of secondary metabolites with antimicrobial activity against other bacteria, fungi and protozoa 

[61, 74-76].  

Other genus that occured at relatively high frequency in cloacal samples of 

Magalhaes penguins was Psychrobacter (Moraxellaceae). This genus showed the ability to 

degrade chitin, found within cephalopods - mollusks and crustaceans-, important part of a 

penguins diet. Chitin has also been identified in a wide variety of sources, including fish, krill, 

and ornithogenic soils of Antarctica [77]. In addition, this genus was observed in the intestinal 

microbiota of Little Penguins [61]. The genus Psychrobacter has probiotic properties, 

which can alter gut microbiota profiles favoring the growth of anaerobic bacteria. They are 

butyrate-producing bacterium and their presence in Little Penguin was positively associated 

with body mass and fledging survival [61]. However, further analysis would be necessary to 

confirm this hypothesis. 

The presence of the Shewanella genus in the cloacal samples in this study could 

be related to the diet of the animals, since this bacterium was isolated from aquatic habitats, 

fish and mollusc both food source for the penguins [78-80]. In addition, this genus has the 

ability to degrade the chitin present in the exoskeletons of marine invertebrates such as 

shrimp, krill, crab and lobster [81, 82]. 
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The phylum Firmicutes was the second most abundant observed in cloacal 

samples of wild young Magellanic penguins. This phylum is associated with the breakdown 

of complex carbohydrates, polysaccharides, sugars and fatty acids, which are then used by the 

host as an energy source [83, 84]. The relative abundance of the phylum Firmicutes observed 

in this study was similar with the results found in the Gentoo penguin (Table 3). These 

microorganisms were observed in stomach regurgitation, guano, and rookery soils from 

Adélie and Chinstrap penguins and in feces from King, Gentoo and Macaroni penguins [73, 

85]. Still on this cutting edge, unclassified Family_XI, Clostridiales and Fastidiosipila were 

identified in almost double the abundance in under-conditioned penguins when compared 

with emaciated. The presence of these microorganisms could be influencing a better body 

condition of this group because, since Clostridios are often associated with production of anti-

inflammatory properties, generated by their fermentative metabolism of carbohydrates and 

amino acids that produce fatty acids (SCFA) beneficial acids, acetate, propionate and butyrate 

[86,87]. On the other hand, the taxonomic group Clostridial has also been known for some 

important pathogens that can release toxins and cause intestinal diseases such as C. 

botulinum, C. perfringens and, C. tetani [88-93]. 

 

Table  3. Percentage of main phyla describe in difference species of wild young penguins  

Espécies Firmicutes Bacteroidetes Proteobacteria Fusobacteria Actinobacteria Nº de animais 

Adelie
1
 41 5 12.5  35 6 

Chinstrap
2
 60 17.5 11 9 3.6 53 

Gentoo
3
 18 7 18 55 1 4 

King
3
 47 17 4 3  4 

Little
3
 24 22 30 1 6 4 

Macaroni
3
 43 18 30  3 4 

Magalhães
4
 20 16.7 49.2 0.8 9.5 20 

 
1- Banks et al. [37]. 2- Barbosa et al. [38]. 3- Dewar et al. [36]. 4- Present work. 

 

Similar frequency of Bacteroidetes found in cloaca samples of Magalhães Penguin 

was observed in Macaroni, King and Chinstrap (Table 3). Bacteroidetes are knowed to 

degrade organic matter with high molecular weight, like proteins and carbohydrates. The 

genus Chryseobacterium (Flavobacteriacea) identified in this study appears to be part of the 



65 

normal microbiome of penguins, since it was detected in the stomach, guano, rookery of the 

penguins of Adelie (Pygoscelis adeliae) and Chinstrap (Pygoscelis antarctica) and cloacal 

samples of Pygoscelis, King, Gentoo and Macaroni penguins [74,85]. However, 

Chryseobacterium is usually an opportunistic pathogen [73].  

Another microorganism detected in the cloacal samples of wild young penguins 

was the unclassified Dysgonomonadaceae. The presence of this genus in the cloacal sample 

analyzed could be associated with the consumption of Arthropodes by penguins, since these 

bacteria make that part of the microbiota of the intestine of this invertebrate animal. 

According to Murakami et al. [94] Dysgonomonadaceae was found in elevated quantities in 

the intestine of the Andiperla willinki and possess the ability to degrade several 

polysaccharides ingested by host-derived foods such as algae. 

The genus Rhodococcus and unclassified genera Actinobacteria, and 

Actinomycetes from Actinobacteria were identified in the cloacal samples. The phylum 

Actinobacteria would play an important role in the intestinal microbiota of the penguins, since 

this phylum is a chitin decomposer. The microorganisms belonging to this phylum can use 

chitin or chitosan as sources of carbon and nitrogen [95, 96]. The Rhodococcus genus has 

been described in guano deposits in Antarctica [97] and rookery soils from Pygoscelis 

penguins [83,97]. 

The Shannon and Simpson diversity showed no significant results in both groups, 

since the bacterial community varied widely between samples. Other researchers have found 

similar results. Dewar et al. [61] compared the microbiota of Little penguins and Short-tailed 

shearwaters (Ardenna tenuirostris) and also no differences in alpha diversity were observed. 

Regarding beta diversity, in this study, both metrics suggested that each sample studied 

harbored different microbial communities. However, the core of bacteria belonging to the two 

groups studied was 65.8% (Figure 9), that is, there were no differences between the both 

groups studied. 

Interestingly, the metabolic profile of bacterial communities determined by 

KEGG (Figure 8) showed that the most prominent categories were the amino acid pathways 

(mean 19.83%), and carbohydrate (mean 19.01%), similarly in all samples. The results 

observed by Cluster of Orthologous Groups (COG) of protein categories, showed that the 

more predominant were general function prediction only, following by amino acid transport 

and metabolism and inorganic ion transport and metabolism. These results suggest that 

although penguins were separated into two groups by differences in their body masses, the 

emancied and under-conditioned groups have similar environments (Figure 9). 
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In conclusion, choose between the two hypotheses of "Healthy Penguins" or 

"Dysbiosis" would be a hasty way to conclude this research, since studies on intestinal 

microbiota of penguins during their migration are scarce. Studies with other birds show that 

the microbiota may have great influence with the type of diet, since the phylum Proteobacteria 

was predominant. Several factors can influence the microbiota as age, habitat, host, sex, 

antropogenic and other factors. Finally, this research added important information about the 

microbial communities present in the cloacal of undernourished penguins during their 

migration, and maybe this is basic the gut microbiota found in the first year of penguin life 

and which could be valuable information in future comparisons with penguins of the same 

species. Therefore, the knowledge of the intestinal microbiota of penguins is a necessary first 

step for understanding the real condition of the animals. Our study provides background 

information that can be used in future studies to better understand the diversity and function 

of intestinal microbes in penguins and may aid further research on the intestinal microbiota in 

birds during their migration and body condition. 
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5 DISCUSSÃO GERAL 

O habitat intestinal de um organismo pode conter de 300 a 500 espécies 

diferentes de bactérias (BORRIELLO, 1986; GUARNER; MALAGELADA, 2003). 

Essas populações bacterianas, em conjunto com outros microrganismos presentes 

na microbiota TGI como os vírus, bacteriófagos, fungos e protozoários podem trazer  

contribuições funcionais aos seus hospedeiros (XIMENEZ; TORRES, 2017). A 

microbiota intestinal executa uma gama de funções importantes ao hospedeiro, 

como as ligadas ao sistema imunológico, nutrição, ganho de peso, entre outros 

(BACHMANN et al., 2017). 

A expertise na identificação de grandes grupos de microrganismos presentes 

nos mais diversos ambientes passou a se desenvolver mais rapidamente. Após o 

ano de 2004, com o desenvolvimento do sequenciamento de alto desempenho, pois 

está técnica proporcionou um aumento significativo na rapidez do sequenciamento 

de DNA, aliada a redução de custos e a uma ampliação expressiva na quantidade 

dos dados gerados (REUTER et al., 2015). Dessa forma, o número de trabalhos 

investigando a microbiota do TGI também cresceu. Entretanto, quando comparamos 

o número de pesquisas que avaliaram a microbiota do TGI de humanos com animais 

selvagens, nota-se que apenas uma pequena parcela destes estudos, até o 

presente momento, investigava amostras provenientes de animais selvagens. Este 

baixo número de trabalhos, possivelmente se deve à dificuldade de capturar e 

coletar amostras de animais selvagens, em especial os marinhos (BANKS et al., 

2014; KONG et al., 2014; WELDON et al. 2015 MEDEIROS et al., 2016 LAUER-

JÚNIOR et al., 2017).  

Com o intuito de ampliar o conhecimento sobre a microbiota intestinal de 

animais marinhos selvagens, a principal finalidade deste trabalho foi caracterizar a 

microbiota intestinal eucariótica dos lobos-marinhos A. australis e A. tropicalis, e 

também a microbiota bacteriana da cloaca do pinguim-de-Magalhaes S. 

magellanicus. 

Os resultados do estudo do Capítulo 1 sobre a microbiota de lobos-marinho 

jovens mostrou que a comunidade eucariótica fecal era dominada pelo filo Chordata, 

e representada por uma alta abundância da classe Mammalia. A maior frequência 

observada desta classe era esperada, uma fez que no DNA total extraído das fezes 

dos animais contém células dos própios animais. Além disso, observou-se uma 
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grande variação nas frequências encontradas entre os animais, variando de 81,42% 

para a amostra proveniente do animal G1535 e 2,26% para o animal G1537. Estes 

resultados podem estar relacionados ao tipo de morte que foi determinada para os 

animais. Uma vez que os animais que apresentaram a maior abundância da classe 

Mammalia em suas amostras morreram de múltiplas fraturas ou de fratura cervical.  

Assim, estas lesões poderiam gerar hemorragias internas, aumentando a quantidade 

de células de mamíferos no sistema digestório dos animais. Deste modo, também 

pode ser explicada a menor frequência da classe mammalia observada nas 

amostras de fezes do animal G1537 que foi a óbito por morte natural. 

A classe Chromadorea foi à segunda classe mais abundante e também 

identificada em todas as amostras analisadas. Porém, os resultados mostraram que 

o indivíduo G1516 teve a maior frequência observada como 43% e a menor de 3,2% 

observada na amostra G1517. A presença desta classe pode estar relacionada aos 

parasitas do gênero Strongyloides nestes animais. Estes parasitas já foram 

relatados no intestino delgado de A. australis (MENAFRA et al., 2006). Além disso, 

este parasita também foi encontrado no intestino de filhotes de lobo-marinho nas 

colônias do Uruguai (KATZ et al. 2012). 

A presença dos parasitas da classe Trematoda em pinípedes foi relata pela 

presenca da subclasse Digenea no intestino de leões marinhos sul-americanos 

encontrados mortos ao longo da costa do Rio Grande do Sul. Estes parasitas 

infectam os leões marinhos provavelmente por meio da alimentação destes 

mamiferos, pois esses animais são predadores de peixes conhecidos como 

salmonetes (Mugil Platanus), que comumente mantêm a presença de metacercarias 

(PEREIRA, 2013). Deste modo, a elevada abundancia da classe Trematoda 

encontrada nas fezes do lobo marinho G1537, poderia estar associado a uma 

grande infecção causada por estes parasitas e que possivelmente deixou o animal 

debilitado e lavando-o ao óbito. 

É interessante ressaltar que outros grupos de eucariotos foram encontrados 

nas amostras dos lobos marinhos como Arthropoda e Mollusca, porém com 

frequências menores. Isso significa que, se por um lado a classe Mammalia era a 

mais abundante, por outro os lobos marinhos revelaram uma elevada presença de 

parasitas no intestino.  

Os resultados do capítulo 2 descreveram a composição bacteriana presente 

na cloaca do pinguim-de-magalhães durante sua migração. A composição 
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microbiana foi dominada pelo filo Proteobacteria. Os índices sobre a composição e 

diversidade bacteriana de ambos os grupos não mostraram diferenças significativas. 

Os índices de Shannon e Simpsom variaram entre os pinguins sub-condicionados e 

caqueticos em uma faixa relativamente pequena, sugerindo que não há grandes 

diferenças na diversidade bacteriana entre as diferentes massas corpóreas entre os 

dois grupos de pinguins.  

As vias metabólicas mais representativas foram a biossíntese de 

aminoácidos, metabolismo de carboidratos, metabolismo de cofatores e vitaminas 

em ambos os grupos. 

Surpreendentemente, os resultados também mostraram amplas diferenças na 

composição da comunidade bacteriana quando foi comparada a microbiota do 

pinguim de Magalhães com outras seis espécies de pinguins. Segundo Barbosa e 

colaboradores (2016), estas diferenças poderiam estar associadas a dieta dessas 

espécies, por exemplo, o pinguim-gentoo têm uma porcentagem maior de peixes em 

sua dieta que as outras espécies de pinguins.  

No estudo sobre a microbiota da cloaca dos pinguins de Magalhães foi 

observada uma quantidade representativa de microrganismos com a capacidade de 

degradar quitina. A principal diferença entre peixes e krill parece ser o exoesqueleto 

de quitina do krill. Segundo Beier e Bertilsson (2013) a quitina é degradada 

principalmente pelo filo Bacteroidetes em ambientes aquáticos e pelo filo 

Actinobacteria em ambientes como o de solo.  

Uma dieta rica em quitina, como a dos pinguins deve favorecer a dominância 

de microrganismos degradadores de quitina. Para confirmar a importância 

bacteriana na decomposição quitina presentes no TGI de pinguins-de-magalhães, 

serão necessárias mais pesquisas visando caracterizar a real habilidade destas 

comunidades bacterianas em degradar a quitina. 

Por fim, compreender a composição da microbiota intestinal poderia 

proporcionar mais informações sobre o modo de vida dos hospedeiros, a 

alimentação, os parasitas presentes e períodos com restrição de alimentos ou 

durante o período migratório destas aves.  
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6 CONCLUSÃO 

Este estudo caracterizou diferentes e complexas comunidades de organismos 

eucarióticos habitantes do intestino de lobos-marinhos do gênero Arctocephalus, 

quanto os procarióticos na espécie de pinguin-de-magalhães selvagens. Além disso, 

este estudo forneceu o primeiro relato sobre a comunidade bacteriana presente em 

pinguins de Magalhães durante o período migração. Os dados gerados nesta 

pesquisa poderiam ser usados como para futuros trabalhos de comparação sobre a 

microbiota eucariótica e procariótica em animais selvagens durante a migração. 
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