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PREFÁCIO

É desafiador encontrar as palavras certas para o prefácio de uma obra que contém vidas inteiras de dedicação, estudos, 
experiências de sucesso e também fracassos dolorosos que levaram ao crescimento e à evolução do conhecimento. “Reabilitação 
de Procellariiformes (albatrozes, petréis, pardelas)” traz um resumo de tudo o que foi aprendido nessas vidas, permitindo que as 
pessoas que trabalham ou trabalharão na reabilitação deste grupo excepcional de aves partam de um patamar de informações 
de alto nível, adotando as melhores práticas conhecidas no Brasil e fora dele.

Lidar com animais vivos envolve a possibilidade constante e frustrante de perdê-los subitamente por erros banais e condutas 
inadequadas, ainda que bem-intencionadas. Assim sendo, ter à mão uma obra primorosa dessa será um alívio para aqueles que 
enfrentam desafios diários no resgate de fauna, que muitas vezes chega aos centros de reabilitação como consequência das 
próprias ações humanas, que degradam o ambiente e ferem as criaturas que o ocupam.

A beleza deste livro não está apenas na prática de salvamento dos indivíduos que se encontram em condições de risco, mas 
também na preocupação com a conservação das populações como um todo, levando os autores a assumirem posturas técnicas, 
com embasamento científico, e não apenas a agir com a emoção característica daqueles que são apaixonados por animais 
(embora sejam!).

Destaco ainda a grande preocupação ética dos autores no encaminhamento de questões delicadas e controversas, sempre 
orientando o leitor e deixando claro os argumentos que apoiam uma decisão em detrimento de outra.

A publicação destaca ainda a importância da organização de dados e da manutenção de registros do processo de reabilitação, o 
que certamente permitirá novos aprendizados e a geração de novas estratégias.

Por fim, há uma preocupação com os profissionais da reabilitação, para os quais há recomendações de biossegurança e proteção 
individual, muitas vezes negligenciadas no cotidiano, mas que eliminam riscos desnecessários aos seres humanos.

A sistematização de todo esse conhecimento e experiência em um material leve, abrangente e compreensível torna essa 
publicação um presente para aqueles que batalham nas linhas de frente da conservação da biodiversidade e me faz pensar quão 
excelente seria se fôssemos agraciados por trabalhos semelhantes para outros grupos animais que sofrem com as pressões 
geradas pela vida que nós humanos escolhemos adotar.

Priscilla Prudente do Amaral
Bióloga, M.Sc.

Coordenadora do Centro Nacional de Pesquisa e Conservação de Aves Silvestres (CEMAVE)
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1 INTRODUÇÃO
Renata Hurtado, Juliana Y. Saviolli & Ralph E. T. Vanstreels

A ordem dos Procellariiformes (do latim, pro-
cella = tempestade) é composta por aves de hábi-
tos pelágicos como os albatrozes e piaus (família 
Diomedeidae), os petréis, pardelas, faigões, bobos 
e grazinas (família Procellariidae), os painhos e al-
mas-de-mestre (famílias Hydrobatidae e Oceani-
tidae) e os petréis-mergulhadores (família Peleca-
noididae) (Figura 1.1).

São aves com alta longevidade e baixa taxa re-
produtiva, que atingem a maturidade sexual tar-
diamente. Por passarem a maior parte do tempo 
em alto-mar, estas aves são bastante suscetíveis 
aos impactos humanos em ambientes marinhos, 
incluindo a captura incidental por artefatos de pes-
ca (sobretudo em pesca de espinhel), rarefação 
de recursos pesqueiros devido à sobrepesca, po-
luição marinha (p.ex. contaminação por petróleo, 
ingestão de plástico), mudanças climáticas e into-
xicações (p.ex. algas tóxicas). Estas características 
fazem com que estejam entre os grupos de aves 
mais ameaçados do mundo. Assim, em 2001 foi fi r-
mado o Acordo para a Conservação de Albatrozes 
e Petréis (ACAP), um tratado internacional para 

Figura 1.1. Exemplos de representantes das diferentes famílias de Procellariiformes: (a) Diomedeidae 
(albatroz-de-sobrancelha, Thalassarche melanophris); (b) Procellariidae (pardelão-prateado, Fulmarus 
glacialoides); (c) Oceanitidae (alma-de-mestre, Oceanites oceanicus); (d) Pelecanoididae (petrel-
mergulhador-comum, Pelecanoides urinatrix).
Créditos: (a) François Guerraz / Wikipedia Commons; (b,c) J.J. Harrison / Wikipedia Commons; (d) Alan Tennyson / NZ Birds Online.
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mitigar ameaças conhecidas às populações de albatrozes e petréis, 
visando reverter o declínio drástico das populações destas aves. O 
Acordo entrou em vigor em 2004, e em 2008 o Senado Federal rati-
ficou a adesão do Brasil.

A entrada do país no ACAP é essencial devido ao alto número de 
capturas incidentais em águas brasileiras. Estima-se que cerca de 4 
mil albatrozes e petréis morrem todos os anos fisgados pelos an-
zóis das pescarias de espinhel no Brasil. Desde sua implementação, 
o ACAP auxilia os países signatários a estabelecer planos de ação 
para a proteção de 31 espécies de Procellariiformes.

O Plano de Ação Nacional para Conservação de Albatrozes e 
Petréis (PLANACAP) foi elaborado de forma a proteger tanto as 
aves residentes, ou seja, as espécies que se reproduzem em ter-
ritório brasileiro, quanto as migratórias, que frequentam a costa 
brasileira apesar de não se reproduzirem no país. O Plano teve sua 
versão original publicada em 2006, recomendando a entrada do 
Brasil no ACAP. Assim, em 2008 este acordo foi ratificado e passou 
a entrar em vigor no mesmo ano. Revisado em 2012, o PLANACAP 
tem desempenhado um papel central na elaboração e estrutura-
ção das estratégias para conservar estas aves no país. O PLANACAP 
atua, ainda, em integração com o Plano de Ação Nacional para a 
Conservação das Aves Marinhas (PAN Aves Marinhas), que articu-
la as ações de conservação para promover a recuperação das po-
pulações e mitigar as principais ameaças às aves marinhas e seus 
habitats no Brasil. 

A reabilitação de fauna é uma dentre várias estratégias para a con-
servação de Procellariiformes, desde que técnicas de reabilitação re-
conhecidas e pré-estabelecidas sejam implementadas durante todas 
as etapas envolvidas no cuidado aos animais. Como consequência de 
variações ecológicas e de impactos humanos no ambiente marinho, 
um grande número de Procellariiformes debilitados são resgatados 

e encaminhados a instituições de reabilitação ao longo do litoral 
brasileiro anualmente. Por seus hábitos pelágicos e contato limi-
tado com ambientes terrestres, os Procellariiformes muitas vezes 
têm dificuldade em lidar com o ambiente de centros de reabilitação, 
podendo desenvolver uma variedade de problemas de saúde caso 
não sejam utilizados procedimentos e instalações adequados para 
estas espécies.

Devido ao número crescente de Procellariiformes que têm sido 
resgatados no litoral do Brasil nos últimos anos, bem como ao fato 
de estas serem espécies sensíveis e ameaçadas de extinção, duran-
te a revisão de 2012 do PLANACAP detectou-se a necessidade de 
implementar uma ação especificamente relacionada aos cuidados 
destas aves durante o processo de reabilitação. Desta forma, este 
livro tem como objetivo cumprir a Ação 2.5 do PLANACAP, articula-
da pelos editores deste livro, que tem como objetivo oferecer dire-
trizes e recomendações para a reabilitação de Procellariiformes no 
Brasil. Esperamos, portanto, que este livro preencha uma lacuna 
importante ao fornecer as informações necessárias aos profissio-
nais envolvidos no monitoramento e reabilitação destas aves no 
país, encorajando-os e subsidiando-os para a participação na pes-
quisa científica aplicada à conservação dos Procellariiformes, bem 
como dos ambientes marinhos que estas aves habitam.
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2 BIOLOGIA GERAL E ESPÉCIES COM 
OCORRÊNCIA NO BRASIL
Juliana Y. Saviolli, Ralph E. T. Vanstreels & Tatiana Neves

A característica anatômica que distingue os Procellariiformes das 
demais aves é a presença de tubos nasais. Nos albatrozes e piaus, 
as narinas se abrem em dois tubos nasais, sendo um em cada lado 
do bico (Figura 2.1a). Já nos petréis, as narinas estão situadas na 
parte superior do bico unidas em um único tubo nasal (Figura 2.1b), 

Figura 2.1. Exemplos dos diferentes formatos de tubo nasal em Procellariiformes: (a) albatroz-errante (Diomedea exulans); (b) petrel-
gigante-do-sul (Macronectes giganteus); (c) bobo-de-cauda-curta (Ardenna tenuirostris).
Créditos: (a,b) Ralph Vanstreels / Nelson Mandela University; (c) J. J. Harrison / Wikipedia Commons. 

separadas por um septo mediano. Nas espécies de pequeno por-
te, os tubos nasais podem ser curtos, mas ainda assim podem ser 
identifi cados na parte superior do bico (Figura 2.1c). Acredita-se 
que a função destes tubos nasais está relacionada ao olfato apura-
do destas aves, que é essencial na busca pelo alimento.
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A ordem dos Procellariiformes forma um grupo com tamanho cor-
poral muito diverso, podendo variar desde os 25 g das almas-de-
-mestre (Oceanites oceanicus) até os 12 kg dos albatrozes-errantes 
(Diomedea exulans). Os albatrozes-errantes possuem a maior en-
vergadura dentre todas as aves existentes, atingindo 3,7 metros. O 
formato das asas, longas e estreitas, está diretamente relacionado 
com o voo planado que permite o deslocamento em longas distân-
cias e ampla distribuição com pouco gasto energético. Por conta de 
suas asas especializadas ao voo planado, muitas espécies precisam 
correr por vários metros ou dependem de condições de vento forte 
para conseguirem alçar voo. As exceções são os petréis-mergulha-
dores (Pelecanoididae), que se assemelham mais às alcas (Alcidae) 
e realizam o voo com intenso batimento das asas. 

Com raras exceções, os Procellariiformes passam a maior parte 
de suas vidas em alto-mar, recorrendo à terra apenas para se 
reproduzirem. Na maioria dos casos, estas espécies escolhem 
ambientes isolados para reprodução, como ilhas oceânicas ou 
trechos remotos de costas continentais. Albatrozes são aves longevas, 
com baixa fecundidade e maturidade tardia. A idade da primeira 
reprodução pode variar entre 5 anos para espécies de médio porte 
(Thalassarche spp.) até 11 anos para os maiores albatrozes (Diomedea 
spp.). Muitas espécies se reproduzem anualmente, mas diversas 
outras nidificam apenas a cada dois anos devido ao longo período 
de cuidado parental. No caso do albatroz-errante, por exemplo, o 
cuidado com o filhote chega a durar 365 dias, o que implica em uma 
taxa reprodutiva ainda mais baixa. Macho e fêmea compartilham os 
cuidados com o ovo e o filhote, e passam por longos períodos de 
jejum enquanto se alternam em viagens para busca de alimento, 
que podem durar algumas semanas. O desenvolvimento do filhote 
é lento, a postura é de apenas um ovo e a reprodução ocorre na 
mesma ilha onde nasceram (filopatria).

Suas presas são preferencialmente cefalópodes (lulas e polvos), 
crustáceos (krill, anfípodes e outros) e peixes. Enquanto os albatrozes   

(Diomedea spp., Thalassarche spp.) capturam predominantemente 
as presas mais próximas à superfície da água, muitas espécies de 
petréis são mergulhadoras habilidosas e podem atingir até 70 me-
tros de profundidade. Petréis-gigantes (Macronectes spp.) e piaus 
(Phoebetria spp.) se alimentam de carcaças de aves e mamíferos 
marinhos, e no caso dos petréis-gigantes também ocorre a preda-
ção de ovos, filhotes e adultos de outras aves marinhas. Algumas 
espécies de pequeno porte, como as almas-de-mestre e os faigões 
(Pachyptila spp.), filtram o zooplâncton por um sistema de lamelas 
no bico. Para encontrar seu alimento, os Procellariiformes possuem 
sentidos apurados de visão e olfato, e utilizam a estratégia de voo 
planado para forragear em amplas áreas com mínimo esforço. O 
bico em formato de gancho auxilia na captura de presas escorre-
gadias, e as membranas interdigitais auxiliam na natação e deco-
lagem. De hábitos predominantemente diurnos ou crepusculares, 
estas aves podem descansar enquanto planam ou pousar na água 
para dormir, dependendo das condições ambientais.

Das 22 espécies de albatrozes e piaus (Diomedeidae) existentes 
no mundo, 10 ocorrem em águas brasileiras, sendo nove delas clas-
sificadas como ameaçadas de extinção em algum grau segundo a 
lista da União Internacional para a Conservação da Natureza (IUCN) 
e a Lista Oficial das Espécies da Fauna Brasileira Ameaçadas de Ex-
tinção (MMA). Para as demais espécies (Procellariidae, Hydrobati-
dae, Oceanitidae e Pelecanoididae), das 32 espécies que ocorrem 
no Brasil, oito estão ameaçadas de extinção. A Tabela 2.1 apresenta 
a lista completa dos Procellariiformes que ocorrem no país, bem 
como os status de ameaça de extinção e presença/ausência nas lis-
tas oficiais do ACAP e PLANACAP. Além destas espécies, há outras 
seis espécies cuja ocorrência no Brasil é considerada incerta: alma-
-negra (Bulweria bulwerii), painho-da-ilha-da-Madeira (Hydrobates 
castro), diablotim (Pterodroma hasitata), grazina-das-desertas (Ptero-
droma deserta), grazina-da-Madeira (Pterodroma madeira) e pardela-
-pequena (Puffinus assimilis).
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Embora um grande número de espécies de Procellariiformes 
possa ser registrado no Brasil, a grande maioria é considerada vi-
sitante sazonal (espécie cuja ocorrência no país ocorre de forma 
regular) ou vagante (espécie cuja ocorrência no país é irregular). 
Indivíduos jovens de albatroz-de-sobrancelha-negra (Thalassarche 
melanophris), no entanto, ocorrem durante todo o ano na costa sul 
e sudeste do Brasil, podendo também ocorrer em associação com 
outras espécies. Apenas duas espécies de Procellariiformes com-
provadamente se reproduzem em território nacional brasileiro: a 

pardela-de-asa-larga (Puffinus lherminieri), que nidifica no arqui-
pélago de Fernando de Noronha (e historicamente nidificava em 
baixo número em ilhas costeiras do Espírito Santo) (Figura 2.2a), 
e a grazina-de-Trindade (Pterodroma arminjoniana), que nidifica na 
Ilha da Trindade (Figura 2.2b). Embora alguns autores tenham su-
gerido que o petrel-de-Kermadec (Pterodroma neglecta) também 
se reproduza na Ilha da Trindade, estes registros são considera-
dos questionáveis. 

Figura 2.2. Duas espécies de Procellariiformes se reproduzem em território brasileiro: (a) a pardela-de-asa-larga (Puffinus 
lherminieri) se reproduz no Arquipélago de Fernando de Noronha; (b) a grazina-de-Trindade (Pterodroma arminjoniana) se 
reproduz na Ilha da Trindade.
Créditos: (a) Julio Mulero; (b) Angus Wilson.

a b
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ESPÉCIE NOME COMUM CBRO IUCN MMA ACAP PLANACAP
Diomedeidae

Diomedea dabbenena
Diomedea epomophora
Diomedea exulans
Diomedea sanfordi
Thalassarche cauta
Thalassarche chlororhynchos
Thalassarche chrysostoma
Thalassarche melanophris
Phoebetria fusca
Phoebetria palpebrata

Procellariidae
Aphrodroma brevirostris
Ardenna gravis
Ardenna grisea
Ardenna tenuirostris
Calonectris borealis
Calonectris diomedea
Calonectris edwardsii
Daption capense
Fulmarus glacialoides
Halobaena caerulea
Macronectes giganteus
Macronectes halli
Pachyptila belcheri
Pachyptila desolata
Pachyptila vittata
Procellaria aequinoctialis
Procellaria cinerea
Procellaria conspicillata
Pterodroma arminjoniana
Pterodroma incerta
Pterodroma lessonii
Pterodroma macroptera
Pterodroma mollis
Pterodroma neglecta
Puffi  nus lherminieri
Puffi  nus puffi  nus

albatroz-de-Tristão
albatroz-real
albatroz-errante
albatroz-real-do-norte
albatroz-arisco
albatroz-de-nariz-amarelo
albatroz-de-cabeça-cinza
albatroz-de-sobrancelha
piau-preto
piau-de-costas-claras

grazina-de-bico-curto
bobo-grande-de-sobre-branco
bobo-escuro
bobo-de-cauda-curta
bobo-grande-de-Cory
bobo-grande-de-Scopoli
bobo-de-Cabo-Verde
pomba-do-Cabo
pardelão-prateado
petrel-azul
petrel-gigante-do-sul
petrel-gigante-do-norte
faigão-de-bico-fi no
faigão-rola
faigão-de-bico-largo
pardela-preta
pardela-cinza
pardela-de-óculos
grazina-de-Trindade
grazina-de-barriga-branca
grazina-de-cabeça-branca
fura-buxo-de-cara-cinza
grazina-mole
petrel-de-Kermadec
pardela-de-asa-larga
bobo-pequeno

VS
VS
VS
VS

VA(S)
VS

VA(S)
VS
VS

VS#

VA(S)
VS
VS
VA
VN
VN
VN
VS
VS
VS
VS
VS
VS
VS

VA(S)
VS

VA(S)
VS
R

VS
VA(S)
VA(S)

VS
R*
R

VN

CR
VU
VU
EN
NT
EN
EN
LC
EN
NT

LC
LC
NT
LC
LC
LC
NT
LC
LC
LC
LC
LC
LC
LC
LC
VU
NT
VU
VU
EN
LC
LC
LC
LC
LC
LC

CR
VU
CR
EN

EN

VU

VU
CR
EN

CR

sim
sim
sim
sim
sim
sim
sim
sim
sim
sim

sim
sim

sim

sim

sim
sim
sim
sim

sim
sim
sim
sim

sim

sim

sim

sim

sim
sim

sim

Tabela 2.1. Lista das espécies de Procellariiformes com ocorrência registrada no Brasil, incluindo sua classifi cação pelo Comitê Brasileiro de Registros Ornitológicos 
(CBRO), pela União Internacional para a Conservação da Natureza (IUCN), pelo Ministério do Meio Ambiente (MMA), pelo Acordo para a Conservação de Albatrozes e 
Petréis (ACAP) e pelo Plano de Ação Nacional para a Conservação dos Albatrozes e Petréis (PLANACAP).
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ESPÉCIE NOME COMUM CBRO IUCN MMA ACAP PLANACAP

Hydrobatidae
Hydrobates leucorhous 

Oceanitidae
Fregetta grallaria 
Fregetta tropica
Oceanites oceanicus 
Pelagodroma marina 

Pelecanoididae
Pelecanoides magellani  

painho-de-cauda-furcada

painho-de-barriga-branca
painho-de-barriga-preta
alma-de-mestre
painho-de-ventre-branco

petrel-mergulhador-de-Magalhães

VN

VS
VS#
VS
VA

VA(S)

VU

LC
LC
LC
LC

LC

Legenda: R: residente; VS: visitante sazonal oriundo do sul do continente; VN: visitante sazonal oriundo do hemisfério norte; VA: vagante (espécie de ocorrência aparentemente irregular 
no Brasil); VA(S): vagante oriundo do sul do continente; #: status presumido, mas não confi rmado; *: status considerado questionável; CR: criticamente em perigo; EN: em perigo; VU: 
vulnerável; NT: quase ameaçada; LC: menor preocupação.
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Os Procellariiformes formam um dos grupos mais ameaçados 
de extinção dentre as aves marinhas. A ameaça mais importan-
te para a conservação destas aves em todo o mundo é a captura 
incidental em artefatos de pesca, principalmente na pesca de es-
pinhel. A pesca de espinhel utiliza uma linha longa, de cerca de 
80 km de comprimento, à qual são presas entre 800 a 1200 linhas 
secundárias com anzóis. Dependendo da espécie-alvo da pesca, o 
comprimento das linhas secundárias, pesos e boias são utilizados 
para ajustar a profundidade em que os anzóis permanecem. Os 
Procellariiformes, principalmente os albatrozes, são impactados 
negativamente quando tentam se alimentar das iscas utilizadas 
nos anzóis (lulas ou peixes), e acabam capturados por estes an-
zóis, sendo arrastados para o fundo do mar ainda vivos e morren-
do afogados (Figura 3.1a e 3.1b). 

A poluição marinha com plástico e outros resíduos sólidos é pre-
judicial aos Procellariiformes, pois estes itens podem causar lesões 
ou serem ingeridos ou fornecidos como alimentação aos fi lhotes 

3 AMEAÇAS À CONSERVAÇÃO DOS 
PROCELLARIIFORMES NO BRASIL
Juliana Y. Saviolli, Ralph E. T. Vanstreels & Tatiana Neves

(Figura 3.1c). A poluição marinha por produtos químicos também 
é prejudicial a estas aves, como se torna evidente em caso de der-
ramamentos de petróleo (Figura 3.1d), mas também em exposição 
crônica a pesticidas e outros contaminantes. 

A introdução de espécies invasoras a ambientes isolados, como é 
o caso de roedores e gatos em muitas ilhas oceânicas, pode levar a 
considerável mortalidade de Procellariiformes, como exemplifi ca-
do pelos ataques a fi lhotes de albatrozes por ratos e camundon-
gos (Figura 3.1e). A propagação de patógenos, que em alguns casos 
pode ser potencializada pela presença humana, também constitui 
uma ameaça para a conservação de algumas populações de Pro-
cellariiformes, como os surtos de poxvirose em albatrozes no atol 
de Midway, por exemplo (Figura 3.1f). Outras ameaças importantes 
à conservação incluem, ainda, as intoxicações por biotoxinas pro-
duzidas por algas e microrganismos marinhos e as alterações de 
disponibilidade de alimento relacionadas às mudanças climáticas.
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Figura 3.1. Exemplos de ameaças à conservação de Procellariiformes: (a) albatroz-de-sobrancelha (Thalassarche melanophris) interagindo com pesca de espinhel 
(notar lesão em olho esquerdo); (b) albatroz-errante (Diomedea exulans) afogado devido à captura incidental em anzol de espinhel; (c) filhote de albatroz-de-Laysan 
(Phoebastria immutabilis) que morreu devido à ingestão de grande quantidade de itens plásticos; (d) albatroz-arisco (Thalassarche cauta) impactado por derivados de 
petróleo; (e) filhote de albatroz-de-cabeça-cinza (Thalassarche chrysostoma) com lesões devido à mordedura por camundongos; (f) filhote de albatroz-de-Laysan com 
lesões causadas por poxvirose.
Créditos: (a) Fabiano Peppes / Projeto Albatroz; (b) Guy Marcovaldi / Projeto Tamar; (c) Chris Jordan; (d) NZ Forest & Bird; (e) Ralph Vanstreels / Nelson Mandela University; (f) Cathy Granholm / Kilauea Point 
National Wildlife Refuge.
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Infelizmente, a ocorrência de maus tratos tem sido uma amea-
ça crescente no Brasil, principalmente para as espécies de médio 
a grande porte. Casos de Procellariiformes mutilados têm sido ob-
servados tanto em alto-mar quanto em indivíduos resgatados nas 
praias (Figura 3.2). O corte/arrancamento do bico e lacerações das 
membranas interdigitais são efetuadas de forma proposital. Acredi-
ta-se que a motivação destas ações seja devido à interação negativa 

Embora apenas duas espécies nidifiquem no Brasil, a costa do país 
é uma importante região para a conservação dos Procellariiformes 
devido à sua relevância como área de alimentação. A alta produtivi-
dade da convergência subtropical no sul-sudeste do país, área onde 
as águas quentes da corrente brasileira encontram-se com as águas 
frias da corrente das Malvinas e com as águas ricas em nutrientes 

com a atividade pesqueira (competição por recursos pesqueiros). 
Estas mutilações de bico impedem a captura das presas em vida 
livre, levando à morte por inanição. Da mesma maneira, o corte das 
membranas interdigitais torna as aves incapazes de realizar a cor-
rida sobre a água para levantar voo em dias pouco ventosos, impe-
dindo-as de voar e se alimentar normalmente.

da pluma do Rio da Prata, sustenta os estoques pesqueiros e as 
maiores concentrações de aves marinhas. Em busca dos grandes 
peixes pelágicos, as embarcações de espinhel da frota do sudeste 
e sul do Brasil atuam sobre essa mesma área de concentração das 
aves (Figura 3.3), levando à mortalidade por captura incidental. Es-
tudos no Brasil revelam que, na ausência de medidas mitigadoras, 

Figura 3.2. Exemplos de albatrozes-de-sobrancelha (Thalassarche melanophris) vítimas de maus-tratos no litoral brasileiro. 
Créditos: (a) Nicholas Daudt / UERGS; (b) Rede de Atendimento Veterinário do PMP-BS.
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Figura 3.3. Distribuição das ocorrências de albatrozes e petréis que interagem 
com barcos de pesca brasileiros.
Fonte: Projeto Albatroz.

Figura 3.4. Procellariiformes capturados incidentalmente em pesca de espinhel 
pelágico em águas brasileiras.
Créditos: Fabiano Peppes / Projeto Albatroz.

cerca de 0,102 a 0,229 aves são capturadas para cada 1.000 anzóis 
de espinhel lançados ao mar. Considerando as centenas a milhares 
de anzóis lançados por cada barco espinheiro por dia, estudos rea-
lizados pelo Projeto Albatroz estimam que aproximadamente 4.000 
albatrozes morrem por ano no Brasil por captura incidental em 
pesca de espinhel (Figura 3.4). Considerando o nível de ameaça de 

Embora a prevenção dos impactos das atividades humanas 
nas populações de Procellariiformes seja a estratégia mais eficaz 
para a conservação destas aves a longo prazo, os esforços de re-
abilitação também podem constituir uma estratégia importante 
para mitigar estes impactos. Além disso, o resgate e atendimen-

algumas espécies, como do albatroz-errante e do albatroz-de-Tristão 
(Diomedea dabbenena), esse quadro se torna bastante preocupante. 
Além destas ameaças conhecidas, o fato de que grandes números 
de albatrozes e petréis encalham periodicamente em nossas praias 
indica que a costa brasileira enfrenta desequilíbrios ecológicos que 
ainda não são totalmente compreendidos.

to de Procellariiformes que encalham na costa brasileira é uma 
ferramenta valiosa para a investigação e o monitoramento dos 
impactos que estas aves sofrem em alto-mar, permitindo a iden-
tificação de novos problemas e a avaliação dos resultados das 
estratégias de conservação.
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Procellariiformes passam a maior parte do tempo de suas vidas 
em alto-mar, estando pouco adaptados a permanecer em am-
bientes terrestres por longos períodos. Esta característica faz com 
que tenham mais propensão a desenvolver problemas de saúde 
secundários ao cativeiro, além de serem altamente sensíveis ao 
estresse sensorial imposto pelo ambiente dos centros de reabili-
tação (em comparação a outras aves). É imperativo, portanto, que 
os centros de reabilitação disponham de instalações adequadas 
para minimizar o estresse destas aves e evitar o desenvolvimento 
de lesões e enfermidades. 

Os requisitos mínimos para estruturas físicas a serem utilizadas 
para a reabilitação de Procellariiformes no Brasil podem ser encon-
trados no documento Diretrizes para a reabilitação de albatrozes e 
petréis do Centro Nacional de Pesquisa e Monitoramento de Aves 
Silvestres (CEMAVE), cujo endereço eletrônico para livre acesso é lis-
tado ao fi nal deste capítulo. Em suma, as instalações devem ser or-
ganizadas de modo a conterem as seguintes áreas: (a) preparação 
de alimentos, (b) admissão/ambulatório/laboratório, (c) estabiliza-
ção/quarentena/cuidado intensivo, (d) área externa e (e) necropsia. 
Para a reabilitação de Procellariiformes oleados, também são neces-
sárias áreas de lavagem, enxágue e secagem. Recomenda-se a leitura 
destas Diretrizes para maiores detalhes acerca das características e 
requisitos de cada uma destas áreas, sendo que no presente capítulo 

4 INSTALAÇÕES E RECINTOS
Renata Hurtado, Ralph E. T. Vanstreels & Juliana Y. Saviolli 

são oferecidas considerações adicionais específi cas aos recintos em 
que as aves serão mantidas.

Estímulos visuais, auditivos, olfativos e táteis
Os Procellariiformes são aves relativamente quietas e que mui-

tas vezes não aparentam estar assustadas quando manuseadas. 
No entanto, é importante ter em mente que essa aparente calma 
é, na maioria dos casos, enganosa. Embora isso nem sempre seja 
evidente à primeira vista, estas aves são extremamente sensíveis 
ao manuseio excessivo e a ambientes com estímulo visual, auditi-
vo e olfativo. Por este motivo, o ambiente em que estas aves são 
mantidas deve ser o mais tranquilo e silencioso possível.

É essencial fornecer barreiras visuais às aves, estejam elas debili-
tadas ou não, de modo a evitar que observem a movimentação nor-
mal das equipes de reabilitação. Além disso, deve-se atentar para 
que as barreiras visuais não bloqueiem ou limitem signifi cativamen-
te a ventilação do recinto. Ter atenção redobrada ao utilizar lonas, 
pois estas possuem a capacidade de bloquear a passagem de ar e, 
dependendo da região e época do ano, sobreaquecer o recinto. Por 
isso, é recomendado que as lonas sejam apenas utilizadas como 
barreira visual em recintos externos e nunca de forma a cobrir to-
das as laterais (paredes). Não é recomendado que as aves sejam 
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mantidas em caixas d’água vazias, pois apesar de oferecerem bar-
reira visual, estas estruturas não permitem a adequada circulação 
do ar.

Toalhas, panos e lençóis podem ser eficientemente utilizados 
para bloquear a visibilidade, permitir a ventilação e ao mesmo 
tempo oferecer uma proteção mecânica caso as aves se assustem 
e se debatam no recinto (Figura 4.1). Vale notar que superfícies 
lisas como panos e toalhas costumam inibir comportamentos de 
fuga de maneira mais eficiente do que estruturas teladas, grade-
adas ou com frestas. É importante posicionar as toalhas e lençóis 
de modo a recobrir as laterais das grades, evitando que as aves 
possam prender o bico ou danificar suas penas em frestas e es-
truturas rígidas. É importante atentar, ainda, para a ausência de 
margens e objetos pontiagudos.

Ambientes escuros (ou luz baixa) e silenciosos contribuem para 
manter as aves mais calmas, reduzindo seu gasto energético e fa-
vorecendo uma recuperação mais rápida. É importante que os re-
cintos não fiquem em proximidade a equipamentos ruidosos (bom-
bas d’água, lavadoras a jato, liquidificadores, etc.) ou áreas que são 
inevitavelmente ruidosas (locais de limpeza e descontaminação de 
equipamentos, áreas abertas à visitação, etc.). Os recintos devem 
ser tão afastados quanto possível e abrigados de ruídos de áreas 
urbanas (veículos, buzinas, latidos de cães, música, etc.). Os Pro-
cellariiformes não lidam bem com a exposição ao público, deven-
do ser mantidos em ambientes reservados. Além disso, as equi-
pes de reabilitação (assim como as de limpeza, manutenção, etc.) 
devem ser silenciosas ao trabalhar nas proximidades dos recintos 
dessas aves. Eventuais reformas ou obras de manutenção devem 
ser, se possível, adiadas para períodos em que não houverem  
Procellariiformes em reabilitação (ou então estas aves deverão ser 
temporariamente deslocadas a áreas mais silenciosas).

Considerando o olfato apurado destas espécies, atentar ao possível 
estresse causado pela utilização de produtos químicos com odor for-
te e/ou irritante durante a desinfecção das instalações.

Após o período de ação do desinfetante, um enxágue minucioso 
com água limpa deverá ser efetuado. É importante, ainda, assegu-
rar-se que as aves não tenham qualquer tipo de contato visual, olfa-
tivo ou auditivo com outros animais que possam ser reconhecidos 
como predadores, sejam eles domésticos (p.ex. cães, gatos) ou ma-
rinhos (pinípedes). No caso dos Procellariiformes de pequeno por-
te, estes também deverão ser mantidos afastados dos mandriões 
(Stercorariidae), dos petréis-gigantes (Macronectes spp.) e de outras 
aves predadoras.

Por fim, é importante enfatizar que estas são aves selvagens e não 
devem ser amansadas. Isto é particularmente relevante no caso dos 
petréis-gigantes, que têm uma tendência maior a se acostumarem 
à presença humana, sendo que qualquer contato além do estrita-
mente necessário para a reabilitação destas aves deverá ser sem-
pre evitado. Além disso, caso a ave apresente sinais de mansidão 
deverá ser buscada uma maneira de oferecer as alimentações sem 
que a ave associe os tratadores/reabilitadores ao alimento.

Ventilação e temperatura
Por passarem a maior parte de suas vidas em alto mar, os Pro-

cellariiformes não possuem um trato respiratório bem adaptado à 
inalação constante de partículas em suspensão e esporos fúngicos 
ou bacterianos. Portanto, estas aves devem ser mantidas em am-
bientes bem ventilados para evitar o desenvolvimento de doenças 
respiratórias. Para instalações fechadas recomenda-se garantir que 
os ambientes possuam constante fluxo de ar. A manutenção de 
ambientes bem ventilados pode ser desafiadora considerando a 
necessidade de manter as aves protegidas por barreiras visuais 
ou no caso de aves hipotérmicas. Neste sentido, o uso de ambien-
tes revestidos com material permeável como toalhas finas, lençóis 
ou telas tipo sombrite é uma alternativa satisfatória para oferecer 
ambientes protegidos e bem ventilados. A utilização de ventila-
dores, de forma constante, é altamente recomendada durante a 
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reabilitação. Em casos de aves hipotérmicas, o uso de ventilado-
res associados a aquecedores se mostrou eficiente para promover 
ventilação e temperatura adequadas.

A maioria dos Procellariiformes realiza voo de planagem e, ao con-
trário de muitas outras aves, não possui musculatura desenvolvida 
para a movimentação vigorosa das asas. Por conta disso, essas es-
pécies precisam correr por alguns metros para alçar voo, ou neces-
sitam de condições de vento forte para fugir quando mantidas em 
ambientes sem teto e com paredes ou telas relativamente baixas. 
Mesmo assim, é importante considerar que, na ausência de recin-
to externo totalmente telado, a ave deve ser transferida para área 
interna durante a noite para evitar ataques de predadores e por 
precaução no caso de eventuais ventanias noturnas.

Embora muitos Procellariiformes habitem regiões mais frias que 
o Brasil e sejam tolerantes a baixas temperaturas (quando saudá-
veis), é importante lembrar que as aves recebidas para reabilitação 
podem apresentar dificuldade em regular sua temperatura cor-
pórea devido ao seu quadro de debilidade. A hipotermia deve ser 
considerada uma das prioridades no tratamento clínico, devido à sua 
gravidade e ao elevado risco de óbito. Assim, é importante monito-
rar cuidadosamente a temperatura do ambiente para assegurar con-
forto térmico às aves, principalmente durante a noite. Um ambiente 
para aves em recuperação deve oferecer uma temperatura relativa-
mente constante, sem oscilações bruscas. Este aspecto tende a ser 
particularmente crítico para os Procellariiformes de pequeno porte. 
No caso de aves hipotérmicas, é necessário prover fontes de aque-
cimento tais como termoventiladores ou lâmpadas infravermelhas.

O conforto térmico deve buscar fornecer opções de tempera-
tura às aves, sem forçá-las. Por este motivo, o recinto deve ser 
estruturado de modo a permitir que a ave tenha a opção de se 
afastar da fonte de calor caso se sinta desconfortável (Figura 
4.2). No caso de pacientes em condição clínica crítica (que não 

conseguem ativamente se afastar da fonte de calor), a tempera-

tura corpórea deve ser monitorada regularmente. É importante 

verificar, ainda, que a fonte de calor não esteja excessivamente 

próxima para que não ocorram queimaduras e desidratação de-

vido à exposição prolongada em aves debilitadas.

Figura 4.1. Exemplo do uso de toalhas para revestir as paredes 
de um recinto de internação, oferecendo barreira visual 
sem comprometer a ventilação. Notar também o uso de tela 
emborrachada no revestimento das paredes, para evitar lesões e 
danos às penas. 
Créditos: Luis Felipe Mayorga / IPRAM.

Figura 4.2. Uso de termoventiladores ajuda a corrigir quadros de 
hipotermia, porém é necessário assegurar-se que a ave possa 
se afastar ou se aproximar do aquecedor para poder escolher a 
temperatura ótima. 
Créditos: Luis Felipe Mayorga / IPRAM.
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Recintos
A anatomia dos Procellariiformes é relativamente mal adaptada 

ao ambiente terrestre, de modo que se forem mantidas em recin-
tos com substratos inadequados estas aves poderão desenvolver 
graves lesões em quilha e em membros inferiores. É inaceitável 
que Procellariiformes sejam mantidos em gaiolas desenvolvidas 
para aves silvestres pet (p.ex. gaiolas para Psittaciformes e Pas-
seriformes), independentemente da condição clínica apresentada. 
Também não se recomenda a utilização de canis ou gatis metáli-
cos (tipo internação), exceto em casos emergenciais e se tiverem 
o gradil lateral e o piso devidamente cobertos com panos, telas 
emborrachadas, redes de algodão ou lençóis para evitar lesões e 
danos à plumagem (principalmente quebra de rêmiges e retrizes).

Caso o paciente esteja debilitado ou se recuperando de anes-
tesia, a acomodação em caixas de transporte tipo pet pode ser 
utilizada, desde que o tamanho seja condizente com a espécie 
recebida. Acomodar uma ave em recinto que cause restrição de 
movimento (que impeça a abertura completa de ambas as asas 
ou que, ao ficar em pé, a ave encoste sua cabeça no teto do recin-
to) pode ser feita apenas por períodos muito curtos e somente se:  
(a) a condição clínica é tão crítica que impossibilita o paciente de 
se movimentar voluntariamente; (b) estiver recebendo fluidote-
rapia intravenosa (Figura 4.3); ou (c) em recuperação pós-anesté-
sica (Figura 4.4). Animais alertas (que não estão mais com acesso 
venoso, que conseguem manter a cabeça erguida e tentam bicar) 
jamais devem ser mantidos em locais excessivamente restritivos, 
nem mesmo por períodos curtos.

Figura 4.3. Albatroz em recinto com restrição de movimento 
durante tratamento intensivo com fluidoterapia intravenosa. 
Créditos: Ralph Vanstreels / IPRAM.

Figura 4.4. Albatroz em caixa de transporte para restrição 
de movimento durante recuperação anestésica. A porta da 
caixa deve permanecer fechada, tendo sido aberta apenas 
para registro fotográfico. 
Créditos: Renata Hurtado / IPRAM.
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A escolha do piso e do substrato do recinto deve buscar um equi-
líbrio entre o tipo de higienização, o conforto das aves e a preven-
ção de lesões. Para conciliar estes aspectos, uma estratégia fre-
quente é utilizar um piso de fácil limpeza com o qual as aves não 
têm contato direto (p.ex. azulejos, granitina, cimento queimado). 
Sobre este piso, colocar estruturas ou substratos que ofereçam 
uma superfície seca e macia para as aves e possam ser substi-
tuídos periodicamente para higienização (p.ex. redes suspensas, 
toalhas, espumas, pisos emborrachados, estrados de borracha, 
grama artificial). Pisos do tipo grelha, comuns em canis metálicos, 
jamais podem estar em contato direto com a ave, pois o risco de 
causar lesões é bastante alto, além de causarem desconforto.

As aves debilitadas (que passam a maior parte do tempo em 
decúbito esternal) de médio a grande porte devem ser mantidas 
sobre estruturas teladas e suspensas. Estas estruturas podem 
ser feitas utilizando-se canos de PVC para formar um quadrado 
ou retângulo (que será usado como base), com quatro ou mais 
apoios (pés), e fixando uma rede de algodão sem nós bem es-
ticada (com tensão suficiente para suportar o peso do animal, 
cedendo o mínimo possível) e com altura suficiente para que o 
corpo da ave não toque o chão (Figuras 4.5 e 4.6). A utilização 
deste tipo de estrutura impede que o animal fique em contato 
direto com as fezes e com o piso, evitando o apodrecimento das 
penas, a formação de escaras de apoio em quilha e prevenindo 
pododermatites e/ou lesões articulares. Estas estruturas teladas 
também podem ser inseridas nas caixas de transporte tipo pet. 
O piso sob a tela pode ser recoberto com materiais descartáveis 
(p.ex. jornais novos, papel tipo craft) ou laváveis (p.ex. lençóis, 
toalhas) que serão substituídos de 2 a 3 vezes ao dia, facilitando 
a manutenção da limpeza no recinto.

Figura 4.5. Exemplo de estruturas suspensas de tela de 
algodão sem nós. 
Créditos: Juliana Saviolli / CRAM-FURG.

Figura 4.6. Estruturas suspensas de tela de algodão sem 
nós também podem ser instaladas dentro de caixas de 
transporte para oferecer conforto às aves debilitadas. 
Créditos: Leandro Egert / IPRAM.
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Para aves debilitadas que estejam em condição corporal ruim 
ou péssima, é recomendável que se forneça apoio para a qui-
lha feito a partir de toalha, pano ou cobertor dobrado em for-
ma de “meia-lua” (Figura 4.7). Além destes cuidados, conhecer 
a biologia da espécie em reabilitação também é fundamental. 
Para aves que nidificam em tocas (como é o caso da maioria dos  
Procellariiformes de pequeno porte), fornecer um abrigo que mi-
metize uma toca é essencial para garantir o bem-estar da ave 
durante o período em cativeiro. Esta toca artificial não precisa ter 
uma estrutura de piso, apenas de cobertura, permitindo assim 
que a ave utilize o mesmo substrato do restante do recinto. Além 
disso, a toca artificial deve ser de fácil higienização e de material 
atóxico. Podem ser utilizados, por exemplo, a metade superior 
de caixas de transporte, ninhos artificiais de acrílico ou plástico 
(Figura 4.8a), ou outros materiais semelhantes. Mesmo que a ave 
seja de pequeno porte e esteja acomodada em caixa de transpor-
te, é importante prover uma toca artificial (Figuras 4.8b e 4.8c).

Passada a fase de estabilização, as aves que estiverem clinica-
mente aptas podem ser mantidas em área externa, composta 
por uma área seca e parcialmente coberta, com acesso a piscina 
com água limpa. Deve-se sempre considerar a temperatura do 
ambiente e incidência direta da luz solar, sendo imprescindível 
a disponibilidade de locais com sombra para o conforto térmico 
dos animais.

É muito importante que durante a reabilitação dos Procellariifor-
mes sejam utilizados piscinas e tanques onde os animais consigam 
nadar livremente. A piscina deve possuir uma barreira visual nas 

Figura 4.7. Uso de toalhas dobradas em “meia lua” para oferecer apoio à quilha 
de aves debilitadas. 
Créditos: (a) Luis Felipe Mayorga / IPRAM; (b) Renata Hurtado / IPRAM.

Figura 4.8. O oferecimento de tocas artificiais é importante para espécies que 
nidificam em tocas: (a) oferecimento de toca artificial em recinto para faigão-de-
bico-largo (Pachyptila vittata); (b,c) oferecimento de toca em caixa de transporte 
para alma-de-mestre (Oceanites oceanicus) debilitado. 
Créditos: (a) Renata Hurtado / SANCCOB; (b,c) Renata Hurtado / IPRAM.
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Figura 4.9. As piscinas devem ser suficientemente amplas para que as aves 
possam abrir completamente as asas e realizar comportamentos de banho e 
organização das penas, e devem possuir barreiras visuais para evitar a exposição 
a estímulos estressantes. 
Créditos: (a) Renata Hurtado / IPRAM; (b) Renata Hurtado / Taronga Zoo.

Figura 4.10. Piscinas infantis de lona também podem ser utilizadas para espécies 
de pequeno porte. 
Créditos: Renata Hurtado / IPRAM.

Figura 4.11. O uso de skimmers é importante para assegurar que a superfície da 
água esteja livre de gordura e outras sujidades. 
Créditos: Cristiane Kolesnikovas / Associação R3 Animal.

laterais, possibilitando que o animal permaneça na água com con-
forto, porém sem obstruir a ventilação. A piscina deve ter tama-
nho condizente com o porte do animal, além de espaço suficiente 
para que a ave consiga abrir totalmente as asas e realizar suas 
atividades de banho e organização das penas (preening) (Figura 
4.9). No caso de espécies de pequeno porte, piscinas infantis de 
lona também podem ser utilizadas (Figura 4.10). Para a remoção 
da gordura e outras sujidades da superfície da água, é fundamen-
tal que as piscinas de reabilitação contem com skimmer ou trans-
borde permanente (Figura 4.11). Pode-se oferecer uma opção de 
rampa para os animais saírem da água por vontade própria (Figu-
ra 4.12), uma área de descanso parcialmente imersa (Figura 4.13), 
ou monitorar as aves constantemente para removê-las da água 
quando necessário (ou seja, quando demonstrarem ansiedade ex-
cessiva e tentativas repetidas de sair da água, ou estiverem com 
a plumagem excessivamente molhada). O uso de bombas d’água 
para criar uma correnteza e queda d’água também ajuda a estimu-
lar as aves a se movimentarem e limparem as penas (Figura 4.14).
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Figura 4.12. Exemplo de recinto com piso emborrachado e piscina com rampa. 
Créditos: Renata Hurtado / Taronga Zoo.

Figura 4.14. Exemplo de piscina externa para Procellariiformes, ilustrando uma 
área ampla e parcialmente coberta, com barreira visual que permite ventilação e 
bomba d’água para oferecer água salgada limpa e em movimento. 
Créditos: Renata Hurtado / IPRAM.

Figura 4.13. Exemplo de rampa de tela de algodão, servindo como área de des-
canso parcialmente imersa na piscina. 
Créditos: Luis Felipe Mayorga / IPRAM.

O piso da área seca do recinto externo não deve ser abrasivo, 
sendo recomendável o uso de piso emborrachado (Figura 4.12), 
seixo rolado, piso telado com rede de algodão sem nós (Figura 
4.15), grama artificial, espumas cobertas com toalhas ou cama-
das grossas de toalhas. Várias aves da mesma espécie podem ser 
colocadas em um mesmo recinto, contanto que haja espaço sufi-
ciente e os indivíduos não apresentem sinais de estresse (Figura 
4.16). Também é importante dar atenção especial para que o piso 
não comprometa a integridade das membranas interdigitais.
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Figura 4.15. Exemplo de combinação de telas suspensas de algodão e piso de 
seixo rolado em recinto externo. 
Créditos: Juliana Saviolli / CRAM-FURG.

Figura 4.17. Exemplo de recinto de piscina elevada para aves pelágicas. 
Créditos: Ralph Vanstreels / International Bird Rescue.

Figura 4.16. Diversas aves podem ser mantidas no mesmo recinto, contanto que 
haja espaço suficiente e que não apresentem sinal de estresse. 
Créditos: Juliana Saviolli / CRAM-FURG.

Quando as aves estiverem aptas a permanecer em ambientes 
externos, uma alternativa é o uso de piscinas elevadas (Figura 
4.17). Piscinas elevadas têm como objetivo criar uma sensação 
de “horizonte aberto”, mimetizando o ambiente de alto-mar, e 
reduzir o estresse associado à visão do fluxo de pessoas nos ar-
redores do recinto sem a necessidade de paredes que obstruam 
o espaço visual das aves.
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Biossegurança é o conjunto de medidas que buscam minimizar 
os riscos de transmissão de agentes infecciosos. Por este motivo, é 
importante ter em mente que os procedimentos de biossegurança 
devem ser incorporados de modo permanente à rotina de reabili-
tação dos Procellariiformes, mesmo na ausência de surtos de do-
enças. É importante assegurar a adequada limpeza e desinfecção 
das instalações e equipamentos, bem como estabelecer uma rotina 
de higiene pessoal rigorosa já que a maioria dos animais estarão 
imunocomprometidos. A utilização de medidas de biossegurança 
evita a transmissão de doenças entre as aves e diminui o risco de 
exposição a patógenos que possam impedir ou retardar seu pro-
cesso de reabilitação, além de minimizar os custos com tratamento 
e controle de surtos.

Outro componente crítico da biossegurança é o combate às zoo-
noses, enfermidades que podem ser transmitidas dos animais aos 
seres humanos. Dentre as zoonoses que podem potencialmente ser 
transmitidas por Procellariiformes, destacam-se a infl uenza aviária, 
a doença de Newcastle e uma variedade de infecções bacterianas e 
fúngicas oportunistas.

Saúde e higiene pessoal 
Os tratadores e reabilitadores estão frequentemente em contato 

com animais marinhos e poderão ser expostos a patógenos, sendo 

5 BIOSSEGURANÇA E USO DE 
EQUIPAMENTOS DE PROTEÇÃO INDIVIDUAL
Laura Reisfeld & Renata Hurtado

importante que estejam clinicamente saudáveis ao lidar com estas 
espécies. Assim, pessoas com o sistema imune comprometido, seja 
devido a doenças pré-existentes ou tratamentos imunodepressores, 
não devem ter contato com as aves. Vale lembrar que os tratadores 
e reabilitadores também podem ser fontes de infecção, uma vez 
que estão em contato direto ou indireto com outras espécies ani-
mais (p.ex. aves domésticas e sinantrópicas, outras aves em reabi-
litação). Da mesma forma, profi ssionais que estejam doentes não 
devem cuidar diretamente dos animais ou atuar no preparo da ali-
mentação.

A higienização correta das mãos é de extrema importância na pre-
venção de doenças. Vale lembrar que os braços também entram 
em contato com os animais e devem ser lavados juntamente com 
as mãos. A limpeza frequente do rosto também é importante para 
remover possíveis respingos. É essencial que as roupas e calçados 
utilizados no centro de reabilitação não sejam os mesmos utiliza-
dos em ambiente residencial ou social, tanto para evitar a expo-
sição de outras pessoas e animais domésticos aos patógenos das 
aves, quanto para evitar expor as aves a possíveis patógenos de 
origem doméstica. Pelos mesmos motivos, não consumir alimentos 
e bebidas em áreas utilizadas para o manejo das aves ou em sua 
proximidade. Também não é aceitável que se fume no interior nem 
nos arredores do centro de reabilitação.

EQUIPAMENTOS DE PROTEÇÃO INDIVIDUAL
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Equipamentos de proteção individual
Os equipamentos de proteção individual (EPIs) têm como objeti-

vo primário proteger a equipe dos riscos inerentes ao manuseio 
das aves em reabilitação. Para que estas medidas sejam efetivas, 
é essencial garantir a disponibilidade destes itens em quantidade, 
tamanho e estado de preservação adequados, além de assegurar a 
utilização correta destes equipamentos (Tabela 5.1).

EPIs descartáveis devem sempre ser devidamente descartados 

É importante observar que EPIs que entraram em contato com 
aves oleadas não devem ser utilizados em aves sem óleo, uma vez 
que este contato resultará na contaminação das aves limpas. Por 
esta razão, é necessário manter dois conjuntos separados destes 
equipamentos (devidamente identifi cados), um para uso com aves 
oleadas e outro para uso com aves sem óleo.

após o uso, enquanto os EPIs que podem ser reutilizados preci-
sam passar por uma cuidadosa rotina de higienização diária ou 
logo após a sua utilização. É importante notar que as máscaras de 
proteção denominadas “cirúrgicas” não são efi cientes para evitar 
a transmissão de doenças, uma vez que não conferem a proteção 
adequada contra microrganismos zoonóticos. Para esta fi nalidade, 
as máscaras modelo N95/PFF2 são mais adequadas devido ao tipo 
de fi ltro empregado em sua fabricação.

Pedilúvio

As instalações para reabilitação devem possuir pedilúvios com 
produtos desinfetantes. Estes pedilúvios deverão ser instalados na 
entrada das áreas de manutenção de aves e de preparo de alimen-
tos. As pessoas trabalhando nestas áreas deverão usar botas de 

EQUIPAMENTO USO RECOMENDADO

Botas de borracha
Uniforme/roupas de trabalho
Macacão impermeável
Luvas de borracha
Luvas de pano ou algodão

Luvas de látex

Luvas nitrílicas
Luvas nitrílicas com manga ¾
Macacão tipo Tyvek®

Avental/jaleco
Óculos de proteção
Máscara N95/PFF2

Atividades que envolvam uso de água ou trânsito em áreas de manutenção ou manejo de aves.
Atividades que envolvam acesso a áreas de manutenção ou manejo e contenção física de aves.
Atividades que envolvam uso de água, tais como lavagem de recintos e piscinas, lavagem e enxágue de aves, entre outros.
Manuseio de pescado, limpeza e desinfecção das instalações.
Utilizadas em sobreposição às luvas de borracha durante procedimentos que envolvam a contenção física de aves de médio a 
grande porte ou o manuseio de pescado congelado.
Realização de necropsia ou procedimentos veterinários, manuseio de amostras biológicas, contenção física de aves com suspeita 
de doença infecciosa.
Contenção física de aves oleadas ou objetos contaminados com óleo ou produtos químicos perigosos.
Lavagem de aves oleadas de médio a grande porte.
Manuseio e contenção física de aves oleadas, principalmente em situações de campo.
Realização de necropsia, exame físico de admissão, procedimentos veterinários ou manuseio de amostras biológicas.
Contenção física de aves de médio e grande porte e realização de necropsia.
Realização de necropsia, manuseio de amostras biológicas e contenção física de aves com suspeita de doença infecciosa.

Tabela 5.1. Uso recomendado de equipamentos de proteção individual na reabilitação de Procellariiformes.
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borracha e sempre pisar no pedilúvio antes de entrar ou sair. Caixas 
plásticas ou bandejas de fácil limpeza podem ser utilizadas como 
pedilúvio, sendo recomendável colocar um tapete (plástico ou bor-
racha) no pedilúvio para auxiliar a remoção mecânica de matéria 
orgânica. A quantidade de desinfetante no recipiente precisa ser 
suficiente para recobrir o tapete em cerca de 2 cm. Cada pedilúvio 
deve ser limpo e o seu conteúdo substituído no mínimo uma vez 
ao dia, devido à degradação ou evaporação do desinfetante. Caso 
ocorra acúmulo excessivo de matéria orgânica no pedilúvio durante 
o dia, uma maior frequência de higienização e substituição da solu-
ção desinfetante será necessária.

Limpeza de instalações, utensílios e equipamentos
As fezes das aves e outras sujidades devem ser frequentemente 

removidas para prevenir a transmissão de doenças, a presença de 
animais sinantrópicos, o acúmulo de odor fétido, dentre outros. O 
substrato dos recintos deve ser trocado no mínimo duas vezes ao 
dia, e o lixo produzido deve ser retirado das instalações diariamente.

Os pisos e outras estruturas devem ser lavados periodicamente 
com água abundante e sabão/detergente (detergente neutro ou clo-
rexidina degermante a 2%) para remoção da matéria orgânica. De-
ve-se ter cuidado durante esta limpeza, principalmente quando for 
utilizada água sob pressão, para evitar a pulverização excessiva dos 
resíduos no próprio tratador, nas aves e em recintos adjacentes.

Somente após remoção da matéria orgânica é que deverão ser 
utilizados desinfetantes, caso contrário sua eficácia ficará severa-
mente comprometida. Quando desinfetantes forem utilizados, os 
animais devem ser removidos do recinto para que não entrem em 
contato com o produto, minimizando o estresse e evitando pos-
síveis intoxicações e dermatites de contato. O tempo de ação de 
cada desinfetante irá variar e, portanto, deverão ser seguidas as 
recomendações fornecidas pelo fabricante. Finalizado o tempo de 

ação do produto, é necessário um enxágue rigoroso para evitar a 
presença de resíduos e odores fortes, e somente após um enxá-
gue adequado os animais poderão retornar ao recinto. A drenagem 
das instalações deve permitir que o excesso de água seja eliminado 
rapidamente. É importante certificar-se de que o piso esteja seco 
antes de colocar o substrato limpo (p.ex. toalhas), e evitar colocar 
as aves em áreas que ainda estejam molhadas ou excessivamente 
úmidas.

Todos os utensílios e equipamentos também devem ser submeti-
dos a medidas de limpeza e desinfecção após o uso. Para evitar que 
estes itens sirvam como fômites para a transmissão de doenças, 
é importante não misturar os equipamentos utilizados para aves 
em diferentes estados de saúde ou estágios de reabilitação. Uma 
estratégia que pode ser utilizada é a separação dos utensílios em 
função dos recintos ou áreas de tratamento (p.ex. quarentena, tera-
pia intensiva, pré-alta e alta). O ideal é que cada recinto tenha seus 
materiais próprios (balde, vassoura, rodo, etc.) devidamente identi-
ficados para evitar contaminação cruzada. Caso não seja possível a 
exclusividade, estes devem ser devidamente limpos e desinfetados 
após o uso em cada recinto.

Escolha de produtos de limpeza e desinfetantes
Existe uma ampla variedade de produtos comerciais que podem 

ser utilizados para a higienização e desinfecção de instalações de 
reabilitação. Com relação aos detergentes e sabões, recomenda-
-se a escolha de produtos de pH neutro e sem perfume ou odor 
forte. Para os desinfetantes, geralmente são utilizados produtos 
que tenham como princípio ativo o cloro, a amônia quaternária, 
o clorexidine ou peroximonosulfato de potássio associado ao clo-
reto de sódio, como o Virkon® (Tabela 5.2). Os produtos desinfe-
tantes utilizados nos pedilúvios e na higienização das instalações, 
utensílios e equipamentos devem alternados em intervalos perió-
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dicos (semanalmente, quinzenalmente ou mensalmente). Esse ro-
dízio tem o objetivo de reduzir a resistência dos microrganismos 
frente ao uso repetido de um único produto. Vale notar que alguns 
desinfetantes e detergentes podem cancelar ou interferir com a 

Descarte de resíduos
A Resolução da Diretoria Colegiada ANVISA nº 306/04 e a Reso-

lução CONAMA nº 358/05 padronizam e regulamentam a gestão 
dos resíduos dos serviços de saúde gerados, e também setori-
zam os tipos de resíduos em grupos, de acordo com suas carac-
terísticas. É importante lembrar que os geradores dos resíduos 
infectantes e perfurocortantes são os responsáveis diretos por 
sua destinação final. 

Os resíduos produzidos em um centro de reabilitação de fauna 
marinha podem pertencer a quatro grupos:
1. Resíduos com risco biológico (Grupo A): São os resíduos resul-

tantes da atenção à saúde dos indivíduos com suspeita ou certe-
za de contaminação biológica por microrganismos de relevância 
epidemiológica. Incluem as carcaças e materiais que entrarem em 
contato com fl uidos corpóreos e animais doentes, como seringas, 
luvas, sondas, tubos coletores, etc. Estes materiais devem ser des-
cartados em saco de lixo branco devidamente identifi cado com o 

Microrganismo                              Cloro                          Amônia quaternária                  Clorexidine     Virkon®
Bactérias
Bolores
Leveduras
Micobactérias
Protozoários
Vírus

X
X
X

X

X

X
X

X
X
X

X

X
X

X

Tabela 5.2. Efi cácia de diferentes produtos químicos para uso como desinfetantes.

efi cácia uns dos outros, necessitando que sejam armazenados e 
utilizados separadamente. Por este motivo, diferentes produtos 
poderão ser misturados apenas se indicado pelo fabricante.

símbolo de substância infectante, e preenchidos com até 2/3 de 
sua capacidade total.

2. Resíduos com risco químico (Grupo B): São os produtos que 
constituem um risco à saúde ou ao meio ambiente, como formol, 
metanol, medicamentos, corantes hematológicos, água contami-
nada com resíduos de petróleo ou altas concentrações de de-
tergente, etc. Resíduos químicos no estado sólido, quando não 
tratados, devem ser dispostos em aterro específi co para resíduos 
perigosos. Resíduos químicos no estado líquido devem ser sub-
metidos a tratamento específi co, sendo vedado o seu encami-
nhamento para disposição fi nal em aterros.

3. Resíduos comuns (Grupo D): Incluem os materiais orgânicos 
(p.ex. propés, máscaras descartáveis, papel toalha, papel higi-
ênico, sobras de alimentos) e recicláveis (p.ex. embalagens dos 
materiais de coleta, alumínio, plástico, seringas de diluição) não 
contaminados. Estes materiais podem ser destinados aos servi-
ços locais de limpeza urbana. Devido ao grande volume de lixo 
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reciclável que um centro de reabilitação é capaz de produzir, é 
importante que estes materiais também recebam destinação 
adequada.

4. Resíduos perfuro-cortantes (Grupo E): Abrangem todos os mate-
riais perfurantes, cortantes ou escarificantes, tais como agulhas, 
escalpes, lâminas de bisturi, tubos quebrados, etc. Estes resíduos 
devem ser descartados em caixas coletoras próprias para este 
tipo de material (p.ex. caixas Descarpack®).
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6 CONTENÇÃO FÍSICA, ESTABILIZAÇÃO
EM CAMPO E TRANSPORTE
Renata Hurtado & Juliana Y. Saviolli

O resgate de Procellariiformes encalhados nas praias é facilitado 
pelo grau de debilidade em que estas aves estão. Ainda assim, é ne-
cessário exercer cautela e adotar técnicas adequadas de contenção 
física e transporte para garantir a segurança da ave e das pessoas 
envolvidas. Além disso, o estado debilitado destas aves signifi ca que 
os seus recursos fi siológicos estão se exaurindo, e o gasto adicional 
de energia associado a uma contenção física inadequada pode re-
presentar um fator crítico, levando-as ao colapso.

Contenção física
A contenção física tem como objetivo garantir a imobilização de 

um animal, sempre de forma segura e a partir de métodos já re-
conhecidos. Para uma adequada imobilização, deve-se levar em 
conta as características biológicas, comportamentais e anatômicas 
de cada espécie a ser manipulada. É preciso ter em mente que a 
contenção física é sempre um procedimento estressante para a ave 
que está sendo contida. Por este motivo, diversas medidas devem 
ser adotadas com o intuito de minimizar o estresse do animal:
1. Planejamento: A contenção física deve ser a mais breve e objetiva 

possível. Para isso, é fundamental um planejamento adequado, 
com função pré-determinada para cada membro da equipe e os 
materiais separados e prontamente acessíveis. Por exemplo, se 
o objetivo da contenção é colocar a ave em uma caixa de trans-
porte, esta já deve estar pronta (com tela e toalhas limpas, etc.) e 

com a portinhola aberta antes do início da captura. Se o objetivo 
da contenção física for a realização do exame físico de admissão 
e a coleta de sangue, os instrumentos necessários já deverão ter 
sido separados com antecedência (estetoscópio, termômetro, se-
ringas, agulhas, tubos coletores, algodão, álcool 70%, etc.). Em 
todos os casos, deve-se verifi car com antecedência se os mate-
riais e equipamentos necessários (luvas, toalhas, EPIs, etc.) para a 
contenção estão disponíveis, limpos e em boas condições de uso.

2. Ambiente: Ao resgatar um animal em ambiente aberto, é neces-
sário avaliar possíveis riscos (veículos, ruas, degraus, relevo e aci-
dentes geográfi cos, etc.) e posicionar-se de forma que a ave não 
avance em direção a estes riscos caso tente fugir. No centro de 
reabilitação, a contenção física deve ser realizada em local silen-
cioso, arejado, climatizado (temperatura ao redor de 24 °C) e fe-
chado. Manter janelas e portas fechadas, desligar ventiladores e 
outros equipamentos potencialmente perigosos para evitar pos-
síveis lesões em caso de tentativa de fuga. A movimentação de 
pessoas na área em que a ave será contida deve ser reduzida (se 
possível, restrita à equipe relacionada ao manejo da ave).

3. Equipamentos de captura: A contenção de aves por meio de pu-
çás deve ser feita com muito cuidado para não causar fraturas 
em membros ou cabeça. É importante que o puçá seja feito de 
material leve, como o alumínio. Os tamanhos do aro e da malha
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do puçá devem ser adequados ao porte físico da ave a ser conti-
da. O uso de toalhas para a imobilização destas aves é altamente 
recomendado e adequado.

4. Estresse: Os olhos da ave devem ser cobertos durante a con-
tenção física sempre que possível, visando reduzir o estresse. Da 
mesma forma, o ambiente deverá estar silencioso. No caso de 
aves que estejam muito estressadas (taquicárdicas e taquipnei-
cas), é recomendável esperar até que a respiração retorne ao seu 
ritmo normal antes de capturá-las, a não ser que o quadro clínico 
seja emergencial ou que ela esteja em local com risco iminente. O 
procedimento de contenção física deverá ser o mais breve possí-
vel e, ao seu término, a ave deverá ser colocada em um ambiente 
tranquilo para que possa se recuperar.

Como as aves não possuem diafragma, seus movimentos respi-
ratórios dependem do movimento de expansão da musculatura 
torácica e abdominal. Assim, nunca se deve comprimir a região to-
rácica de uma ave durante os procedimentos de contenção. Aves 
submetidas à contenção física normalmente apresentam acelera-
ção da frequência respiratória, e a contenção deverá permitir que 
a ave abra o bico para respirar se ela assim desejar. Dependendo 
das frequências cardíaca e respiratória e da temperatura corpórea 
durante a contenção, pode ser necessário que o procedimento seja 
imediatamente encerrado, evitando um possível colapso cardiocir-
culatório ou lesões decorrentes de miopatia de captura.

Por serem aves planadoras, os Procellariiformes possuem asas 
longas, leves e relativamente frágeis; portanto, particular atenção 
deve ser dada a estes membros para evitar possíveis lesões e que-
bra de penas. Aves que já apresentem fraturas ou luxações devem 
ser avaliadas e contidas com maior cautela a fim de evitar o agrava-
mento da lesão. Também é importante assegurar-se que as penas 
não sejam danificadas durante a contenção, principalmente as rê-
miges e retrizes, uma vez que isto poderá prejudicar o voo.

 Os Procellariiformes de médio a grande porte possuem bicos for-
tes e com pontas ou bordos cortantes e que representam um risco 
sério para a equipe de contenção, podendo causar lesões graves. 
As patas não costumam representar um risco importante, porém 
podem causar arranhaduras superficiais ou sofrer lesões (luxações 
e fraturas) caso não sejam contidas adequadamente.

Para a contenção de Procellariiformes de pequeno a médio porte, 
pode-se colocar uma toalha ou pano sobre a cabeça e o corpo do 
animal, de forma a cobri-lo totalmente (Figura 6.1). O uso da toa-
lha desorienta a ave, diminuindo a probabilidade de movimentos 
abruptos ou bicadas. Em seguida, deve-se conter a cabeça posicio-
nando a mão por trás do crânio, com o dedo indicador segurando a 
região dorsal da cabeça e com o polegar e o dedo médio nas laterais 
da cabeça, onde está o osso maxilar que permite um apoio maior 
(Figura 6.2a). Outra opção para conter a cabeça de Procellariifor-
mes de médio a grande porte é segurar o bico com dois dedos (po-
legar e indicador ou dedo médio pelo bico), tomando cuidado para 
não obstruir as aberturas dos tubos nasais, e assegurando-se que a 
ave possa entreabrir o bico. Dependendo do porte do animal, tam-
bém é possível segurar a cabeça posicionando o polegar na região 
occipital e utilizando os dedos indicador e médio para formar uma 
“tesoura” que contém o bico (Figura 6.2b). Neste caso, é especial-
mente importante atentar à posição da mão para não pressionar 
os olhos, e dos dedos anular e mínimo para evitar comprimir a tra-
quéia (Figura 6.2c).

As narinas não devem ser obstruídas, e a contenção do bico deve 
ser realizada de modo a permitir que a ave abra ligeiramente o bico 
para respirar se assim desejar. Nunca se deve conter uma ave pelo 
pescoço deixando a cabeça solta, pois a ave poderá bicar os ma-
nipuladores e a contenção poderá sufocar o animal e lesionar os 
anéis cartilaginosos da traquéia. Uma vez contida a cabeça, as asas 
devem ser rapidamente fechadas junto ao corpo do animal, sendo 
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que uma asa deve ficar apoiada rente ao corpo do manipulador e 
outra é segurada com a mão do mesmo manipulador (ou seja, uma 
mão segura a cabeça e a outra mão abraça o corpo e as asas). É im-
portante lembrar que a contenção do corpo não pode exercer pres-
são excessiva uma vez que a ave necessita de movimentos torácicos 
amplos para poder respirar.

No caso de Procellariiformes de pequeno porte (pardelas, bobos, 
almas-de-mestre, etc.), podem ser utilizadas técnicas semelhantes 
às utilizadas em outras aves de pequeno porte (Figura 6.3). Por sua 
constituição delicada, pode ser recomendável enrolar o corpo da 
ave em toalha durante a contenção (Figura 6.4). Contudo, é impor-
tante lembrar que a toalha não deverá exercer pressão excessiva 
sobre o corpo nem bloquear as narinas e o bico, permitindo que a 
ave respire normalmente.

Estabilização em campo
Caso a ave esteja debilitada no momento do seu resgate, a esta-

bilização em campo pode ser uma ferramenta importante para au-
mentar as chances de sobrevivência até o seu transporte ao centro 
de reabilitação. Esta prática é comumente adotada em emergências 
ambientais (p.ex. derramamentos de óleo), quando por questões 
logísticas pode ser necessário acumular um certo número de ani-
mais para então acionar o transporte. A estabilização em campo 

Figura 6.1. Demonstração do uso de toalhas para a contenção física de 
Procellariiformes de médio a grande porte. 
Créditos: Renata Hurtado / IPRAM. Figura 6.3. Contenção física de 

Procellariiformes de pequeno porte. 
Créditos: Ralph Vanstreels / IPRAM.

Figura 6.4. Uso de toalha para a 
contenção física de espécies de 
pequeno porte. 
Créditos: Ralph Vanstreels / IPRAM.

Figura 6.2. Técnicas para a contenção da cabeça em Procellariiformes. 
Créditos: Luis Felipe Mayorga.
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tem como principais objetivos: (a) iniciar a correção do quadro de 
desidratação, (b) corrigir a hipoglicemia, (c) auxiliar na manutenção 
da temperatura corporal, (d) fornecer tratamento inicial a proble-
mas de saúde de caráter agudo (limpeza superficial de ferimentos, 
remoção de contaminantes tóxicos/corrosivos dos olhos e das mu-
cosas, etc.) e (e) oferecer um ambiente tranquilo e silencioso para 
que a ave descanse até o momento do transporte.

A estrutura física de uma base de estabilização em campo pode 
ser bastante simples, podendo ser estabelecida a partir da adapta-
ção de edificações pré-existentes ou da montagem de instalações 
temporárias como tendas de campanha. Dentre os recursos geral-
mente utilizados em uma base de estabilização incluem-se: mesas, 
cadeiras, fichas de campo, EPIs, toalhas, lençóis, caixas limpas para 
acomodar os animais, sondas e seringas, água e soro suplemen-
tado com vitaminas e minerais, estetoscópio, medicamentos de 
emergência, termômetros, bandagens, etc. O Capítulo 8 oferece 
maiores detalhes acerca das técnicas de hidratação e oferecimento 
de conforto térmico.

Devido à elevada sensibilidade dos Procellariiformes vale ressaltar 
que a estabilização em campo deve ser uma etapa breve e que as 
aves devem ser encaminhadas ao centro de reabilitação o quanto 
antes. Portanto, uma base de estabilização que não possua equi-
pamentos ou estrutura para implementação imediata de terapia 
intensiva não devem manter Procellariiformes debilitados por mais 
de 24h.

Transporte 
Para preservar a integridade física, a saúde e a segurança de Pro-

cellariiformes durante o transporte, uma série de cuidados devem 
ser tomados, dentre eles:

•  Possuir autorizações de transporte animal emitidas pelos órgãos 
governamentais competentes.

•  Não fornecer alimentação antes do transporte (jejum recomen-
dado de 3 a 6 horas, dependendo do porte da ave). Administra-
ção de fluidos orais por sondagem esofágica é recomendada até 
1 hora antes do transporte.

•  Utilizar caixa de transporte tipo pet ou kennel para transporte 
terrestre (Figura 6.5). Para transporte terrestre de um grande nú-
mero de animais (ao mesmo tempo),  é possível utilizar caixas de 
papelão adaptadas ou desenvolvidas para este fim (Figura 6.6).  
Para transporte terrestre em distâncias curtas, também podem 
ser utilizadas caixas de transporte feitas com tecidos (flexíveis) 
(Figura 6.7).

•  Para o transporte aéreo, o padrão da caixa (tamanho, material, 
etiquetas, etc.) deverá seguir as regulamentações propostas pela 
Associação Internacional de Transportes Aéreos (IATA) e pela 
companhia aérea responsável pelo serviço.

•  Na utilização de caixas rígidas, forrar o piso da caixa de transpor-
te com substrato macio, como toalhas (Figura 6.5), espumas ou 
estrutura suspensa de tela de algodão sem nós (Figura 4.6). 

• A caixa de transporte deve oferecer espaço suficiente para que a 
ave fique em pé sem que a sua cabeça toque o teto, e possa dar 
um giro de 360° em torno de si mesma (Figura 6.5).

• É inaceitável a amarração dos membros ou do bico para imobili-
zação da ave durante o transporte.

•  Para minimizar o estresse visual e a luminosidade, recomenda-se 
a colocação de um pano branco na porta da caixa.

• O transporte deve ser efetuado em veículo fechado climatizado 
(temperatura ao redor de 24 °C). Veículos com carrocerias aber-
tas não são adequados ao transporte destas aves, que ficarão 
sujeitas às intempéries durante o trajeto, à poluição sonora, a 
oscilações na temperatura corporal, etc.
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• Garantir uma ventilação adequada no compartimento do veículo 
em que as aves estão sendo transportadas, sobretudo no caso de 
aves oleadas (devido à presença de vapores tóxicos provenientes 
do óleo).

• O cuidado no transporte deve ser redobrado quando este for 
feito em estradas não pavimentadas ou irregulares, respeitando 
sempre os limites de velocidade.

• Acomodar uma única ave por caixa de transporte.
• Não empilhar as caixas de transporte nem as posicionar de 

modo excessivamente compacto que bloqueie a sua ventilação.

Figura 6.5. Exemplo de caixa pet para transporte de 
albatroz clinicamente saudável atendido pela Rede de 
Atendimento Veterinário do PMP-BS.

Figura 6.6. Caixas dobráveis de papelão 
podem ser utilizadas para o transporte 
de aves marinhas. 
Créditos: Ralph Vanstreels / SANCCOB.

Figura 6.7. Caixa feita de tecido, sendo 
principalmente utilizada em transporte 
terrestre a curta distância. 
Créditos: Renata Hurtado / Taronga Zoo.
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7 ADMISSÃO E EXAME FÍSICO
Renata Hurtado & Juliana Y. Saviolli

A admissão de cada indivíduo no centro de reabilitação deve ser 
documentada de forma padronizada, coletando e registrando infor-
mações básicas sobre a ave e seu estado de saúde. É recomendável 
que uma fi cha clínica individual seja utilizada para registrar os deta-
lhes de cada animal separadamente. O procedimento de admissão 
de Procellariiformes deve incluir as seguintes etapas:

1. Identifi cação individual: no momento da admissão cada ave 
deverá receber um número (ou código) único e inequívoco de 
registro.

2. Documentação básica: iniciar o preenchimento da fi cha individu-
al, contendo informações básicas acerca de cada ave, incluindo a 
espécie, o grupo etário, a data de admissão, e o local de encalhe/ 
procedência.

3. Marcação temporária: cada ave deverá  receber uma marcação 
temporária para que possa ser facilmente reconhecida e identifi -
cada durante o período em reabilitação. 

4. Pesagem e avaliação de condição corporal: a massa corpórea e 
a condição corporal (palpação da musculatura peitoral) deverão 
ser avaliadas no momento da admissão.

5. Exame físico: a ave deverá passar por um exame físico em que 

serão avaliados parâmetros vitais (temperatura, hidratação e 
auscultação pulmonar), a presença de lesões/deformidades ou 
sinais clínicos de doença, óleo na plumagem, ectoparasitas, etc.

6. Colheita de sangue: em aves que não estejam criticamente 
debilitadas, efetuar a colheita de uma pequena quantidade de 
sangue para realização de hematócrito, proteína plasmática to-
tal e esfregaço sanguíneo delgado. Caso o tamanho do paciente 
e o quadro clínico permitirem, mais exames complementares 
poderão ser realizados, como o hemograma completo e a bio-
química sérica.

7. Colheita de penas com óleo: no caso de aves oleadas, é reco-
mendável que se faça a colheita de uma amostra de penas com 
óleo para análises posteriores que poderão permitir a identifi ca-
ção da fonte de contaminação ambiental.

8. Tratamento veterinário: com base nos achados do exame físico 
e nos resultados dos exames hematológicos, caberá ao médico 
veterinário e à equipe de reabilitação determinar o manejo e tra-
tamento veterinário a serem implementados. Caso se avalie que 
a ave não terá chances de voltar à natureza, a eutanásia deverá 
ser considerada.

Independentemente do estado clínico da ave, é recomendado que 
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após a admissão e cuidados veterinários mais urgentes (p.ex. son-
dagem esofágica para administração de fluido glicosado e inserção 
de cateter intravenoso), seja fornecido um descanso de pelo menos 
1 hora antes de iniciar os procedimentos de fotodocumentação e 
colheita de amostras. Dependendo do caso, a fotodocumentação 
pode ser particularmente importante para fins judiciais e periciais 
(p.ex. no caso de aves oleadas ou que tenham sofrido maus tratos); 
nestes casos, é recomendável que as fotografias sejam feitas du-
rante a admissão, mas atentando-se para não prolongar excessiva-
mente o manejo.

Aves com suspeita de miopatia de captura, ou que necessitam de 
exame físico detalhado (p.ex. casos de traumatismo) ou cateteriza-
ção venosa, recomenda-se a utilização de anestesia inalatória, para 
não agravar o quadro clínico do animal. A anestesia inalatória possui 
diversas vantagens em relação à injetável, incluindo o controle di-
nâmico da profundidade anestésica, melhora na oxigenação devido 
ao anestésico estar associado ao oxigênio e recuperação indepen-
dente das vias metabólicas ou excretoras. Atualmente, o isoflurano 
é considerado o anestésico inalatório de escolha para aves devido 
sua característica de indução e recuperação rápida e segura. Este 
tipo de anestesia, desde que realizada por profissional capacitado, 
tem se mostrado uma técnica bastante segura e eficiente em aves 
marinhas, inclusive as mais debilitadas (Figura 7.1). 

Para aves que manifestam sinais excessivos de estresse, valer-se 
de benzodiazepínicos (diazepam ou midazolam) em doses ansiolíti-
cas pode ser uma estratégia eficiente para evitar um agravamento 
do quadro clínico destas aves. Contudo, o médico veterinário de-
verá avaliar criteriosamente o risco de administrar estes fármacos, 
uma vez que podem aumentar o risco de óbito em aves em condi-
ção crítica de hipotensão/hipotermia.

Identificação individual
A numeração das aves em reabilitação deve ser feita de maneira 

sistemática e inequívoca, de modo que cada ave receba um núme-
ro (ou código) individual que é único e não possa ser confundido 
com o de outros animais da mesma instituição. Para esta finalida-
de, recomenda-se o uso de um livro ou planilha de registro central 
no qual é mantida a relação sequencial de todos os animais admi-
tidos para reabilitação, juntamente com o seu número individual, 
a espécie e a data de admissão. Este número deverá ser utilizado 
na ficha individual da ave e nas demais documentações referentes 
a este indivíduo.

Figura 7.1. A anestesia inalatória é uma ferramenta valiosa para reduzir o estresse 
de Procellariiformes durante o exame físico.
Créditos: Ralph Vanstreels / IPRAM.



46

Muitas vezes não é possível usar este número para a identificação 

da ave na rotina de reabilitação (p.ex. números muito longos), en-

tão a ave poderá receber outras identificações temporárias (p.ex. 

um ou mais números de anilha plástica) no decorrer do processo 

de reabilitação. Da mesma forma, também é possível que a ave seja 

recebida de outra instituição já com uma numeração. Nestes casos, 

é importante que a ficha individual contenha uma relação de to-

dos os códigos e numerações que forem utilizados para referir-se à 

mesma ave durante seu processo de reabilitação.

Marcação temporária

O anilhamento é uma medida simples de identificação individual 

que é essencial para garantir a rápida e fácil identificação das aves 

durante a reabilitação. Para Procellariiformes de médio e grande 

porte, recomenda-se o uso de anilhas plásticas, podendo ser utili-

zados modelos específicos ou improvisados com lacres emborra-

chados (é importante que os modelos improvisados já tenham sido 

testados e não causem qualquer lesão ao animal). A anilha deve ser 

colocada ao redor do tarso-metatarso e, quando fechada, ser mo-

vimentada para cima e para baixo, livremente, sem causar abrasão 

(independente de se o tarso-metatarso possuir forma circular ou 

elíptica). Já para Procellariiformes de pequeno porte, a fita Transpo-

re® (3M, 1.25 cm de largura) contendo a identificação escrita com 

marcador permanente é uma ótima escolha para fazer uma anilha 

adesiva do tipo bandeirola. Além disso, é um material hipoalérgico, 

durável, que não causa lesões e nem deixa resíduos na pele ao ser 

removida. É importante enfatizar que embora a marcação tem-

porária seja essencial durante o processo de reabilitação, nunca se 

deve liberar uma ave com este tipo de marcação. Para a liberação à 

natureza, a anilha temporária deverá ser substituída por uma ani-

lha permanente padrão CEMAVE.

Pesagem e condição corpórea

O peso (ou, mais corretamente, a massa corpórea) pode ser men-

surado através de uma balança ou pesola. Dependendo do porte 

da ave e do estado clínico, a pesagem pode ser realizada com a ave 

dentro de caixas (plástica ou papelão) ou coberta por toalha de for-

ma a cobrir o rosto e conter as asas, colocando-a sobre uma balança 

eletrônica digital. No caso de espécies de pequeno porte, também 

é possível colocá-las em sacos de pano e realizar a pesagem com 

balança pesola. É essencial pesar a ave no momento da admissão, 

e é recomendável registrar pesagens a cada 2-4 dias ao longo da 

reabilitação (contanto que a pesagem regular não esteja tendo um 

impacto negativo sobre o bem-estar e a reabilitação da ave).

A condição corporal é uma estimativa semi-quantitativa, baseada 

na conformação de musculatura peitoral. A condição corporal deve 

ser determinada pela palpação, pois a observação visual pode en-

ganar. Vale ressaltar que a plumagem dos Procellariiformes é bas-

tante densa, de modo que a palpação deve ser realizada colocando-

-se a mão na inserção das penas, ou seja, levantando-se as penas 

(sempre com muito cuidado para não quebrá-las) (Figura 7.2). Para 

fins de reabilitação recomenda-se a utilização de cinco escores: ca-

quético, magro, regular, bom e ótimo (Figura 7.3).
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Figura 7.2. Avaliação correta da condição corporal através da palpação da 
musculatura peitoral, levantando gentilmente a plumagem (a figura ilustra uma 
ave sob efeito de anestesia). 
Créditos: Ralph Vanstreels / IPRAM.

Figura 7.3. Representação dos escores de condição corporal de acordo com 
a quantidade de musculatura peitoral, conforme determinado pela palpação 
da quilha. 
Créditos: Luis Felipe Mayorga.

Exame físico 
O exame físico consiste na avaliação de parâmetros e sinais clínicos 
através da inspeção, palpação e auscultação para aferir o estado 
de saúde de cada indivíduo. Estes dados devem ser registrados na 
ficha clínica individual, servindo de referência para as futuras avalia-
ções durante o processo de reabilitação. Muitas vezes é necessário 
esperar que a ave se acalme para a realização do exame físico com-
pleto, pois o estresse pode alterar tanto os parâmetros quanto a 
recuperação do animal durante a reabilitação. No caso de aves com 
lesões ou achados atípicos, também é recomendável a documenta-
ção fotográfica. Dentre os parâmetros a serem avalizados durante 
o exame físico, estão: 
• Inspeção e palpação: todo o corpo da ave deverá ser cuidado-

samente examinado em busca de ulcerações, inchaços, deformi-
dades, sensibilidade dolorosa, vermelhidão, descoloração, alte-
rações de mobilidade ou plumagem, ectoparasitas, picadas de 
insetos (principalmente nas pálpebras e patas), presença de óleo 
ou outros contaminantes na plumagem, dentre outros. Para as-
segurar que todo o corpo foi examinado, recomenda-se seguir 
uma ordem craniocaudal, examinando sucessivamente: olhos, 
narinas, bico/cavidade oral, crânio, pescoço, dorso, asas, tórax, 
abdômen, cloaca, membros inferiores (com atenção aos coxins 
plantares e presença de pododermatites), glândula uropígea e 
cauda (Figura 7.4).

• Auscultação pulmonar e cardíaca: o estetoscópio deverá ser uti-
lizado para verificar a presença de estertores (chiados ou bor-
bulhos) ou se há silêncio pulmonar em um dos lados (obstrução 
de vias aéreas) (Figura 7.5). Devido à distribuição dos sacos aé-
reos torácicos e abdominais, é importante que diferentes pon-
tos sejam auscultados, permitindo uma avaliação mais completa 
e confiável. Para aves de pequeno porte é recomendável o uso 
de estetoscópio pediátrico ou neonatal. Embora as frequências  
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cardíaca e respiratória sejam essenciais na monitoração anesté-
sica, estes parâmetros são pouco informativos durante o exame 
de admissão, principalmente em aves conscientes (o estresse 
levará a uma elevação excessiva destes parâmetros, impedin-
do uma interpretação clínica confiável). Por este motivo, não é 
recomendável aferir a frequência cardíaca e respiratória duran-
te o exame físico para admissão de aves alertas e conscientes, 
pois prolongará desnecessariamente o exame sem resultar em 
informações clínicas essenciais nesse primeiro momento.

• Temperatura: recomenda-se o uso de termômetro clínico digi-
tal de ponta flexível, que permite a leitura rápida e minimiza o 
risco de lesões à ave. Estes termômetros tradicionais raramente 
conseguem aferir temperaturas abaixo de 34 graus. Assim, ter-
mômetros digitais de superfície são eficientemente utilizados 
no monitoramento de animais com hipotermia grave. Para uma 
mensuração confiável da temperatura é importante assegurar-se 
que o termômetro entre em contato com a mucosa, inclinando-se 
ligeiramente o termômetro para o lado após a inserção na cloaca 
(Figura 7.6). No entanto, em aves com porte muito pequeno não 
é necessário efetuar a inclinação do termômetro, evitando lesões 
e rupturas na delicada mucosa cloacal. O termômetro infraverme-
lho é uma boa opção para manter o monitoramento constante em 
aves muito estressadas à contenção ou de menor porte físico, des-
de que o equipamento consiga atingir um índice de emissividade 
de 0.98. 

• Coloração de mucosas: a mucosa oral (normalmente avaliada na 
região próxima à base da língua nas espécies que não possuem 
pigmentação excessiva) deverá ser avaliada com relação à sua 
coloração (Figura 7.7), sendo classificada como:
• Hipocorada (pálida).
• Normocorada (rosa claro).
• Hipercorada (congesta).

• Atitude: o comportamento geral da ave deverá ser avaliado sub-
jetivamente e pode ser caracterizado em três níveis:
• NR – Não Responsivo (ave inconsciente ou quase inconsciente, 

que se mantém deitada e sem reações a estímulos diretos).
• QAR – Quieto, Ativo e Responsivo (ave consciente, repousa 

apoiada sobre o peito e reage apenas quando estimulada 
diretamente).

• BAR – Bem, Ativo e Responsivo (ave consciente e descansando 
em pé, reage e observa ativamente aos estímulos do ambiente).

• Hidratação: o comportamento da ave, a elasticidade da pele e 
a umidade das mucosas deverão ser avaliados e o grau de desi-
dratação deverá ser estimado:
• <5% (aparentemente hidratado).
• 5-7% (perda de elasticidade da pele, saliva pegajosa).
• 7-10% (dobras na pele, mucosas secas).
• >10% (animal possivelmente em choque).

Figura 7.4. O exame físico deve ser particularmente cuidadoso com relação à 
identificação de fraturas e luxações nas asas. 
Créditos: Luis Felipe Mayorga / IPRAM.
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Figura 7.5. Auscultação pulmonar. 
Créditos: Ralph Vanstreels / IPRAM.

Figura 7.6. Aferição da temperatura corpórea 
com termômetro digital. 
Créditos: Luis Felipe Mayorga / IPRAM.

Figura 7.7. Avaliação da cavidade oral e coloração da mucosa. A fotografia ilustra uma ave sob efeito de 
anestesia. 
Créditos: Renata Hurtado / IPRAM.

É importante destacar que, embora seja desejável um exame físico completo e de-
talhado, este procedimento não deve acarretar em impactos negativos à saúde do 
animal devido à sua duração prolongada ou ao estresse associado. Portanto, depen-
dendo do quadro clínico, o médico veterinário deverá avaliar se é possível completar 
este exame de forma detalhada ou se é melhor interrompê-lo e apenas realizar algu-
mas etapas essenciais em um primeiro momento.
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Figura 7.8. Aplicação de pó parasiticida em plumagem para eliminar infesta-
ção de piolhos. 
Créditos: Ralph Vanstreels / IPRAM.
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Por fim, o exame físico inicial também é uma boa oportunidade 
para a aplicação de produtos contra ectoparasitas, uma vez que 
estes tendem a ser comuns nos Procellariiformes (principalmen-
te no caso dos piolhos). Produtos de uso externo à base de car-
bamatos (p.ex. Bolfo®) tem se mostrado eficazes e seguros para 
esta finalidade (Figura 7.8), sendo o pó aplicado na superfície da 
plumagem e depois espalhado manualmente e de forma gentil 
para penetrar entre as penas e plumão. Uma das vantagens é a 
eliminação ou diminuição da carga parasitária imediata sem que 
o produto seja metabolizado pelo animal (que já está debilitado).
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8 ASPECTOS GERAIS DE 
MEDICINA E REABILITAÇÃO 
Renata Hurtado, Juliana Y. Saviolli, Cristiane K. M. Kolesnikovas, 
Ralph E. T. Vanstreels & Sergio Rodríguez Heredia

Existem diversas técnicas e protocolos de reabilitação que podem 
ser aplicados dependendo da espécie, da preferência da equipe, da 
disponibilidade de tempo e recursos e das condições específi cas 
das instalações de reabilitação. Independentemente dos protoco-
los específi cos a serem utilizados, no entanto, há algumas conside-
rações gerais a serem implementadas com o objetivo de garantir o 
tratamento adequado aos Procellariiformes.

Hidratação

Devido à extrema importância da água e dos eletrólitos para os 
processos fi siológicos, vários sistemas orgânicos estão envolvidos 
na sua regulação e equilíbrio, como os tratos gastrointestinal e res-
piratório, rins, glândula de sal e pele. 

O termo desidratação é clinicamente utilizado para defi nir altera-
ções do equilíbrio hídrico corporal, em que a perda de água é maior 
do que a absorção, levando à redução do volume do sangue circulan-
te e desidratação dos tecidos. As principais causas de desidratação 
são: falha na ingestão de água ou na sua produção pelo metabolismo 
da gordura (p.ex. em animais anoréxicos), perda excessiva de fl uidos 
corporais (p.ex. diarréia, vômito e sangramento), ou a combinação de 
ambas. As desidratações são tradicionalmente classifi cadas como: 

(a) hipertônica, caracterizada pelo défi cit de água sem a perda de 
sódio; (b) isotônica, em que há um défi cit equilibrado de água e só-
dio; e (c) hipotônica, resultante da perda de fl uidos com elevação da 
concentração de sódio. Os Procellariiformes são muito suscetíveis 
à desidratação, sendo esta uma das principais causas de morte em 
aves debilitadas. A necessidade de ingestão diária de água varia en-
tre 5 a 30% do peso vivo, e este requerimento está inversamente 
relacionado ao tamanho corporal (ou seja, aves de pequeno porte 
são mais vulneráveis à desidratação).

Os sinais clínicos da desidratação variam de acordo com a sua 
gravidade, considerando também se a evolução do quadro foi agu-
da ou crônica. Quadros de desidratação leve (1 a 5%) podem não 
apresentar qualquer sinal clínico perceptível, assim deve-se sempre 
presumir que todos os Procellariiformes apresentam algum grau 
de desidratação à admissão, mesmo quando parecerem normohi-
dratados. Em quadros de desidratação moderada (5 a 7%) pode-se 
observar ressecamento das mucosas oral e ocular, aumento da vis-
cosidade da saliva, apatia, prostração e perda de elasticidade da 
pele (perceptível pelo pinçamento da pele). Em quadros de desi-
dratação severa (7 a 10%), estes sinais se acentuam e os animais 
apresentam-se marcadamente prostrados e letárgicos, podendo 
haver taquicardia e hipotensão. A formação de fecalomas, apesar 
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de não ser comumente relatada em aves, já foi observada em Pro-
cellariiformes com desidratação severa. Nos quadros de desidrata-
ção gravíssima (>10%), as aves entram em um estado de choque, 
podendo apresentar também nistagmo, enoftalmia e convulsões e, 
se não receberem tratamento adequado e imediato, virão a óbito 
rapidamente.

A correção da desidratação é feita através da administração de 
fluidos. A quantidade de fluido a ser administrada poderá variar de 
5 a 10% do peso corporal ao dia (dividida em 3 a 4 vezes), depen-
dendo da severidade da desidratação. A reposição de fluidos pode 
ser efetuada pelas vias intravenosa, intraóssea, subcutânea ou oral. 
A fluidoterapia deve ser efetuada até a resolução da desidratação 
e quando o paciente estiver ingerindo água e alimento o suficiente 
para manter-se hidratado.
• Vias intravenosa e intraóssea

As vias intravenosa e intraóssea mostram-se ideais para pacien-
tes com um desequilíbrio hidroeletrolítico moderado a grave. 
Esta via é especialmente indicada para Procellariiformes em esta-
do de choque ou com prostração acentuada, cabeça pendente e 
dificuldade de deglutição. Deve-se sempre dar preferência à uti-
lização da via intravenosa, pois complicações como osteomielite 
e artrite resultantes do acesso intraósseo podem inviabilizar a 
soltura mesmo após reversão do quadro de debilidade.
A canulação da veia metatársica é preferível (Figura 8.1), sendo 
que só é indicada a canulação das veias ulnares ou braquiais em 
casos excepcionais. Normalmente, são utilizados cateteres de ta-
manho 24G e 26G após desinfecção adequada do local. É reco-
mendável utilizar adaptadores PRN (Luer Lock) para minimizar o 
risco de contaminações. Não utilizar cateteres agulhados do tipo 
scalp ou butterfly para fluidoterapia, optar sempre por cateteres 
flexíveis. Retirar o acesso venoso em até 48 horas (em casos ex-
cepcionais, até 72 horas). No entanto, se a condição clínica ainda 

demandar tratamento intravenoso por tempo superior, estabele-
cer um novo acesso em outra veia.

 Nos casos em que a via intravenosa revelar-se inviável (p.ex. pa-
cientes com politraumatismo em membros inferiores ou aves de 
pequeno porte), a via intraóssea pode representar uma alterna-
tiva caso o médico veterinário tenha experiência na instalação 
deste tipo de acesso em aves. Para esta via, sempre utilizar ossos 
não-pneumáticos, como a ulna (Figura 8.2) e o tibiotarso. Se ne-
cessário, remover algumas poucas penas apenas do local exato 
em que se vai inserir a agulha e realizar a antissepsia; em segui-
da, introduzir uma agulha estéril e recém-aberta no local (com 
cuidado para que o todo o corpo da agulha não toque em abso-
lutamente nada). Antes de colocar a bandagem, testar se o aces-
so foi inserido no local correto (não pode haver extravasamen-
to para o subcutâneo ao realizar infusão em bolus com solução 
cristaloide). Confirmando a posição certa, iniciar o procedimento 
para estabilização e proteção do acesso (Figura 8.3). A infusão 
em deve ser sempre lenta e o acesso intraósseo mantido por até 
24 horas. 

 O acesso parenteral (intravenoso ou intraósseo) deve ser posicio-
nado de forma a acompanhar a anatomia do membro, sendo obri-
gatório o uso de bandagem (preferencialmente elástica, do tipo 
Vetrap®) para proteger o acesso e evitar contaminação (Figuras 
8.1 e 8.3). Durante este período é importante que sejam tomados 
todos os cuidados necessários para proteger o acesso de danos 
físicos, assegurar um posicionamento confortável para o pacien-
te e garantir condições adequadas de higiene. Aves com acesso 
parenteral devem ser mantidas sem acesso à água, daí a impor-
tância de assegurar-se de que as necessidades hídricas diárias do 
paciente sejam plenamente preenchidas durante este período; 
pelo mesmo motivo, também será necessária atenção especial à 
limpeza das penas (sobretudo na cabeça, pescoço e no entorno da 
cloaca). A utilização de bombas de perfusão (também chamadas 



53

de bombas de infusão) é extremamente eficiente para garantir o 
fornecimento de fluidos da forma correta (velocidade e quanti-
dade) e segura (p.ex. alarme disparado quando há formação de 
bolhas de ar no equipo). No entanto, caso estes equipamentos 
não estejam disponíveis, as aves deverão ser monitoradas em  

intervalos regulares e frequentes para verificação do fluxo de 
infusão (checar velocidade de gotejamento, posicionamento do 
cateter e se o equipo não está dobrado/obstruído) e avaliação do 
risco de remoção do cateter pelo animal.

Figura 8.1. Instalação de cateter na veia metatársica: (a) inserção do cateter na veia; (b) remoção da agulha-guia; (c) acoplamento do equipo; (d) fixação do cateter 
e equipo com algodão e esparadrapo; (e) fixação externa com bandagem elástica e esparadrapo; (f) proteção da alça do equipo com bandagem elástica. 
Créditos: Ralph Vanstreels / IPRAM.
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Figura 8.2. Localização anatômica do acesso 
pela ulna para a administração de fluidoterapia 
pela via intraóssea. 
Crédito: Luis Felipe Mayorga.

Figura 8.3. Instalação de cateter intraósseo em ulna de pardela-preta (Procellaria aequinoctialis): (a) antissepsia 
da extremidade distal da ulna; (b) perfuração com agulha; (c) agulha totalmente inserida na ulna; (d) injeção 
de bolus de solução cristaloide para desobstrução da agulha e verificação do posicionamento correto do 
acesso; (e) proteção com algodão; (f) estabilização com esparadrapo; (g) acoplamento do equipo e verificação 
do fluxo; (h) proteção externa com bandagem elástica; (i) resultado final da instalação do cateter. 
Créditos: Ralph Vanstreels / IPRAM.
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• Via subcutânea
A via subcutânea é uma opção recomendada para a administra-
ção de fluidos em quadros de desidratação leve e na continuidade 
do tratamento após a reversão dos estágios mais severos de desi-
dratação. É importante destacar que esta via possui um ritmo de 
absorção muito mais lento, sendo inadequada em pacientes com 
desidratação severa. Além disso, em pacientes que apresentam 
déficit de perfusão periférica, como no caso de aves severamente 
debilitadas e hipotérmicas, a absorção de fluidos administrados 
por via subcutânea fica comprometida e a fluidoterapia adminis-
trada por esta via torna-se ineficiente. Para a administração de 
fluidos pela via subcutânea em Procellariiformes, normalmen-
te utiliza-se a prega inguinal (preferencialmente) (Figura 8.4) ou 

Figura 8.4. Administração de fluidoterapia subcutânea na prega inguinal. 
Créditos: Leandro Egert / IPRAM.

a região interescapular, valendo-se de agulhas ultrafinas (24G, 
25G, 26G e 30G). Para um maior sucesso na absorção de fluidos 
aplicados pela via subcutânea, recomenda-se que se respeite 
o volume máximo administrado de 10 mL/kg por local de apli-
cação, uma vez que volumes maiores superarão a capacidade 
de absorção pela circulação local. Além disso, a aplicação de 
volumes excessivos em um mesmo sítio pode ser dolorosa e 
desconfortável para a ave, além de frequentemente levar ao 
extravasamento do fluido pelo orifício de injeção devido à pres-
são excessiva. É importante a realização de um adequado afas-
tamento da densa plumagem e antissepsia local, permitindo a 
visualização do local correto.
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• Via oral
A via oral é a alternativa mais simples para a administração de 
fluidos e, contanto que alguns cuidados básicos sejam tomados, 
também é a via mais segura. Esta via é indicada nos casos de 
desidratação leve a moderada, podendo ser utilizada tanto para 
a manutenção hídrica como para a correção do déficit hídrico. 
No entanto, por necessitar de uma perfusão sanguínea gastroin-
testinal adequada e possuir uma taxa de absorção mais lenta do 
que a via intravenosa, a via oral é contraindicada em aves com 
desidratação severa. Esta via jamais poderá ser utilizada nos ca-
sos em que a ave não estiver plenamente consciente e não con-
seguir manter o pescoço elevado; caso contrário, poderá ocorrer 
a regurgitação e posterior aspiração do conteúdo administrado, 
levando à pneumonia aspirativa e até ao óbito. Para evitar falsa 
via, é importante que a pessoa efetuando a sondagem sempre 

Figura 8.5. Sondagem oral, ilustrando 
a inserção adequada da sonda no 
esôfago. 
Créditos: Juliana Saviolli / CRAM-FURG.

Figura 8.6. Fluidoterapia oral através de sondagem 
esofágica, demonstrando o posicionamento com pescoço 
estendido para evitar possíveis refluxos. 
Créditos: Cristiane Kolesnikovas / Associação R3 Animal.

se assegure visualmente de que a sonda não foi inserida na glote 
(Figura 8.5), mesmo no caso de profissionais experientes. Pode-
-se também realizar a palpação do pescoço para sentir a presen-
ça da sonda no esôfago, que corre paralelamente à traquéia.
O pescoço do animal deve permanecer estendido durante toda a 
hidratação (Figura 8.6) e, após a remoção da sonda, é importante 
manter a cabeça da ave erguida por alguns segundos para dar o 
tempo necessário para a deglutição (exceto se houver sinal de 
refluxo). Outro cuidado importante é de manter a visualização da 
cavidade oral durante a administração de fluidos, pois em caso 
de refluxo a sondagem deve ser imediatamente interrompida, 
retirando rapidamente a sonda e inclinando a cabeça e o pescoço 
da ave para baixo por alguns segundos para diminuir o risco de 
aspiração dos fluidos administrados.
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Alimentação
Para elaboração da dieta que será fornecida às aves, os principais 

fatores a serem levados em conta são: a condição clínica do animal, 
a disponibilidade do alimento na região e a biologia da espécie (há-
bitos alimentares). Sempre que possível, a dieta em cativeiro deve 
buscar emular a dieta da espécie em natureza, conforme disponi-
bilizado na Tabela 8.1. Os “outros” itens nesta tabela referem-se a 
carcaças de aves e mamíferos e a itens alimentares incomuns como 

O preparo dos alimentos fornecidos aos animais deve seguir pa-
drões rigorosos de higiene e armazenamento, sendo que a qualidade 
dos alimentos deve ser similar à qualidade daqueles destinados ao 
consumo humano. O congelamento sob baixas temperaturas (-15 a 
-20 °C) por um período de 2-3 semanas é desejável, pois inativa pos-
síveis cistos parasitários presentes nos peixes e lulas. No entando, 
alimentos congelados por mais de 12 meses devem ser descartados.

Os peixes a serem utilizados na alimentação das aves, assim como 

águas vivas, salpas, insetos, etc. Vale notar que, em algumas espé-
cies, podem haver diferenças de dieta entre os sexos. Por exemplo, 
as fêmeas de petréis-gigantes (que tendem a ser encontradas com 
maior frequência em águas brasileiras) consomem uma quantidade 
maior de itens pelágicos (lulas e peixes), enquanto os machos ali-
mentam-se quase exclusivamente de aves e mamíferos (e tendem 
a permanecer em ambiente subantártico).

lulas e crustáceos, devem ser descongelados em geladeira (4-12 ho-
ras antes do consumo). O descongelamento do pescado através da 
imersão em recipientes com água ou em água corrente não é indi-
cado, pois pode levar à perda de nutrientes (em especial, as vitami-
nas hidrossolúveis) e ao aumento da proliferação bacteriana. Uma 
vez descongelados, os alimentos devem ser fornecidos às aves em 
até 24 horas (mantidos sob refrigeração) e não devem ser recon-
gelados. Deve-se atentar ao tamanho dos alimentos, selecionando 

ESPÉCIE LULAS
Albatrozes de grande porte (Diomedea spp.)
Albatrozes de médio porte (Thalassarche spp.)
Piaus (Phoebetria spp.)
Grazinas (Pterodroma spp.)
Faigões (Pachyptila spp.)
Bobos (Ardenna spp., Puffi  nus spp)
Pardelas (Procellaria spp.)
Petréis-gigantes (Macronectes spp.) machos
Petréis-gigantes (Macronectes spp.) fêmeas
Almas-de-mestre (Oceanites oceanicus)

60%
20-90%
30-80%
60-90%
10-20%
5-60%

40-60%
1-5%

5-35%
<1%

35%
10-80%
30-45%
1-40%

30-45%
10-70%
15-20%

1-5%
5-20%

20-30%

PEIXES CRUSTÁCEOS OUTROS
5%

0-20%
0-25%
<1%
<1%
<1%
0-5%

70-95%
40-80%

<1%

<1%
0-15%
1-4%

2-10%
35-50%
5-90%

10-25%
<1%
<1%

70-80%

Tabela 8.1. Composição geral da dieta (% da massa) de Procellariiformes em vida livre.
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itens com tamanho condizente ao tamanho da cavidade oral da ave. 
Não se devem utilizar peixes com estruturas duras ou pontiagudas 
que possam causar lesões à mucosa oral e esofágica das aves.

Todos os Procellariiformes alimentados com pescado congelado 
devem receber suplementação vitamínica diária. Em especial, a vi-
tamina B1 (cloridrato de tiamina, 25-30 mg/kg de peixe, ou 1-2mg/
kg VO q24h) e vitamina E (100 mg/kg de peixe) devem ser sempre 
administradas. Para aves normohidratadas e mantidas sem acesso 
à água salgada, é recomendável a administração de sal na dieta (clo-
reto de sódio na dose de 250 mg/kg) a cada 2 dias, com a finalidade 
de evitar a atrofia da glândula de sal e prevenir desequilíbrios ele-
trolíticos. No entanto, a suplementação de sal só deve ser iniciada 
após a correção do quadro de desidratação. É importante enfatizar 
que embora a suplementação de sal muitas vezes não seja realizada 
para outras espécies de aves marinhas e costeiras em reabilitação, 
a experiência dos autores sugere que este é um dos fatores críticos 
para o sucesso na reabilitação de Procellariiformes.

É importante considerar que a administração prematura de ali-
mentos sólidos às aves severamente desidratadas pode acentuar o 
seu quadro de desidratação, uma vez que os processos digestivos 
envolvem um gasto significativo de fluidos por parte da ave. Por 
este motivo, na admissão de Procellariiformes debilitados é essen-
cial que o paciente passe por um tratamento de hidratação antes 
de receber o alimento. Apenas quando o fluxo gastrointestinal tiver 
sido reestabelecido (ou seja, quando a ave estiver defecando nor-
malmente) e o quadro de desidratação tiver sido atenuado é que se 
poderá ser iniciada a alimentação. A decisão de iniciar a dieta com 
papa de peixe ou peixe inteiro caberá à equipe técnica do centro de 
reabilitação, mas em geral recomenda-se que o animal receba pelo 
menos duas alimentações com papa de peixe antes da introdução 
do alimento sólido.

A quantidade de alimento a ser fornecida é variável, dependendo 
do tamanho da ave, da espécie e da condição clínica apresentada. 

Em relação à sondagem esofágica, considera-se em geral que as aves 
marinhas possam receber até 50 mL/kg de uma única vez. No entan-
to, é importante ressaltar que os volumes iniciais a serem adminis-
trados nos indivíduos recém-admitidos ou muito debilitados sejam 
metade deste valor (25 mL/kg), para aclimatação ao procedimento e 
para evitar regurgitação.

Durante todo o processo de alimentação, seja ela forçada ou li-
vre, deve-se tomar cuidado para evitar sujar as penas da ave com 
a gordura do alimento. A mão/luva em contato com o alimento 
jamais deve tocar a ave. Se as condições clínicas do animal permi-
tirem, a ave deve ser liberada para ter acesso à piscina logo após 
a alimentação, para que possa remover restos de alimento da sua 
plumagem e cavidade oral. Caso o animal esteja sem acesso à pis-
cina, utilizar um pano úmido para limpar o bico (sempre da comis-
sura em direção à ponta). 
• Alimentação pastosa 

A alimentação pastosa (papa de peixe) normalmente consiste em 
peixes sem cauda (a remoção da cabeça é opcional) e outros itens 
alimentares (lulas e camarões, dependendo da espécie) batidos 
em liquidificador com o mesmo volume de água potável (propor-
ção 1:1). A pasta resultante é peneirada, e adiciona-se a suple-
mentação vitamínica, mineral e de probióticos. Uma vez pronta, 
a alimentação pastosa deve ser armazenada em geladeira e utili-
zada em, no máximo, 24 horas (descartar após este período).
Não se deve administrar alimentação pastosa em temperatura 
muito fria ou gelada. Aquecer o alimento preferencialmente em 
banho-maria, tomando atenção especial para não aquecer exces-
sivamente, o que poderá causar queimaduras graves no animal. 
Em geral é preferível aquecer a papa de peixe em banho-maria 
em um recipiente aberto, homogeneizando com uma colher, e 
depois transferir a papa aquecida à seringa. O aquecimento da 
papa de peixe já dentro da seringa em banho-maria tende a cau-
sar o aquecimento apenas das camadas externas, enquanto o 



59

conteúdo central permanece frio. A temperatura ideal da papa 
de peixe varia de acordo com o quadro clínico do animal (nor-
motérmico, hipotérmico ou hipertérmico) e a condição climática 
do dia, podendo variar entre morna (25 a 28 °C) e temperatura 
ambiente (20 a 24 °C). Temperaturas mais elevadas devem ser 
evitadas pois podem levar ao cozimento da papa, alterando a 
sua textura e composição nutricional. Durante a sondagem gás-
trica para o oferecimento da alimentação pastosa, os mesmos 
cuidados indicados para a administração de hidratação por via 
oral devem ser implementados (Figura 8.7), ou seja, é necessária 
atenção especial para assegurar-se que a sonda é introduzida no 
esôfago e não na glote. Ter atenção especial ao determinar o di-
âmetro da sonda ideal e o comprimento do tubo a ser inserido.

Figura 8.7. Administração de alimentação pastosa por sondagem oral. 
Créditos: Ralph Vanstreels / IPRAM.

• Alimentação sólida 
De acordo com o estado clínico da ave e o seu comportamento, 
deve-se iniciar o fornecimento de alimentos sólidos na dieta. É 
importante sempre estimular as aves para que se alimentem vo-
luntariamente, pois aves que se alimentam sozinhas tendem a se 
recuperar e ganhar peso mais rapidamente. Além disso, o ofere-
cimento de alimentos de forma voluntária permite a diminuição 
do estresse associado à alimentação forçada.
O alimento pode ser ofertado em bandejas contendo água (doce 
ou salgada) e pescado inteiro (peixes, lulas, crustáceos) ou filés 
de peixe (Figuras 8.8) ou, dependendo da espécie em reabilita-
ção, em bandejas contendo carcaças e peixes eviscerados (p.ex. 
no caso de petréis-gigantes). Para as aves mantidas em piscinas 
e com comportamento alerta, pode ser feita a tentativa de atirar 
o alimento na água para que a ave o capture (Figura 8.9). Ou-
tra alternativa é o uso de bandejas suspensas fixadas à margem 
da piscina, para que os animais possam se alimentar livremente 
sem que o alimento suje a água da piscina excessivamente. O 
alimento não deve ficar disponível por mais de 2 horas, sendo 
necessária a sua substituição após este período. 
Algumas aves podem apresentar preferência por alguns itens 
alimentares e não se interessar por outros. Por esse motivo, é 
importante monitorar se alguns itens alimentares estão sen-
do sistematicamente recusados, e buscar alternativas para 
chegar a um equilíbrio entre a preferência individual de cada 
ave e as suas necessidades nutricionais. Em alguns casos, por 
exemplo, é possível esfregar a presa preferida sobre um outro 
item alimentar não-preferido de modo a torná-lo mais atrativo 
(uma vez que o olfato é crucial para a seletividade alimentar 
nos Procellariiformes).



60

Figura 8.8. Oferecimento de alimentos em bandejas com água. 
Créditos: (a) Renata Hurtado / IPRAM; (b) Luis Felipe Mayorga / IPRAM; (c) Juliana Saviolli / CRAM-FURG.

Figura 8.9. Sequência de fotos ilustrando a captura de um peixe inteiro 
atirado à piscina. 
Créditos: Renata Hurtado / IPRAM
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Figura 8.10. Alimentação forçada em espécies de médio a grande porte. 
Créditos: Ralph Vanstreels / IPRAM.

Figura 8.11. Alimentação forçada com pinça em espécies de pequeno porte. 
Créditos: (a) Ralph Vanstreels / IPRAM; (b) Cristiane Kolesnikovas / Associação R3 Animal.

No caso de aves que não consumam o alimento oferecido em ban-
dejas, a alimentação forçada pode ser necessária. Isto é comum no 
início do processo de reabilitação, quando as aves ainda estão mui-
to debilitadas. É possível oferecer peixes (inteiros, filés ou em pos-
tas) e outros tipos de pescado introduzindo-os diretamente no bico 
de forma manual. Peixes inteiros e em postas devem ser cuidadosa-
mente checados para que pedaços de ossos (ou outras estruturas 
firmes) e partes de órgãos não lesionem o trato gastrointestinal ou 
entrem na glote. Antes de realizar a alimentação forçada, é crucial 
assegurar-se de que a ave esteja devidamente contida. Durante a 
contenção física, a mão que segura o pescado não deve tocar a ave, 
para não contaminar as penas com a gordura do alimento. É impor-
tante que o animal esteja com o pescoço estendido para a intro-
dução do peixe, que deve ser fornecido sempre no sentido cranio-
caudal (seguindo o sentido das escamas) (Figura 8.10). Caso a ave 
queira regurgitar durante a alimentação forçada, deve-se deixá-la 
livre para fazê-lo e interromper as tentativas de forçar o alimen-
to. Não é recomendável puxar o peixe de dentro do bico da ave, 
pois a tração das escamas e nadadeiras em sentido contrário à 
ingestão pode causar lesões no esôfago e cavidade oral. No caso 
de espécies de pequeno porte, o alimento pode ser introduzido 
delicadamente com o auxílio de uma pinça (Figura 8.11). Deve-se 
sempre limpar o bico da ave após a alimentação forçada, remo-
vendo as sujidades que possam prejudicar a impermeabilidade 
da plumagem. Este procedimento pode ser efetuado utilizando-se 
uma toalha morna úmida para limpar o bico da ave sempre da 
comissura em direção à ponta do bico, evitando que os resíduos 
fiquem aderidos às penas da face. Caso a condição clínica permita, 
a ave deve ser liberada para ter acesso à piscina logo após a ali-
mentação, removendo qualquer resto de alimento que possa ter 
aderido à cavidade oral ou plumagem.
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Conforto térmico
A temperatura normal da cloaca das aves geralmente varia entre 

39 e 41 °C, sendo que aves que apresentem temperatura abaixo 
de 38,5 °C são consideradas hipotérmicas. Essencialmente, a hipo-
termia resulta de quadros em que a perda de calor supera a capa-
cidade de produção de calor. Trata-se de um quadro clínico crítico, 
pois a redução da temperatura corpórea pode levar ao hipometa-
bolismo, imunossupressão, acidose, arritmias cardíacas e à morte. 
Enquanto alguns tecidos têm maior tolerância à redução de tem-
peratura, como é o caso da pele e da musculatura esquelética, a 
manutenção de uma temperatura central mínima é essencial para 
o funcionamento cardíaco e do sistema nervoso. 

Os sinais clínicos apresentados por aves hipotérmicas incluem: 
depressão, letargia, tremores e postura encurvada. No entanto, 
vale ressaltar que estes sinais não são exclusivos desta condição 
clínica. Para aferir a temperatura corpórea, recomenda-se o uso 
de termômetros clínicos digitais de ponta flexível, termômetros de 
superfície ou termômetros infravermelhos. Apesar de bastante efi-
ciente, termômetros tradicionais raramente conseguem aferir tem-
peraturas abaixo de 34 graus. Nesses casos, termômetros digitais 
de superfície são eficientemente utilizados no monitoramento de 
animais com hipotermia grave. Durante a aferição, é importante 
assegurar-se que o sensor na extremidade do termômetro esteja 
em contato direto com a mucosa cloacal, e não apenas em meio ao 
material fecal, caso contrário a temperatura corpórea será subesti-
mada (Figura 7.6). No entando, aves com porte muito pequeno, tais 
como almas-de-mestre e petréis-mergulhadores, não é necessário 
efetuar a inclinação do termômetro, evitando lesões e rupturas na 
delicada mucosa cloacal. O termômetro infravermelho é uma alter-
nativa para manter o monitoramento constante em aves muito es-
tressadas à contenção ou de menor porte físico, desde que o equi-
pamento consiga atingir um índice de emissividade de 0.98. 

O combate à hipotermia baseia-se principalmente no fornecimen-
to de calor. As estratégias mais eficientes de fornecimento de calor 
a uma ave hipotérmica incluem:
• Fluidoterapia: a administração de fluidos aquecidos pode ser fei-

ta pela via oral ou subcutânea ou, no caso de hipotermias mais 
severas, pela via intravenosa ou intraóssea. A via subcutânea ten-
de a ser menos eficaz no caso de aves desidratadas, enquanto 
que a via intravenosa permite que o calor fornecido atinja mais 
rapidamente os tecidos mais sensíveis à hipotermia, como o co-
ração e o cérebro, além de ajudar no combate à desidratação. 

• Glicose: a administração de glicose 50% por via intravenosa (dose 
de 1 mL/kg; diluir em solução cristaloide e infundir lentamente), 
pode contribuir para tratamento da hipotermia por auxiliar na 
reversão do hipometabolismo.

• Enema: o enema com água aquecida a 39 – 40 °C tem se mostra-
do uma ferramenta essencial e eficaz no combate à hipotermia. 
Recomenda-se lubrificar a sonda (uretral) com óleo mineral antes 
da utilização e injetar o conteúdo da seringa em velocidade len-
ta a moderada. O enema pode ser administrado em volume de      
10 mL/kg a cada aplicação, sendo repetido a cada 2 horas até que 
a temperatura corporal atinja os 38 °C, aumentando o intervalo 
de administração conforme melhora do quadro. Caso a ave es-
teja responsiva, associar com sondagem oral (utilizando água à 
mesma temperatura) potencializa o tratamento da hipotermia.

• Convecção: aquecedores com ventiladores (termoventiladores) 
podem ser utilizados para criar um fluxo lento e contínuo de ar 
quente sobre o paciente. Esta estratégia é bastante efetiva e traz 
menor risco de queimaduras do que as técnicas de radiação e 
condução, além de contribuir à aquisição de calor pela inalação 
do ar morno.

• Radiação: lâmpadas de aquecimento (infravermelhas ou cerâmi-
cas) podem ser utilizadas como fontes de aquecimento, porém, 
tendem a ser menos eficientes que o aquecimento por convecção. 
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Deve-se dar particular atenção ao risco de queimaduras, uma vez 
que aves debilitadas poderão ser incapazes de evitar o calor ex-
cessivo.

• Condução: os colchões e bolsas térmicas tem sua eficácia muito 
reduzida em animais que estejam desidratados e hipotérmicos, 
devido ao quadro geral de hipoperfusão periférica (o calor admi-
nistrado às áreas externas do corpo terá uma capacidade limi-
tada de se disseminar ao restante do corpo). Também deve-se 
atentar ao risco de queimaduras e, no caso de dispositivos elé-
tricos (colchões e cobertores elétricos), ao risco de eletrocussão.

• UTA (Unidade de Tratamento de Aves): aves de pequeno e 
médio porte podem ser mantidas para tratamento intensivo 
em UTAs com temperatura controlada entre 29 e 32 °C.

Um cuidado importante no tratamento da hipotermia é a aten-
ção para não produzir queimaduras nos animais. Mesmo quando 
a temperatura corpórea estiver criticamente baixa e o risco de cho-
que for iminente, nunca se deve utilizar calor excessivo. No caso da 
administração de fluidos por via oral, subcutânea ou intravenosa, a 
temperatura dos fluidos a serem administrados nunca pode supe-
rar os 41 °C, pois temperaturas superiores poderão causar lesões 
vasculares e hemólise, piorando o quadro clínico. No caso de aque-
cimento por radiação, condução e convecção, é importante que o 
recinto e a fonte de calor sejam posicionados de modo a permitir 
que as aves tenham a opção de afastar-se destas fontes de calor 
caso se sintam desconfortáveis. No caso de aves inconscientes ou 
letárgicas, o cuidado deve ser redobrado para assegurar-se que não 
há aquecimento excessivo ou possibilidade de queimaduras. Com 
relação ao uso de colchões e bolsas térmicas, é importante colocar 
camadas de toalhas secas entre esses equipamentos e a pele da 
ave para evitar uma transmissão excessiva de calor. É importante 
lembrar, ainda, que as aves oleadas não devem ficar em locais fe-
chados, com pouca ventilação ou com panos e toalhas cobrindo o 

recinto, pois os vapores dos hidrocarbonetos (cuja liberação será 
acelerada pelo calor) são tóxicos.

Para evitar possíveis queimaduras, é importante checar periodi-
camente a temperatura a que os animais estão expostos, tocando 
os colchões/bolsas térmicas e testando os fluidos a serem admi-
nistrados com um termômetro antes de concluir se a temperatura 
está adequada. No caso do aquecimento por radiação ou convec-
ção, também é importante que a temperatura seja verificada por 
um período prolongado (10-15 segundos) e com as mãos secas (se 
as mãos estiverem frias ou molhadas, a avaliação da temperatura 
poderá ser incorreta).

É importante considerar que aves debilitadas (principalmente as 
que estão em condição corporal ruim) têm dificuldade em manter 
uma temperatura corpórea estável, e tendem a oscilar rapidamente 
entre hipotermia e hipertermia. Portanto, uma ave debilitada e hi-
potérmica que recebe aquecimento pode passar mais abruptamen-
te a um quadro de hipertermia do que seria esperado para uma ave 
saudável. Neste sentido, deve-se ter particular atenção para evitar o 
aquecimento excessivo e oscilações excessivas de temperatura am-
biente. Animais que apresentarem a temperatura cloacal elevada 
(acima de 41 °C) deverão ser mantidos em locais frescos (cerca de 
24 °C), bem ventilados e protegidos do sol, sendo avaliados periodi-
camente para que não ocorra uma queda abrupta de temperatura. 
Aves em hipertermia normalmente apresentam-se ofegantes, res-
pirando com o bico aberto e mantendo as asas afastadas do corpo. 
Aves saudáveis que apresentem desconforto térmico em dias ex-
cessivamente quentes podem ser colocadas em piscinas ou serem 
borrifadas com água fria em todo o corpo (principalmente em áreas 
aptéricas). Em situações extremas, banhos com água fria, bolsas de 
água fria e ambientes climatizados também podem ser utilizados. 
Contudo, é importante diferenciar se uma ave está respirando com 
o bico aberto porque está com calor ou se isto se deve a dispnéia 
por infecção respiratória, por exemplo. 
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Quando as aves já tiverem se recuperado do quadro de hipotermia, 
porém ainda estiverem com dificuldade para manter sua tempera-
tura estável, pode-se colocá-las em piscina em ambiente abrigado 
(interno) com água potável aquecida (38 a 40 °C) (Figura 8.12a). Es-
ses banhos supervisionados ajudarão a evitar o acúmulo de fezes na 
cloaca e servirão para promover o bem-estar e estimular o apetite, 
além de permitirem às aves que iniciem seus comportamentos de 
organização das penas e de ingestão de água. Esses comportamen-
tos podem ser estimulados utilizando uma mangueira com ponta 
de “chuveirinho” para molhar as aves (Figura 8.12b) ou criar movi-
mentação da água (ondas). A duração dos banhos poderá variar de 
poucos minutos a algumas horas, dependendo do comportamento 
do paciente. Caso as aves permaneçam por períodos prolongados, a 
temperatura da água deverá ser verificada periodicamente. Ao final 
do banho, aferir a temperatura cloacal da ave (lembrando que, nes-
ses casos, o paciente ainda não recebeu alta médica).

Tratamento veterinário
O Capítulo 14 apresenta uma breve revisão das principais enfer-

midades que podem acometer os Procellariiformes em reabilitação. 
Destas, vale destacar a elevada sensibilidade destas aves à aspergi-
lose. Por este motivo, muitos centros de reabilitação recomendam 
o uso de itraconazol preventivamente. Normalmente utiliza-se uma 
dose de 10 mg/kg por via oral a cada 24 horas por no mínimo 14 
dias. Outras medicações poderão ser prescritas e administradas por 
um médico veterinário de acordo com os achados dos exames físicos 
e clínicos. A utilização de nebulizadores ultrassônicos também pode 
ser eficiente no tratamento de infecções respiratórias, sendo comu-
mente utilizados antibióticos, antifúngicos (incluindo itraconazol) e 
aminofilina associados a solução fisiológica a 0,9%. Devido às par-
ticularidades do sistema respiratório das aves, o uso de mucolíticos 
deve ser evitado.

Apesar da falta de estudos sobre imunoestimulantes e probióticos 
em Procellariiformes, sua utilização é encorajada durante o período 
em reabilitação. Timomodulina, equinácea, própolis e leveduras, por 
exemplo, tem sido empregados com sucesso nessas aves. Ao admi-
nistrar fármacos que são metabolizados pelo fígado, é recomendado 
a associação do tratamento com protetores hepáticos, como a silima-
rina (100-150mg/kg/dia).

Os esteróides (corticosteróides) podem causar alterações fisiológi-
cas graves em aves, nas quais imunossupressão (linfopenia, granu-
locitose, involução de bursa, timo e baço, além de predisposição à 
doenças secundárias), doença hepática, insuficiência renal, retardo 
na cicatrização de feridas e úlceras gastrointestinais já foram docu-
mentados (ver a seção “Literatura Sugerida” ao final deste capítulo). 
Um estudo realizado por Westerhof e colaboradores (1994) obser-
vou que o eixo hipotálamo-pituitária-adrenal em aves domésticas 
é altamente suscetível a supressão por corticóides, principalmente 
dexametasona, indicando que os efeitos colaterais em aves é mui-

Figura 8.12. Banho em água aquecida em recinto interno para aves que ainda 
apresentam oscilação de temperatura corpórea e falha na impermeabilidade da 
plumagem. 
Créditos: (a) Ralph Vanstreels / IPRAM; (b) Renata Hurtado / IPRAM.
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to mais frequente e grave do que em mamíferos. Por isso, o uso de 
corticóides em aves é bastante controverso e deve ser evitado em 
Procellariiformes. Apesar de alguns clínicos de aves ainda recomen-
darem a dexametasona nos casos de traumatismo cranioencefálico 
recente, existem protocolos comprovadamente eficazes em aves 
que fornecem as mesmas vantagens dos corticóides com menos 
efeitos colaterais.

É comum que os Procellariiformes encalhem com algum grau, mes-
mo que leve, de miopatia de captura (rabdomiólise de esforço). Acre-
dita-se que isto ocorra devido ao fato de serem aves oceânicas e, em 
sua maioria, planadoras, que passaram por grande esforço físico até 
encalhar nas praias, além do estresse e esforço relacionado à cap-
tura, manejo, transporte até o centro de reabilitação. Por este mo-
tivo, sugere-se que a enzima CK (creatinoquinase) seja incluída nos 

exames clínicos de rotina ou, pelo menos, mensurada o mais bre-
ve possível após a admissão. O valor da CK poderá contribuir bas-
tante para a escolha do melhor tratamento clínico, principalmente 
com relação ao tipo de fluidoterapia que deverá ser implementado. 
Além da CK, mensurar o lactato sérico/plasmático também auxilia 
na determinação dos quadros de acidose, e seu valor pode ser fa-
cilmente aferido na rotina clínica com o uso de aparelhos portáteis 
(p.ex. Accu-trend® Plus) utilizando apenas uma gota de sangue.

Após a recuperação do estado crítico do paciente (incluindo o re-
estabelecimento do fluxo intestinal), é essencial que o tratamen-
to com antiparasitários seja iniciado. Podem ser utilizados o prazi-
quantel, o fenbendazole e a ivermectina.
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9 REABILITAÇÃO DE PROCELLARIIFORMES 
OLEADOS
Sergio Rodríguez Heredia, Renata Hurtado & Juliana Y. Saviolli

Há extensa literatura acerca dos efeitos do óleo sobre a saúde 
das aves marinhas e detalhamento dos protocolos e procedimen-
tos a serem utilizados, por isso recomenda-se a consulta às refe-
rências listadas na seção “Literatura sugerida”. Desta forma, este 
capítulo objetiva apenas apresentar considerações gerais e res-
saltar aspectos que sejam particularmente relevantes no caso dos 
Procellariiformes.

Um aspecto importante é o fato de que o petróleo e seus deri-
vados podem ser tóxicos não apenas para as aves, mas também 
para a equipe de reabilitação, de modo que é necessária a utilização 
de luvas nitrílicas ou de borracha durante o manuseio destas aves. 
Além disso, para evitar que o óleo de um indivíduo contaminado 
seja repassado a outros, as aves oleadas e não oleadas deverão ser 
mantidas em áreas separadas (até fi nalizado o processo de lava-
gem) e os equipamentos de proteção individual (luvas, macacões) 
utilizados no manuseio de aves oleadas deverão ser separados da-
queles utilizados para as aves não oleadas.

Documentação de aves oleadas
A contaminação ambiental por petróleo é considerada crime am-

biental. Por este motivo, as instituições envolvidas no atendimento 
às aves oleadas devem documentar o ocorrido para que estas in-
formações possam ser utilizadas posteriormente para fi ns judiciais. 
Assim, é essencial que registros detalhados sejam mantidos (registro 

central e fi chas individuais conforme detalhado no Capítulo 13). Além 
das informações básicas registradas para todas as aves durante a 
admissão (espécie, idade, achados ao exame físico, etc.), as seguintes 
informações adicionais poderão ser registradas para cada ave:
• Área corpórea oleada: estimar visualmente a porcentagem da su-

perfície corpórea que foi afetada pelo óleo. A classifi cação tradi-
cional é feita em cinco categorias: <10%, 25%, 50%, 75% ou 100%.

• Profundidade do óleo: estimar visualmente a profundidade em 
que o óleo afetou as penas. Utilizam-se as seguintes categorias:
• Apenas odor: não se pode determinar quais as regiões petroli-

zadas, mas a ave emana um odor de óleo. 
• Superfi cial: apenas a ponta das penas foi acometida.
• Média: as penas foram extensamente acometidas, porém o 

óleo não atingiu a sua base.
• Profunda: as penas foram acometidas até a base, porém não 

há dano à pele.
• Queimaduras: as penas foram acometidas até a base, e a pele 

abaixo das penas apresenta sinais de irritação ou lesões.
• Descrição das áreas oleadas: descrever textualmente ou fazer 

um desenho esquemático das áreas acometidas.
• Fotodocumentação: a documentação fotográfi ca de aves olea-

das é essencial para comprovar o recebimento de aves oleadas 
(fi ns judiciais) (Figura 9.1). Além disso, analisando as imagens é 
possível categorizar de forma mais fi el a distribuição do óleo no 
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Cuidados durante o atendimento inicial
Um dos efeitos negativos do óleo na saúde das aves é a irritação 

e as queimaduras que podem ser causadas à pele e às mucosas. 
Na maioria dos casos, apenas a plumagem terá sido afetada e a 
pele e mucosas não terão grandes quantidades de óleo. No entan-
to, algumas vezes o comportamento da ave de tentar remover o 
contaminante das penas pode resultar na exposição dos olhos e 
da mucosa oral. Nestes casos, durante a admissão recomenda-se 
utilizar solução salina e um material macio (algodão, gaze, cotonete, 
etc.) para remover o óleo que esteja ao redor dos olhos, narinas, ca-
vidade oral, cloaca, patas. Examinar os olhos com atenção em busca 
de aumento de volume, hiperemia, úlceras (realizar teste de fluo-
resceína) e presença de óleo propriamente dito. Para a limpeza dos 
olhos, pode-se utilizar solução fisiológica a 0,9% (utilizar um frasco 
recém-aberto, pois a ausência de conservantes no produto faz com 
que ocorra rápida proliferação bacteriana) ou colírio do tipo lágrima 
artificial (recomendada sua utilização mesmo quando não houver 
óleo visível). Se houver qualquer sinal de úlcera em córnea, infla-
mação/irritação ou infecção ocular, deve-se iniciar imediatamente 
o tratamento oftalmológico. Como tratamento inicial, também é re-
comendada a administração imediata de carvão ativado (50 mg/kg, 
dose única) diluído em solução eletrolítica via sondagem esofágica. 
Também pode ser iniciado tratamento com sucralfato (25 mg/kg VO 
q8h) e, dependendo dos resultados hematológicos e do quadro clí-
nico, outros medicamentos e suplementos.

Aptidão para o lavado
Em casos raros, é possível que as aves estejam gravemente ole-

adas e o excesso de óleo as impeça de se moverem ou respira-
rem. Estes casos costumam ocorrer principalmente em aves que 
entram em contato com petróleo cru ou que caem em tanques 
de resíduos oleosos. Nestas situações, deve-se avaliar a necessi-
dade de uma lavagem emergencial para retirar o excesso de óleo 
e assegurar a sobrevivência imediata da ave, ou pode-se optar 
pela eutanásia.

corpo, evitando a subjetividade da classificação durante a ad-
missão. É recomendável que as fotografias sejam feitas durante 
a admissão, pois caso as fotografias sejam adiadas é possível 
que ocorram mudanças de coloração ou distribuição das man-
chas de óleo com o passar dos dias. Recomendações detalhadas 
acerca da fotodocumentação de aves serão apresentadas no Ca-
pítulo 13.

• Coleta de penas com óleo: a coleta de penas com óleo pode ser 
útil para análises de identificação da fonte do vazamento (oil fin-
gerprinting). Para esta finalidade, é importante que a coleta seja 
feita imediatamente durante a admissão e não posteriormente, 
pois com o passar do tempo o óleo sofrerá degradação e o resul-
tado das análises será comprometido. Recomendações acerca 
da coleta de penas com óleo serão apresentadas no Capítulo 12.

Figura 9.1. A fotodocumentação de indivíduos oleados no momento 
da admissão é importante para fins judiciais e de análise forense. 
Créditos: Sergio Heredia / Fundación Mundo Marino.
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No entanto, estes casos são excepcionais e na maioria das vezes os 
Procellariiformes oleados terão apenas manchas de óleo em sua plu-
magem, e poderão sobreviver por algum período contanto que suas 
necessidades fisiológicas básicas (hidratação, alimentação e conforto 
térmico) sejam atendidas. Nestes casos, recomenda-se que o proce-
dimento de lavagem seja adiado até que as aves tenham seus parâ-
metros clínicos estabilizados para conseguirem sobreviver ao proces-
so estressante de lavagem, enxágue e secagem. Durante o período 
de estabilização, é essencial manter a integridade das penas. Como 
as aves só terão acesso à piscina após o processo de lavagem, pode 
ser que ocorra o acúmulo de fezes e resíduos alimentares nas penas, 
principalmente na região ventral e ao redor cloaca. Assim, para evitar 
o apodrecimento da plumagem, é recomendável a limpeza rotineira 
destas áreas com água morna, seja com o auxílio de mangueira (no 
caso dos Procellariiformes de médio e grande porte; sem a necessi-
dade de conter o animal) ou com pano úmido (Procellariiformes de 
pequeno porte; conciliar o momento da limpeza com alguma outra 
atividade que demande contenção).

De modo geral, considera-se que aves marinhas só estarão aptas 
a passar pelo processo de lavagem quando atingirem os seguintes 
critérios:
• Temperatura corpórea: estável entre 39 e 41 °C. 
• Hematócrito: superior a 28%.
• Proteína plasmática total: igual ou superior a 3.0 g/dl.
• Condição corpórea: escore regular, bom ou ótimo (conforme de-

terminado pela palpação da musculatura peitoral).
• Comportamento: comportamento BAR (Bem, Ativo e Responsivo).

Lavagem, enxágue e secagem
Os Procellariiformes não devem ser alimentados até 12 horas an-

tes do procedimento de lavagem, devendo apenas ser hidratados 
por sondagem oral até pelo menos duas horas antes do banho.       
O protocolo de limpeza deve objetivar a realização de um único la-

vado, sem sucessivas repetições em dias diferentes. A anilha tem-
porária deve ser retirada logo antes do lavado, para evitar a recon-
taminação das penas após a despetrolização da ave.

Apesar de não ser uma prática unânime entre os reabilitadores de 
fauna, a utilização de um pré-tratamento antes do lavado faz parte 
da rotina de alguns centros de reabilitação com ampla experiência 
em despetrolização de aves marinhas. O objetivo deste pré-trata-
mento, que é efetuado utilizando-se óleo de canola, óleo mineral ou 
BD1, visa facilitar a remoção dos hidrocarbonetos, principalmente 
nos casos de contaminação severa ou de óleos pesados. No entan-
to, algumas considerações devem ser levadas em conta antes de 
optar pelo seu uso:
• Utilizar apenas em aves que estejam extensamente oleadas 

(mais de 50% do corpo) ou nos casos em que o óleo seja muito 
“pesado” (p.ex. petróleo cru, óleo bunker), ressecado, altamente 
aderido à pele e plumagem, e aparentemente de difícil remoção.

• Particular atenção deve ser dada à quantidade do produto de 
pré-tratamento utilizado na ave, pois caso seja utilizado em ex-
cesso a sua remoção durante o lavado poderá ser ainda mais 
difícil do que a do contaminante original.

• Antes de usar um novo produto de pré-tratamento, realizar tes-
tes-piloto (em carcaças ou penas soltas) para assegurar-se que o 
produto não danifique e não seja absorvido pelas penas.

O ideal é que o processo de lavagem não ultrapasse 30 minutos 
seguidos de 15-30 minutos de enxágue, não devendo ser ultrapas-
sados 90 minutos de tempo total. Atenção especial deve ser dada 
para que não ocorra asfixia relacionada à contenção física (por pres-
são excessiva no tórax ou pescoço ou por contenção do bico fecha-
do), inalação ou ingestão de espuma ou água com detergente, ou 
exposição excessiva dos olhos à espuma. O monitoramento para 
sinais de hipertermia deve ser constante. São necessárias de 2 a 4 
pessoas capacitadas para realizar o processo de lavagem e enxágue 
(dependendo do tamanho da ave), além de 1 ou 2 pessoas servindo 
como equipe de apoio (Figura 9.2).
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A temperatura da água deve ser semelhante à temperatura cor-
poral da ave (39 a 41 °C). Para a lavagem, recomenda-se o uso de 
detergente líquido de pH neutro e sem perfume ou odor forte. Bons 
resultados costumam ser obtidos com detergentes para louças de 
marcas reconhecidas. O detergente líquido deve ser diluído de 1 a 
5% (até que a água de lavagem adquira uma textura viscosa) em 
bacias cujo tamanho seja compatível com o tamanho da ave a ser 
lavada. Durante a limpeza é importante que o animal permaneça 
com o corpo imerso na água e apenas a cabeça e o pescoço per-
maneçam para fora. Deve-se cuidar para que o animal fique em 
uma posição confortável. A remoção do óleo da plumagem deve 
ser realizada com cuidado e por profissional experiente. Basica-
mente, as penas que estão dentro da água são massageadas de 
forma suave, permitindo a penetração do detergente desde a base 
até extremidade das penas. O uso de escova dental também é uma 
ferramenta eficiente para a remoção do óleo, em especial nas áreas 
mais delicadas do corpo (p.ex. ao redor dos olhos e do bico). A água 
das bacias deve ser trocada conforme a coloração indicar que está 
suja, substituindo as bacias tantas vezes quanto for necessário. O 
processo de lavagem só termina quando a ave e a água de lavagem 
estiverem totalmente limpas (exceto em casos emergenciais).

Para a lavagem da cabeça em Procellariiformes de médio e grande 
porte, deve-se colocar o dedo indicador dentro do bico da ave e se-
gurá-lo com o indicador e o dedo médio, contendo a cabeça de forma 
a impedir seu movimento e garantindo que a ave consiga respirar 
(Figura 9.3). A equipe de apoio deverá sempre manter um recipiente 
(jarra) com água limpa por perto, pois caso escorra detergente/es-
puma nos olhos da ave será necessário enxaguá-los imediatamente. 
A manipulação das asas deve ser feita com extremo cuidado: várias 
espécies de Procellariiformes possuem as asas muito grandes e que 
devem ser estendidas para verificar e permitir o acesso às manchas 
de óleo. Durante todo o procedimento de lavagem e enxágue, deve-
-se manter as asas sempre em sua posição anatômica correta.

Figura 9.2. A lavagem requer uma equipe de três a quatro profissionais experientes 
para assegurar que o procedimento seja feito de modo seguro, eficiente e rápido. 
Créditos: Sergio Heredia / Fundación Mundo Marino.

Figura 9.3. Demonstração da contenção física, mantendo o bico entreaberto para 
permitir que a ave possa respirar livremente. 
Créditos: Sergio Heredia / Fundación Mundo Marino.
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O enxágue das aves consiste na retirada de todo o resíduo de de-
tergente, sendo que um enxágue bem feito é fundamental para que 
o processo de impermeabilização seja mais rápido. Para esta ativi-
dade, é necessária água doce limpa em abundância e sob pressão. A 
pressão não deve ser exagerada para não causar lesões aos animais, 
mas deve ser suficiente para criar um fluxo abundante de água que 
penetre nas microestruturas das penas. De modo geral, recomenda-
-se uma pressão de 60 a 80 psi (libras por polegada quadrada). A tem-
peratura da água para o enxágue deve ser igual à temperatura de 
lavagem (39 a 41 °C). O enxágue deve ser feito avançando de forma 
gradual das partes superiores às inferiores do corpo, em movimen-
tos circulares, assegurando-se que todo o detergente seja retirado 
do corpo do animal (inclusive da base das penas). Considerando o 
estresse da ave, no entanto, este processo não deve ultrapassar os 
30 minutos. No caso de Procellariiformes de pequeno porte, o enxá-
gue deve ser feito de forma diferenciada, pois são aves bastante de-
licadas para aguentar a pressão e fluxo de água recomendado para 
outras espécies. Para estas aves, o ideal é que sejam enxaguadas em 
bacia contendo água limpa e aquecida (mesma temperatura), mas-
sageando as penas cuidadosamente para auxiliar na remoção do sa-
bão, trocando a água da bacia até que todo o sabão seja removido 
da plumagem. Irrigadores orais (p.ex. Waterpik®) também são ferra-
mentas bastante úteis neste processo, pois fornecem uma pressão 
suficiente para ajudar na remoção do detergente sem causar danos 
à plumagem/pele das aves de pequeno porte.

Depois do enxágue deve-se envolver a ave em uma toalha ou 
pano seco para remover o excesso de água. A ave deverá ser 
brevemente contida para a recolocação de uma anilha temporá-
ria limpa e para a aplicação de colírio/lágrima artificial e pomada 
oftálmica (de preferência, que contenha acetato de retinol, já 

que o processo de lavagem e enxágue gera algum grau de irritação 
à mucosa ocular) e hidratação com suplementos minerais e vitamíni-
cos por sondagem esofágica. Em seguida, a ave deverá ser colocada 
em um recinto limpo, seco e sem movimentação de pessoas, para 
descansar e iniciar o processo de secagem da plumagem. Para auxi-
liar neste processo, fontes de calor devem ser fornecida, como seca-
dores tipo pet, termoventiladores ou lâmpadas infravermelhas. Em 
todos os casos, é importante assegurar-se que os animais tenham 
a opção de afastar-se da fonte de calor para evitar desconforto ou 
queimaduras. O piso da área de secagem deverá seguir as mesmas 
recomendações descritas no Capítulo 4.

Para que a lavagem e o enxágue sejam feitos de maneira adequada 
em um intervalo de tempo curto, é fundamental que os profissionais 
tenham sido previamente capacitados. Por este motivo, recomenda-
-se que um processo gradual de treinamento, em que novos mem-
bros da equipe são inicialmente treinados na função de apoio, apren-
dendo os aspectos básicos envolvidos na lavagem. Depois, estes 
membros passarão à contenção física das aves durante a lavagem/
enxágue sob a supervisão direta de profissionais mais experientes, 
e posteriormente passando ao aprendizado da técnica de enxágue. 
Quando possível, exercícios com carcaças também podem ser úteis 
neste processo de treinamento.

O uso de fármacos tranquilizantes, sedativos ou anestésicos (iso-
flurano) também tem sido utilizado com sucesso por algumas insti-
tuições para reduzir o estresse associado ao processo de lavagem, 
sobretudo para espécies de pequeno porte ou muito estressadas. 
Nestes casos, é essencial que um médico veterinário fique integral-
mente dedicado a acompanhar os parâmetros vitais e realizar inter-
venções emergenciais caso necessário; deve-se dar particular aten-
ção para evitar a entrada de água no bico ou narinas da ave.
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Impermeabilização e condicionamento
Após a lavagem, o processo de reabilitação deverá priorizar a re-

cuperação da impermeabilidade da plumagem e o condicionamento 
físico das aves. As aves em melhor estado de saúde devem tomar 
banhos diários em piscinas ou tanques com espaço suficiente para 
que possam nadar e abrir suas asas sem sofrerem danos. O tempo 
que as aves passam na água deverá ser aumentado progressivamen-
te, até que as aves sejam capazes de passar longos períodos na água 
sem desconforto. É fundamental que as piscinas utilizadas durante o 
processo de reabilitação contem com skimmer ou transborde perma-
nente, evitando que a gordura presente nos excrementos e restos de 
alimentos sujem novamente as penas. 

Figura 9.4. Um enxágue cuidadoso é essencial para assegurar que todos os resíduos 
de detergente sejam removidos. 
Créditos: Sergio Heredia / Fundación Mundo Marino.

Figura 9.5. Após o final do enxágue, a ave deve ser 
colocada sob secadores em um ambiente tranquilo. 
Créditos: Sergio Heredia / Fundación Mundo Marino.

O tempo de permanência na piscina irá variar de acordo com a con-
dição de saúde dos animais, e nunca se deve deixar um animal nadar 
até a exaustão. Assim, as aves precisam ser supervisionadas durante 
estes períodos na água ou deve-se oferecer uma opção de saída da 
piscina (e assegurar-se de que elas sabem utilizá-la). Aves que não 
estejam em condições de natação podem ser higienizadas com água 
morna utilizando mangueiras com ponteiras do tipo “chuveirinho”. 
Este procedimento deve ser realizado de forma rápida, e em seguida 
remover o excesso de água com toalhas e acomodá-los próximos a 
uma fonte de calor para que possam se secar e evitar hipotermia.

Durante os primeiros 2 a 5 dias após a lavagem é recomendável que 
as aves só tenham acesso à água doce. Este cuidado é relevante pois 
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quaisquer resquícios de detergente (que não tenha sido removido 
durante o enxágue) poderão levar à formação de cristais na pluma-
gem ao entrar em contato com água salgada ou salobra, atrasando a 
recuperação da impermeabilidade das penas. Depois deste período 
inicial, as aves poderão ter acesso à água salgada ou salobra (o que 
é desejável, já que as aves parecem preferir nadar em água salga-
da e passarão mais tempo na piscina). Durante o condicionamento, 
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manter as avaliações físicas e clínicas regularmente, e garantir a 
administração de suplementos vitamínicos/minerais e tratamento 
veterinário até a completa recuperação do animal. 

Por fim, vale notar que no caso de aves que estavam oleadas e 
passaram pelo processo de lavagem é importante que a avaliação 
de aptidão para soltura seja particularmente rigorosa com relação 
ao critério de impermeabilidade da plumagem (ver Capítulo 10). 
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10 DEVOLUÇÃO À NATUREZA (SOLTURA)
Juliana Y. Saviolli & Renata Hurtado

A reabilitação de Procellariiformes deve sempre ter como objetivo 
fi nal a soltura de aves saudáveis, capazes a sobreviver e se reprodu-
zir em natureza. A liberação de aves que não estejam aptas possivel-
mente implicará em sua morte ou sofrimento, e pode até represen-
tar um risco para a sua espécie ou outras espécies (p.ex. caso a ave 
dissemine um agente infeccioso ao retornar ao ambiente natural). 
Por este motivo, é crucial assegurar-se que as aves só sejam libera-
das à natureza quando estiverem comprovadamente aptas.

Um conceito importante a se ter em mente durante a reabilitação 
de Procellariiformes é o da “janela de soltura”. Na maioria dos ca-
sos, as aves são recebidas em estado de debilidade e apresentarão 
melhora gradativa durante o período em reabilitação. Contudo, em 
determinado ponto (que pode variar para cada indivíduo), o estado 
de saúde chegará ao seu ápice (abertura da “janela”). A partir deste 
ponto, haverá uma estabilização do quadro clínico e a ave permane-
cerá neste estado por alguns dias a semanas, sendo este o intervalo 
ideal para a soltura. Em algum momento, contudo, a ave começará 
a apresentar problemas secundários relacionados à permanência 
prolongada em cativeiro, tais como perda de apetite, regurgitação, 
apatia, pododermatite, redução no comportamento de organização 
das penas, infecções oportunistas, etc. A partir desse momento, a 
tendência é de que haja uma piora clínica gradual (fechamento da 
“janela”) extremamente difícil de reverter, com alta probabilidade 

de que a ave defi nhe até o óbito. O momento de abertura e a du-
ração da “janela de soltura” poderão variar bastante dependendo 
da espécie, da condição clínica individual e das técnicas de reabi-
litação empregadas. Por este motivo, é essencial que as equipes 
utilizem os melhores protocolos e técnicas de reabilitação disponí-
veis, de modo a assegurar um ritmo adequado de melhora em to-
dos os aspectos relevantes à soltura (parâmetros hematológicos, 
recuperação de lesões, tratamentos medicamentosos, condição 
corporal, comportamento, impermeabilidade de plumagem, etc.). 
Assim, quando a janela se abrir, a ave poderá ser simultaneamen-
te aprovada em todos os critérios e ser liberada antes que a janela 
se feche.

Aptidão para soltura
Após a reabilitação, a soltura de Procellariiformes à natureza só 

deverá ser realizada quando as aves atingirem critérios bem defi ni-
dos de saúde e de impermeabilidade da plumagem. De modo geral, 
recomenda-se que um espécime seja considerado apto à natureza 
quando cumprir todos os seguintes critérios:

• Hematócrito: superior a 35%.

• Proteína plasmática total: superior a 4 g/dl.

• Condição corporal: escore bom ou excelente (conforme               
determinado pela palpação da musculatura peitoral).
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• Auscultação pulmonar: ausência de ruídos respiratórios à 
auscultação.

• Comportamento: deve apresentar plena capacidade de ingerir 
alimento, de nadar e flutuar. A tolerância ou aproximação a hu-
manos geralmente não são comportamentos considerados des-
qualificadores para a liberação destas aves, mas jamais devem 
ser encorajados.

• Ausência de lesões ou deformidades relevantes: não podem ha-
ver quaisquer alterações ou lesões que: provoquem dor e/ou 
sejam incompatíveis com a sobrevivência em natureza, prejudi-
quem o voo, a apreensão e ingestão de presas, a natação e flutu-
ação, ou outras atividades essenciais. Amputação de um dígito 
ou lesões discretas a moderadas de pododermatite não são 
necessariamente impeditivas para a liberação. A visão binocu-
lar intacta é essencial para as espécies que realizam mergulhos 
em profundidade (p.ex. Ardenna, Calonectris, Puffinus). Para es-
pécies planadoras (p. ex. Thalassarche, Diomedea, Pachyptila), a 
perda das retrizes (total ou parcial) prejudicará o voo dinâmico. 
Para todas as espécies, perda ou dano excessivos das rêmiges ou 
a redução da amplitude e movimentação das asas são desquali-
ficadoras para soltura.

• Ausência de enfermidades infecciosas relevantes: a ave não pode 
ter sido diagnosticada com uma enfermidade de notificação com-
pulsória ou outra enfermidade que sabidamente possa causar 
surtos de mortalidade em animais selvagens ou domésticos.

• Impermeabilidade: impermeabilização de 100% das penas após 
um mínimo de 2 horas sem sair da água (ver descrição do teste 
de impermeabilização a seguir).

O teste de impermeabilização só deverá ser realizado para os 
indivíduos que tiverem sido aprovados nos demais critérios. O 
teste requer uma piscina (ou tanque) preparado de forma a não 
permitir que a ave consiga sair da água. A ave deverá ser manti-
da neste tanque por no mínimo 2 horas consecutivas, aplicando-se 
spray de água sobre o animal para garantir que todo o corpo entrou 
em contato com água. Barreiras visuais devem ser utilizadas para 
evitar que as aves fiquem muito estressadas e ansiosas em sair do 
tanque. Se ainda assim uma ave apresentar desconforto ou tenta-
tivas excessivas de sair da água durante o teste, é possível que ela 
esteja inapta à liberação, devendo ser colocada em repouso com 
acesso a área seca e, se necessário, receber atendimento veteriná-
rio. Nestes casos, é importante que a situação seja cuidadosamente 
reavaliada pela equipe, buscando elucidar se o desconforto/estres-
se da ave ocorreu devido a algum erro de manejo (p.ex. excesso de 
pessoas ao redor do animal, piscina inadequada, barulho excessivo) 
ou por uma inaptidão individual (investigar o motivo).

Após o período mínimo de 2 horas na piscina para o teste de im-
permeabilização, a ave deverá ser retirada para que sua plumagem 
seja imediatamente examinada, verificando a presença ou ausên-
cia de áreas molhada na base das penas (plumão). A plumagem de 
todo o corpo deve ser cuidadosamente examinada, com ênfase es-
pecial nas regiões ventral, cloacal, torácica, flancos e sob as asas. É 
considerada apta à liberação apenas a ave que apresentar sua plu-
magem com plena impermeabilidade, isto é, cuja pele se encontrar 
perfeitamente seca em todo o corpo após o teste de impermeabili-
zação (Figura 10.1).
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Apesar de ser unanimidade entre os reabilitadores que o ideal é que 
a plumagem esteja 100% impermeável para a liberação de uma ave 
marinha, podem haver exceções. Os Procellariiformes são aves mui-
to mais sensíveis ao cativeiro que outras espécies marinhas, de modo 
que deverão ser utilizadas todas as ferramentas disponíveis para que 
estas aves se recuperem no tempo mais curto possível. É crucial que 
as áreas do corpo que ficam em contato direto com a água durante 
o pouso estejam 100% impermeáveis. Por outro lado, se uma ave já 
estiver em reabilitação há mais de um mês e tiver sido aprovada em 

Figura 10.1. A impermeabilidade da plumagem é um critério essencial para determinar se uma ave está apta à soltura: (a) ave com impermeabilidade insuficiente da 
plumagem, apresentando áreas molhadas; (b) ave completamente encharcada, notar as asas caídas devido ao acúmulo de água na plumagem (excesso de peso). 
Créditos: (a) Luis Felipe Mayorga / IPRAM; (b) Renata Hurtado / Taronga Zoo.

todos os outros critérios para soltura, mas ela apresentar uma falha 
de impermeabilidade em uma parte do corpo que não fica em contato 
direto com a água (p.ex. o topo da cabeça ou uma parte do pescoço), 
sendo que esta falha não causa diminuição de sua temperatura corpo-
ral mesmo ao passar o dia todo na piscina, pode ser excepcionalmen-
te indicado liberar a ave à natureza. Neste caso, a exceção se justifica 
porque manter a ave em cativeiro por um período prolongado poderia 
levar ao desenvolvimento de problemas de saúde secundários ao cati-
veiro que, em último caso, poderiam impedir a sua soltura.
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Aves que não cumprirem todos os critérios sanitários, clínicos e de 
impermeabilidade descritos deverão permanecer em reabilitação 
e serem reavaliadas semanalmente, até que obtenham aprovação 
nestes critérios. Durante este período, para estimular o comporta-
mento de organização das penas (preening) é importante o acesso 
à água pelo menos 3 vezes ao dia (Figura 10.2). Neste sentido, re-
comenda-se colocar a ave na piscina (sem acesso a área seca) por 
um período de 20-30 minutos e molhá-la com uma mangueira com 
ponta tipo “chuveirinho” (que pode ser presa acima da piscina, para 
evitar o estresse associado à presença humana), e depois deixá-la 
descansar em área seca para alinhar as penas. O fornecimento de 

Figura 10.2. Estimular o comportamento de organização da plumagem é essencial para que as aves desenvolvam a 
impermeabilidade e se tornem aptas à soltura. 
Créditos: Renata Hurtado / IPRAM.

uma fonte de calor associado à ventilação (p.ex. secadores tipo pet, 
aquecedor termoventilador, lâmpada infravermelha com ventila-
dor) é um excelente estimulante ao comportamento de alinhamen-
to de penas em Procellariiformes (Figura 10.3). Para as aves que 
gostam de ficar em tocas, uma alternativa eficiente é providenciar 
uma fonte calor como um secador em baixa potência na entrada 
da toca por cerca de 10 minutos (prestando atenção para que a 
ave tenha uma área para onde se afastar caso o jato de ar a esteja 
incomodando). Caso o animal fique muito estressado, interromper 
o estímulo imediatamente.
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Figura 10.3. Após a natação, secadores tipo pet também podem ser utilizados 
para estimular o comportamento de organização da plumagem. 
Créditos: Renata Hurtado / IPRAM. 

Em alguns casos, uma ave pode estar clinicamente apta à soltura, 
mas, devido ao desgaste excessivo e/ou à perda de rêmiges, sua ca-
pacidade de vôo fica prejudicada e a liberação é inviabilizada (Figu-
ra 10.4). Por serem animais bastante sensíveis ao cativeiro, aguar-
dar semanas para que a muda de penas das asas seja finalizada 
pode ser inviável. Assim, é altamente indicado que seja implemen-
tado um banco de penas nos centros de reabilitação para realização 
de enxerto de penas (imping). O enxerto de penas é uma técnica 
bastante utilizada na falcoaria, permitindo a substituição das penas 
danificadas por penas em bom estado recolhidas de uma carcaça 

da mesma espécie. As técnicas de armazenamento e enxerto das 
penas estão amplamente descritas na literatura clínica de rapinan-
tes, podendo ser facilmente replicadas nas aves marinhas (Figura 
10.5). No entanto, ressalta-se que, no caso dos Procellariiformes, é 
essencial que: (1) a ave esteja anestesiada (preferencialmente com 
anestesia inalatória) durante a realização completa da técnica; (2) o 
responsável pelo procedimento tenha experiência prévia neste tipo 
de técnica (treinar em carcaças é fundamental); e (3) após o enxer-
to, aguardar cerca de 1 semana para realizar a soltura, garantindo 
que a pena implantada está corretamente aderida, alinhada e sem 
causar qualquer desconforto para a ave.

Nos casos de aves que foram reprovadas nos critérios de aptidão 
à soltura repetidas vezes devido a alterações clínicas ou deformida-
des irreversíveis, impossibilitando a liberação de forma permanen-
te, a eutanásia deve ser considerada.

Figura 10.4. Alma-de-mestre (Oceanites oceanicus) com falha de penas e primárias 
desgastadas em asa esquerda, inviabilizando o voo e consequentemente a soltura. 
Em casos como este, a técnica de enxerto de penas (imping) pode ser crucial para o 
sucesso na reabilitação e soltura. 
Créditos: Ralph Vanstreels / IPRAM.
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Figura 10.5. Técnica de enxerto de penas em pardela-preta (Procellaria aequinoctialis): (a) identificação da pena danificada; (b) corte 
da pena danificada a aprox. 2 cm da base; (c) preparação da pena a ser utilizada no enxerto, tendo sido feito o corte à mesma 
altura e inserção de palito de madeira; (d) corte do palito de madeira no comprimento adequado; (e) verificação do comprimento 
e posicionamento da pena a ser enxertada; (f) uso de cola instantânea para fixar a madeira à pena enxertada; (g) encaixe da pena 
enxertada; (h) detalhe do encaixe da pena enxertada; (i) verificação do ângulo e comprimento da pena enxertada.  Créditos: Ralph 
Vanstreels / IPRAM.
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Figura 10.6. As anilhas temporárias devem ser substituídas por anilhas metálicas 
permanentes no tarso-metatarso antes da soltura. 
Créditos: Renata Hurtado / Taronga Zoo.

Anilhamento permanente
O anilhamento permanente de Procellariiformes reabilitados é 

uma medida importante para o monitoramento pós-soltura, de-
vendo ser feito em todos os casos, sempre com anilhas oficiais 
(padrão CEMAVE). A anilha deve ser colocada no tarso-metatarso, 
preferencialmente do membro inferior esquerdo (Figura 10.6). O 
anilhamento permanente (anilhas de alumínio) deve ser feito ape-
nas por um anilhador credenciado pelo CEMAVE e registrado no 
Sistema Nacional de Anilhamento (http://www.ibama.gov.br/sna/). 
Dependendo da disponibilidade do estoque, as anilhas podem ser 
obtidas gratuitamente através do CEMAVE ou podem ser adquiridas 
de fornecedores devidamente credenciados.

Soltura
A soltura de Procellariiformes deve ser realizada em locais previa-

mente avaliados, podendo ser feita na praia ou em alto-mar. Op-
tar por locais com ausência de contaminação ambiental, distante 
de atividades portuárias, pesqueiras e áreas urbanas. A área deve 
estar livre da presença de cães ou outros possíveis predadores. O 
transporte das aves ao local de soltura deve seguir as recomenda-
ções delineadas no Capítulo 6.

Embora algumas espécies de Procellariiformes possam ser 
ativas em suas colônias reprodutivas durante a noite, a gran-
de maioria forrageia durante o dia. Assim, visando facilitar sua 
orientação e forrageamento, os Procellariiformes devem ser li-
berados durante o dia, preferencialmente no início da manhã. A 
maior parte das espécies necessita de vento e um amplo espaço 
para alçar voo. Os Procellariiformes são bem menos tolerantes 
(em comparação a outras espécies de aves marinhas) à presença 
de público, e recomenda-se que a sua soltura não seja divulgada 
e seja realizada em lugares remotos. Há também a possibilidade 
da soltura em alto-mar; no entanto, esta opção tende a ser mais 
arriscada devido à dificuldade em resgatar a ave caso ela não 
consiga voar adequadamente.

Dias de ventos fortes podem ser propícios para liberação, pois 
estas aves poderão utilizar o vento para ganhar altura mais rapi-
damente (e o vento tende a encorajar as aves a voar) (Figuras 10.7 
e 10.8). Dias de tempestades, marés revoltas, tempo excessiva-
mente frio ou de pouco vento não são aconselháveis. Estas aves 
podem ser liberadas isoladamente ou em grupos em qualquer 
época do ano, desde que as condições climáticas estejam adequa-
das. Se mais de um animal for liberado na mesma ocasião, a libe-
ração deve ocorrer simultaneamente, pois muitas vezes uma ave 
seguirá a outra.
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Figura 10.7. Soltura de bobo-escuro (Ardenna grisea). 
Créditos: Renata Bhering / IPRAM.

Figura 10.8. Soltura de albatroz-de-nariz-amarelo (Thalassarche 
chlororhynchos). 
Créditos: Luis Felipe Mayorga / IPRAM.

Monitoramento pós-soltura
Muitas vezes, ao serem liberadas à natureza as aves necessitam de 

algum tempo para se ambientar. Desta forma, se o animal não sair 
voando no momento em que for solto, isto não deve ser interpre-
tado necessariamente como falta de aptidão. Deve-se manter dis-
tância e esperar que a ave entenda a situação, reconheça a área e 
escolha o momento de alçar voo. No entanto, caso se observe que 
a ave apresenta uma atitude inadequada (p.ex. prostração, fuga em 

direção a estradas ou áreas urbanizadas) ou não consiga levantar 
voo após diversas tentativas, a ave deverá ser recolhida e levada de 
volta ao centro de reabilitação por mais alguns dias. Em caso de sol-
tura bem-sucedida, é aconselhável que a área seja monitorada por 
alguns dias para verificar se a ave retornou, e que se mantenha con-
tato com outros centros de reabilitação para a troca de informações 
acerca do possível resgate de Procellariiformes anilhados.

Muitas espécies de Procellariiformes possuem distribuição suban-
tártica ou antártica, e uma objeção frequente à sua reabilitação e 
soltura no Brasil está relacionada a recomendações supostamente 
contrárias emitidas pelo Comitê Científico sobre Pesquisa Antárti-
ca (SCAR). No entanto, é importante esclarecer que representantes 

do próprio SCAR já se manifestaram esclarecendo que esta é uma 
interpretação equivocada, sendo que a recomendação SCAR XXIV-3 
se limita a contraindicar a soltura de animais reabilitados na área de 
interesse do SCAR (ou seja, a região antártica) e não afeta a soltura 
de animais em outros continentes (ACAP 2014).
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Figura 10.9. Transmissores satelitais podem ser fixados à plumagem de 
Procellariiformes de médio a grante porte para permitir o monitoramento 
pós-soltura. 
Créditos: Allan Santos / IPRAM.

Uma opção para o monitoramento pós-soltura é o uso de trans-
missores satelitais. Atualmente, a única alternativa que permite o 
monitoramento de Procellariiformes sem que as aves precisem ser 
recapturadas é a instalação de transmissores do tipo PTT (platform 
transmitter terminals), que só podem ser utilizados em aves de mé-
dio a grande porte (Figura 10.9). Embora estes dispositivos possam 
trazer dados valiosos sobre as estratégias de reabilitação e conser-
vação destas aves, deve-se lembrar que a instalação deste tipo de 
equipamento sempre terá um impacto para o indivíduo, de modo 
que o interesse científico deverá ser pesado em relação aos impac-
tos para a saúde e bem-estar dos animais. Em especial, é essencial 
que a instalação seja feita por um profissional experiente, que já 
tenha trabalhado com Procellariformes ou outras aves marinhas de 
médio e grande porte, e que seja realizada sob supervisão de um 
médico veterinário (por ser um procedimento prolongado e estres-
sante para a ave). Além disso, é crucial lembrar que transmissores 
mal fixados e/ou inadequados para a espécie poderão causar le-
sões graves e até mesmo levar à morte da ave, além da perda do 
investimento e dos dados de pesquisa.
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11 EUTANÁSIA
Renata Hurtado

Partindo da premissa de que os animais são seres sencientes, isto 
é, são capazes de sentir, interpretar e responder a estímulos do-
lorosos e ao sofrimento, é essencial que a reabilitação atenda aos 
princípios de bem-estar animal e respeito aos parâmetros éticos. 
Isto implica que, em algumas situações, a eutanásia deverá ser con-
siderada como uma alternativa para interromper o sofrimento de 
aves que não irão sobreviver ou não estarão aptas à liberação ao 
fi nal do processo de reabilitação. 

Quando há suspeita de maus-tratos ou negligência por parte dos 
responsáveis pelos cuidados com os animais silvestres, os órgãos 
competentes devem ser acionados, principalmente se estes ani-
mais forem vítimas de crueldade humana. O bem-estar deve ser 
colocado em primeiro lugar, pois nem sempre salvar a vida de um 
animal a qualquer custo é a melhor opção.

Em geral, recomenda-se que a decisão pela eutanásia de uma ave 
seja tomada conjuntamente pela equipe de reabilitação. A execu-
ção da eutanásia propriamente dita deverá sempre ocorrer sob a 
coordenação de um médico veterinário devidamente inscrito no 
Conselho Regional competente. A eutanásia deve ser empregada 
como método de eliminação de dor e sofrimento dos animais, não 
havendo possibilidade de adoção de medidas alternativas, quando:
• O bem-estar animal estiver comprometido de forma irreversível.
• O animal constituir ameaça à saúde pública.
• O animal constituir risco à fauna nativa ou ao meio ambiente.

Outros fatores a serem considerados incluem a espécie envol-
vida, a idade, o quadro clínico do paciente, o número de animais 
resgatados e a capacidade do centro de reabilitação em oferecer 
atendimento adequado, além da segurança na execução da eutaná-
sia. Conhecer a fundo a história natural da espécie é fundamental 
para balizar esta tomada de decisão. Por exemplo, o olfato é fun-
damental para que os Procellariiformes encontrem seu alimento, 
logo, uma grave lesão que comprometa o olfato é impeditiva de 
liberação, mesmo que o indivíduo esteja clinicamente saudável. O 
mesmo vale para lesões que comprometam o voo ou a decolagem 
(tanto em membros inferiores quanto superiores).

O Conselho Federal de Medicina Veterinária (CFMV), instituiu nor-
mas reguladoras de procedimentos relativos à eutanásia em ani-
mais em 2002 (Resolução nº 714); desde então, estas normas foram 
reestruturadas e atualizadas até chegar na mais recente publicação, 
a Resolução CFMV nº 1000/2012. O CFMV disponibiliza informações 
sobre os conceitos e procedimentos indicados para a realização 
da eutanásia em animais (incluindo animais da fauna silvestre), no 
Guia Brasileiro de Boas Práticas para a Eutanásia em Animais – Con-
ceitos e Procedimentos Recomendados (ver a seção “Literatura su-
gerida”), visando colaborar com detalhamentos dos procedimentos 
recomendados, orientando de forma consistente os profi ssionais 
envolvidos no processo da eutanásia. Além disso, a Resolução CFMV 
nº 923/2009 dispõe sobre procedimentos e responsabilidades do 
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médico veterinário e do zootecnista em relação à biossegurança 
no manuseio de microrganismos e de animais silvestres e exóticos, 
bem como suas partes, fluidos, secreções e excreções. 

Vale ressaltar que o método escolhido deve ser o mais confiável 
possível, comprovando-se sempre a morte do animal, garantindo o 
respeito ao indivíduo, a ausência ou a redução máxima de descon-
forto e dor, a inconsciência imediata seguida de morte e a ausência 
ou redução máxima do medo e da ansiedade. Além disso, o méto-
do deve ser apropriado para os animais e a situação em questão, 
e o responsável pela eutanásia deve atuar com profissionalismo e 
respeitar também os impactos do procedimento em outras pessoas 
envolvidas. As técnicas aceitáveis e recomendadas para Procellarii-
formes são:
1. Indução de anestesia geral por anestésico inalatório seguido de 

aprofundamento acentuado do plano anestésico inalatório.
2. Indução de anestesia geral por anestésico inalatório seguida de in-

jeção intravenosa ou intramuscular de dose letal de fármaco anes-
tésico geral injetável (barbitúricos, propofol ou semelhantes).
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3. Indução de anestesia geral seguida de morte por injeção intra-
muscular ou intravenosa (em alguns casos, pode-se utilizar a via 
intracelomática) de dose letal de fármaco anestésico geral injetá-
vel (barbitúricos, propofol ou semelhantes).

Independentemente do método escolhido, a depressão cerebral 
deve sempre anteceder a parada cardiorrespiratória. Em situações 
extraordinárias, pode ser aceitável a realização da eutanásia por in-
jeção intracardíaca ou intracraniana (através do forâmen magno) 
de fármaco anestésico geral ou local, desde que: (a) o procedimen-
to seja feito por profissional com experiência prévia nesta técnica; 
e (b) tenha sido feita a anestesia geral (incluindo analgesia) prévia 
com anestésicos inalatórios e/ou injetáveis.

Após a administração dos agentes eutanasiantes, aguardar um 
intervalo de 30 a 60 minutos para a constatação do óbito (ausên-
cia de movimentos respiratórios, batimentos cardíacos e pulso, 
reflexos corneal, pupilar e de dor profunda, e estabelecimento do 
rigor mortis) antes de encaminhar a carcaça para refrigeração ou 
necropsia.
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12 BIOMETRIA, COLHEITA DE 
AMOSTRAS BIOLÓGICAS E NECROPSIA 
Ralph E. T. Vanstreels & Renata Hurtado

Os Procellariiformes podem carrear vários agentes infecciosos 
que podem apresentar risco signifi cativo à saúde humana ou de 
outros animais. Assim, é essencial o uso de equipamentos de pro-
teção individual (luvas, máscara, óculos de proteção, etc.) durante 
a colheita e manuseio de amostras biológicas. Além disso, os proce-
dimentos de contenção física para biometria e colheita de amostras 
biológicas deverão sempre levar em conta o bem-estar das aves, e 
deverão ser feitos de modo a minimizar a duração do procedimento. 

Biometria
As medidas corpóreas podem ser utilizadas para diversas fi nali-

dades, entre elas a identifi cação da espécie, o estudo de diferenças 
entre populações de Procellariiformes, a obtenção de estimativas 
precisas de condição corporal e de crescimento, entre outras. Um 
aspecto crítico para que as medidas corpóreas sejam confi áveis é 
que essas medidas sejam sempre feitas pela mesma pessoa, com o 
mesmo equipamento. Há uma variedade de parâmetros morfomé-
tricos que podem ser obtidos, dos quais destacam-se os seguintes 
(Figura 12.1):

• Comprimento da cabeça: medição com paquímetro, da ponta 
do cúlmen à protuberância occipital externa.

• Comprimento do bico: medição com paquímetro, da ponta do 
cúlmen à inserção das penas na base do cúlmen.

• Altura do bico (gonys): medição com paquímetro, espessura com-
binada da mandíbula com a maxila na parte mais ampla da gonys
(crista ventral de fusão dos dois ramos da mandíbula) em sentido 
dorsoventral (perpendicular ao eixo principal do bico, com o bico 
totalmente fechado).

• Comprimento da asa: medição com régua (preferível) ou fi ta mé-
trica em superfície rígida, da articulação carpometacarpal à pon-
ta da pena mais longa, com a asa fechada.

• Comprimento do tarso: medição com paquímetro, da extremi-
dade proximal do tarso-metatarso (pelo aspecto plantar) à sua 
extremidade distal (pelo aspecto dorsal, com a pata dobrada).

• Lagura do bico (base): medição com paquímetro, largura do bico 
na porção mais larga em sentido laterolateral, perpendicular ao 
exio principal do bico. Em geral esta medida é utilizada principal-
mente para faigões (Pachyptila spp.).
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Figura 12.1. Principais parâmetros morfométricos utilizados para 
Procellariiformes. Legenda: (1) comprimento da cabeça; (2) comprimento do 
bico; (3) altura do bico (gonys); (4) comprimento da asa; (5) comprimento do 
tarso; (6) largura do bico (base). 
Créditos: Luis Felipe Mayorga.

Figura 12.2. Coleta de sangue pela veia metatársica. 
Créditos: Ralph Vanstreels / IPRAM.

Colheita de sangue
O ponto mais crítico e fundamental para uma colheita de sangue 

bem-sucedida é o posicionamento correto aliado à contenção física 
adequada da ave. Deverão sempre ser utilizados materiais descartáveis 
e previamente esterilizados, além de adequada antissepsia local logo 
antes da coleta. Antes de realizar o procedimento, assegurar-se de 
que todos os materiais necessários estejam separados e organizados. 

O volume máximo de sangue que pode ser colhido sem 
prejuízo para o animal é até 1% de sua massa corpórea (ou seja, 
1 mL por 100 g de peso vivo), desde que a ave esteja saudável e 
haja um intervalo de 15 dias entre as colheitas. No caso de aves 
debilitadas ou quando a colheita de sangue for repetida em um 
intervalo menor, é importante que o volume de sangue colhido 
seja inferior a este limite (recomenda-se um máximo de 0,5% da 
massa corpórea). Para espécies de médio a grande porte, as veias 
metatársicas são as mais comumente utilizadas (acesso na face 
medial do membros inferiores, correndo paralelamente ao ossos 
tarsometatarsos) (Figuras 12.2 e 12.3). A veia jugular direita pode 
ser utilizada para espécies de pequeno porte (Figura 12.4). Embora 
seja possível realizar a colheita de sangue na veia braquial (Figura 
12.5), recomenda-se evitar esta via de acesso devido ao risco de 
lesões musculo-esqueléticas e formação de hematomas nas asas, 
podendo prejudicar a habilidade de voo.
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Figura 12.3. Coleta de sangue pela 
veia metatársica. 
Créditos: Luis Felipe Mayorga.

Figura 12.4. Coleta de sangue pela veia 
jugular em exemplares de pequeno 
porte. 
Créditos: Luis Felipe Mayorga.

Figura 12.5. Coleta de sangue pela veia braquial. 
Créditos: Luis Felipe Mayorga.

As amostras de sangue de Procellariiformes podem ser utilizadas 
para os mesmos tipos de análises laboratoriais tradicionalmente 
utilizadas para outras aves, tais como: hematócrito, proteína plas-
mática total, esfregaço sanguíneo, hemograma completo, bioquími-
ca plasmática ou sérica, hemocultura, estudos genéticos, etc. É im-
portante considerar que, assim como para outras aves, a utilização 
de equipamentos automatizados tradicionais de exame hematoló-
gico não é recomendada, pois os eritrócitos nucleados interferem 
com a leitura computadorizada. As peculiaridades fisiológicas des-
tas aves ainda não são totalmente conhecidas, à exceção do fato de 
que petréis-gigantes (Macronectes spp.) possuem heterofilos que se 
coram em tom azulado (basofílico), diferente da cor tradicionalmen-
te observada nos heterofilos de outras aves. Infelizmente, para mui-
tas espécies de Procellariiformes não há valores de referência para 
a interpretação de vários parâmetros hematológicos; nestes casos, 
recomenda-se a utilização de valores de referência de espécies do 
mesmo gênero ou da mesma família (Tabela 12.1).
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Colheita de swabs
Swabs orais, orotraqueais e cloacais podem ser utilizados para a 

realização de exames virológicos e microbiológicos. Para esta fi nali-
dade, deve-se sempre utilizar swabs estéreis e de tamanho compa-
tível com o animal e/ou área a ser amostrada. Em geral, recomen-
da-se a utilização de swabs uretrais de uso humano devido ao seu 
tamanho reduzido. Para evitar contaminação, abrir o swab sempre 
pelo lado oposto à ponta de algodão, não soprar e não tocar em ob-
jetos ou partes do corpo que não sejam o alvo da coleta (p.ex. penas 
e luvas de procedimento). Se necessário, utilizar gaze estéril e água 
destilada para limpar a região a ser amostrada.

Swabs cloacais são utilizados com maior frequência, e podem ser 
obtidos introduzindo-se delicadamente o swab na cloaca da ave 
(cerca de 1-3 cm, dependendo do tamanho da ave), realizando cui-
dadosamente movimentos circulares (Figura 12.6). É importante 

ESPÉCIE

Calonectris diomedea
Diomedea immutabilis
Fulmarus glacialis

Hydrobates pelagicus

Macronectes giganteus
Oceanites oceanicus
Phoebastria albatrus
Phoebastria irrorata
Pterodroma phaeopygia
Ardenna pacifi ca
Puffi  nus puffi  nus
Thalassarche melanophris

Bried et al. 2011. Italian Journal of Zoology 78:279-286.
Work 1996. Journal of Wildlife Diseases 32:643-657.
Newman et al. 1997. Colonial Waterbirds 20:492-504.
Edwards et al. 2006. Comparative Clinical Pathology 14:206-209.
Mallory et al. 2015. Conservation Physiology 3:cov028.
Wojczulanis-Jakubas et al. 2014. Wilson Journal of Ornithology 126:739-745.
Wojczulanis-Jakubas et al. 2016. Wilson Journal of Ornithology 128:487-493.
Uhart et al. 2003. Journal of Wildlife Diseases 39:359-365.
Quillfeldt et al. 2004. Polar Biology 27:168-176.
Deguchi et al. 2012. Bird Conservation International 22:66-81.
Padilla et al. 2003. Journal of Zoo and Wildlife Medicine 34:278-283.
Work 1996. Journal of Wildlife Diseases 32:643-657.
Work 1996. Journal of Wildlife Diseases 32:643-657.
Kirkwood et al. 1995. Journal of Wildlife Diseases 31:96-98.
Ferrer et al. 2017. Polar Biology 40:1537-1544.

PUBLICAÇÃO

Tabela 12.1. Publicações que oferecem valores de referência para a interpretação de parâmetros hematológicos 
de Procellariiformes.

afastar as penas da região cloacal antes de realizar esta coleta, para 
evitar que o swab seja contaminado.

Swabs orais são obtidos abrindo-se o bico das aves e passando 
o swab delicadamente por toda a região oral, incluindo a abertu-
ra das coanas, também através de movimentos circulares. Swabs
orotraqueais são obtidos inserindo-se delicadamente o swab ure-
tral através da abertura da glote (cerca de 1-2 cm, dependendo do 
tamanho da ave), colhidos preferencialmente de Procellariiformes 
de médio a grande porte (Figura 12.7). Por causar um desconforto 
signifi cativo para a ave, a obtenção destes swabs deve ser feita de 
modo rápido, porém gentil, para evitar lesões.

Após a colheita, inserir imediatamente o swab em tubo estéril, que 
pode ou não conter um meio de transporte de acordo com a fi nali-
dade da colheita. Em seguida, o material deve ser submetido à refri-
geração ou congelamento, dependendo da análise a ser realizada, 
e encaminhado ao laboratório o mais rápido possível.
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Figura 12.6. Coleta de swab cloacal. 
Créditos: Juliana Saviolli / Projeto Albatroz.

Figura 12.7. Coleta de swab orotraqueal. 
Créditos: Juliana Saviolli / Projeto Albatroz.
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Figura 12.8. Os piolhos são parasitas frequentes dos Procellariiformes, podendo 
ser encontrados através da inspeção cuidadosa da plumagem, levantando-se as 
penas. Não é incomum que duas ou até três espécies diferentes sejam encontradas 
no mesmo hospedeiro. 
Créditos: Ralph Vanstreels / Nelson Mandela University.

Colheita de fezes
A colheita de fezes para análise parasitológica pode ser realizada 

por meio de swab cloacal ou, mais facilmente, colocando-se o ani-
mal em uma superfície limpa e aguardando a defecação espontâ-
nea. Com auxílio de uma espátula, colher apenas a parte sólida do 
excremento. Para análises microscópicas, as amostras podem ser 
armazenadas por até 3 dias em geladeira, ou podem ser fixadas em 
soluções à base de formol (p.ex. solução SAF) e mantidas em tem-
peratura ambiente por tempo indeterminado para análise poste-
rior. Para análises moleculares, as amostras podem ser congeladas. 
Outra alternativa é o uso de solução de dicromato de potássio a 
2,5% e o armazenamento em refrigeração, que permite tanto análi-
ses microscópicas e moleculares em um prazo de 1 a 3 meses.

Colheita de parasitas
Parasitas externos (piolhos, carrapatos, etc.) e internos (helmintos) 

podem ser armazenados em etanol 70% e mantidos em temperatu-
ra ambiente por tempo indeterminado para análises morfológicas 
e genéticas. Não é incomum que Procellariiformes estejam simul-
taneamente parasitados por duas ou até três espécies de piolhos, 
por isto é importante buscar uma amostra que represente todas as 
espécies presentes (Figura 12.8). No caso de ácaros de penas, as rê-
miges devem ser avaliadas contra a luz buscando pequenos pontos 
negros nas bárbulas. É necessário utilizar álcool 70% para facilitar a 
remoção dos ácaros de penas, porém em muitos casos nem assim 
eles conseguirão ser removidos e só poderão ser amostrados a par-
tir de penas soltas ou de carcaças. Em todos os casos, os parasitas 
devem ser manuseados com o máximo cuidado, evitando pressio-
ná-los com pinças para não danificar as características morfológicas 
utilizadas para a sua identificação. Hemoparasitas podem ser ava-
liados por meio de esfregaços sanguíneos delgados previamente 
fixados e corados.

Colheita de penas contaminadas por óleo
Tanto em derramamentos de petróleo quanto em zonas de pe-

trolização crônica, a colheita de amostras de penas oleadas é de 
grande importância para determinar ou confirmar a fonte do vaza-
mento. São amostras de simples colheita e armazenamento, e que 
têm o potencial de produzir provas para a identificação dos respon-
sáveis pelo acidente e que ajudarão a guiar políticas públicas de 
transporte e exploração do petróleo e seus derivados.

Antes da colheita das amostras, é importante ter em mente que as 
penas não devem entrar em contato com luvas de látex ou borracha, 
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nem com qualquer tipo de plástico ou derivado de petróleo. Por este 
motivo, o ideal é fazer a colheita imediatamente ao receber o animal 
ou ao início da necropsia, para reduzir a contaminação. Sendo o óleo 
potencialmente tóxico à pessoa coletando as penas, o ideal é coletar 
e manusear as amostras utilizando pinças metálicas, e nunca com as 
mãos desprotegidas. Os instrumentos para a coleta (bisturi, pinças, 
etc.) devem ser metálicos e estar completamente limpos. 

Preferencialmente, coletar as penas mais severamente contamina-
das. Em aves vivas, sempre alternar os pontos de coleta para não 
levar à perda de impermeabilidade e nunca arrancar/cortar as rêmi-
ges ou retrizes, apenas as tetrizes (pescoço e corpo). Coletar 5-10 pe-
nas e embrulhá-las em papel alumínio (com o lado brilhante voltado 
para o exterior). Se o petróleo estiver distribuído em mais de uma 
mancha, com coloração/características distintas, coletar e armazenar 
separadamente algumas penas das diferentes manchas. As amos-
tras deverão ser congeladas imediatamente, evitando-se ao máximo 
descongelamentos e recongelamentos, pois estes irão prejudicar a 
qualidade das amostras.

Necropsia
Todos os animais que vierem a óbito durante o processo de re-

abilitação devem ser necropsiados. Os Procellariiformes não pos-
suem características anatômicas particulares que dificultem ou 
requeiram cuidados especiais para a necropsia, e os protocolos 
utilizados para outras aves podem ser seguidos.

Os procedimentos de necropsia devem ser realizados ou super-
visionados por um médico veterinário. As áreas e instrumentos 
utilizados para necropsia não podem, em hipótese alguma, ser de 
uso compartilhado com as áreas de manejo ou manutenção de 
animais vivos. Além da documentação escrita em que são regis-
tradas todas as informações pertinentes (número individual, data, 
espécie, idade, sexo, achados de necropsia, presença de parasitas, 

diagnóstico preliminar, etc.), conforme detalhado no Capítulo 13, 
deve ser feita a obtenção de dados biométricos e a colheita de 
amostras de tecidos para histopatologia, tecidos congelados (para 
análises moleculares e toxicológicas complementares) e parasitas, 
em todos os exames necroscópicos.

Os seguintes tecidos (fragmentos de 1-2 cm³) devem ser amos-
trados para histopatologia: traquéia, pulmões, baço, fígado, rins, 
adrenais, pâncreas, gônadas, bursa, cérebro, cerebelo, esôfago, 
estômago e intestinos (Figura 12.9). Amostras de outros órgãos e 
tecidos também devem ser colhidas quando possível e pertinente. 
Estas amostras deverão ser acondicionadas em um frasco conten-
do formol tamponado 10% por 48 horas e depois transferidas para 
álcool 70% para armazenamento.

Sempre que possível, também devem ser colhidas amostras para 
exames diagnósticos complementares dos seguintes tecidos (frag-
mentos ≥ 1 g): pulmão, fígado, rim e, quando possível, encéfalo. 
Estas amostras devem ser acondicionadas separadamente em 
frascos de plástico ou embrulhadas em papel alumínio, e manti-
das sob congelamento.

A colheita de amostras para análises de contaminantes (poluentes 
orgânicos persistentes, elementos traço, hidrocarbonetos policícli-
cos aromáticos, ftalatos, etc.) também podem ser indicadas. Vários 
tecidos podem ser colhidos dependendo do contaminante a ser 
avaliado (p.ex. sangue, fígado, rins, musculatura peitoral, tecido adi-
poso, penas, etc.). A colheita de amostras para cultura microbioló-
gica ou virologia também podem ser realizadas. Contudo, devido à 
variedade de protocolos de colheita e armazenamento de amostras 
para estas finalidades, recomenda-se que seja feito contato com o 
laboratório especializado que irá realizar as análises para obter re-
comendações específicas.
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Após a necropsia (e caso as penas de 
voo estejam em boa qualidade), é reco-
mendável o armazenamento de ambas 
as asas em um banco de penas, per-
mitindo que a técnica de enxerto de 
penas seja realizada nos animais em 
reabilitação. Caso já se tenha material 
suficiente no banco de penas, é encora-
jado o encaminhamento de carcaças de  
Procellariiformes a coleções ornitológi-
cas de museus e instituições de pesqui-
sa (nestes casos, considerar a viabilidade 
de realizar o procedimento de necropsia 
cosmética). Por fim, vale lembrar que os 
resíduos da necropsia, incluindo mate-
riais contaminados e perfurocortantes, 
deverão ser adequadamente destinados 
conforme detalhado no Capítulo 5.

Figura 12.9. Localização anatômica dos principais órgãos a serem amostrados em necropsia. 
Créditos: Allan Santos / IPRAM.
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Banco Nacional de Amostras de Albatrozes e Petréis (BAAP)
O Banco Nacional de Amostras de Albatrozes e Petréis (BAAP) é 

uma iniciativa lançada em 2017 com o objetivo de reunir as amos-
tras de Procellariiformes oriundas de diferentes fontes que atual-
mente estão dispersas, e torná-las de fácil acesso às instituições, 
coleções e pesquisadores interessados. Gerido pelo Centro Na-
cional de Pesquisa e Monitoramento de Aves Silvestres (CEMAVE/
ICMBio) em parceria com o Projeto Albatroz e tendo como cola-
boradora a Associação R3 Animal, o BAAP se dispõe a catalogar 
amostras biológicas procedentes de Procellariiformes, sendo que 
as amostras podem (a) ser fisicamente encaminhadas pelo usuá-
rio para armazenamento na sede do BAAP em Florianópolis/SC, 

ou (b) podem ser mantidas na instituição de origem, utilizando 
apenas o espaço virtual do BAAP para divulgar a sua coleção aos 
pesquisadores interessados. É importante destacar que nenhuma 
pesquisa será realizada ou resultado será divulgado sem a expres-
sa autorização daqueles que cederam amostras. Por estes moti-
vos, é importantíssimo que os centros de reabilitação no Brasil 
que recebem Procellariiformes participem desta inicativa e inte-
grem seus bancos de amostras ao BAAP, contribuindo para que 
o conhecimento sobre estas aves possa expandir-se e subsidiar 
potenciais ações de conservação. Mais informações podem ser 
obtidas na página do BAAP: https://projetoalbatroz.org.br/sobre-
-o-projeto-albatroz/biblioteca/conheca-o-baap
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13 DOCUMENTAÇÃO E FOTODOCUMENTAÇÃO
Ralph E. T. Vanstreels & Luis Felipe S. P. Mayorga

A manutenção cuidadosa de registros é crucial para a obtenção 
de informações voltadas ao manejo, reabilitação, monitoramento 
e pesquisa científi ca. Para isto, recomenda-se a manutenção de um 
sistema de documentação de no mínimo três componentes: regis-
tro central, fi chas individuais (fi chas clínica e de necropsia) e arquivo 
eletrônico de fotodocumentação.

Registro central
O propósito do registro central é manter uma listagem de todos 

os animais admitidos ao centro de reabilitação, incluindo os Pro-
cellariiformes (Figura 13.1). A manutenção deste registro facilita a 
designação de números de identifi cação individual, bem como a 
obtenção rápida de dados acerca da quantidade de animais que 

estão no centro em um dado momento e/ou que foram recebidos 
durante um determinado intervalo. Embora seja recomendável que 
se mantenha uma versão em papel do registro central (p.ex. livro 
ata), a digitalização periódica destas informações (p.ex. entrada dos 
dados em planilha eletrônica) também é altamente recomendável 
tanto por questões de segurança quanto para facilitar a busca de 
informações.

De modo geral, um registro central deverá conter no mínimo as 
seguintes informações: identifi cação individual, espécie, data de 
admissão, data de destinação e tipo de destinação. Dependendo 
do formato adotado, também poderão ser registradas informações 
adicionais (p.ex. profi ssional responsável pela admissão, procedên-
cia da ave, grupo etário, local de soltura, etc.).

Figura 13.1. Exemplo de registro central. 

DOCUMENTAÇÃO E FOTODOCUMENTAÇÃO
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Fichas individuais

Toda ave admitida pelo centro de reabilitação deve possuir uma 
ficha individual (ficha clínica, no caso das aves vivas; ou ficha de ne-
cropsia, no caso das aves recebidas mortas), independentemente 
do tempo que permanecerá na instituição ou de seu histórico. O 
cabeçalho da ficha individual deverá conter, no mínimo, as seguin-
tes informações:

• Identificação individual.

• Espécie.

• Grupo etário (juvenil ou adulto).

• Data de admissão.

• Procedência (local de captura ou instituição de origem, se possí-
vel com coordenadas geográficas).

• Peso e condição corporal (à admissão).

• Presença de óleo na plumagem (% do corpo atingido, áreas afe-
tadas, etc.).

• Achados aos exames físico, clínico ou necroscópico.

• Data e tipo de destinação (óbito/soltura/transferência).

• Outras observações e informações complementares.

O formato das fichas individuais pode variar, mas de modo geral 
recomenda-se buscar uma organização que seja concisa e direta, que 
sirva como um checklist para lembrar a pessoa fazendo as anotações 
de quais informações deverão ser registradas. Além da ficha indivi-
dual propriamente dita, recomenda-se que sejam arquivados de for-
ma conjunta quaisquer documentos adicionais sobre a mesma ave, 
tais como documentos e fichas encaminhadas por instituições ante-
riores, resultados de exames laboratoriais e de imagem, etc.

Fotodocumentação
A fotodocumentação diferencia-se da fotografia de lazer por seu 

objetivo específico de registrar informações para uso técnico-científi-
co, priorizando a qualidade da informação documentada. Fotografias 
podem ser utilizadas para armazenar certos tipos de informação que 
seriam difíceis de registrar de maneira escrita (p.ex. características de 
plumagem, lesões, distribuição de óleo na plumagem, etc.). A identi-
ficação de algumas espécies de Procellariiformes pode ser desafia-
dora e em alguns casos pode ser necessário consultar a opinião de 
especialistas. Nestes casos, a fotodocumentação permitirá a consulta 
posterior ou à distância. Além disso, a fotodocumentação pode ter 
utilidade jurídica (p.ex. animais sujeitos a maus tratos ou a impactos 
ambientais) e científicos (p.ex. análise de progressão de lesões).

Por estes motivos, recomenda-se a fotodocumentação padroniza-
da de cada ave no momento da sua admissão, incluindo eventuais 
lesões, particularidades, deformidades ou manchas de óleo. Prefe-
rencialmente deve-se fazer mais de uma fotografia de cada indiví-
duo, em que se consiga visualizar o corpo todo e alguns detalhes 
que o caracterizem. De modo geral, recomenda-se que no mínimo 
as seguintes fotografias sejam obtidas de cada ave admitida ao cen-
tro de reabilitação (Figura 13.2):
• Aspectos dorsal e ventral do corpo inteiro.
• Aspectos laterais da cabeça e pescoço.

Algumas espécies de Procellariiformes são difíceis de diferenciar, 
sendo necessárias fotografias adicionais (Figura 13.3), como:
• Aspecto dorsal e ventral das asas (Diomedeidae e Procellariidae).
• Aspecto dorsal e ventral da cauda (Diomedeidae e Procellariidae).
• Aspecto ventral e lateral do pescoço (Procellariidae).
• Aspecto dorsal e plantar de membros inferiores (Hydrobatidae e 
• Oceanitidae).
• Aspecto lateral do bico (Diomedeidae e Macronectes spp.).
• Aspecto dorsal do bico (Thalassarche spp. e Pachyptila spp.).
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Figura 13.2. Exemplo de fotografias padronizadas de Procellariiformes para fins de documentação e identificação da espécie: (a) aspecto 
dorsal do corpo inteiro; (b) aspecto ventral do corpo inteiro; (c,d) aspecto lateral da cabeça e pescoço. 
Créditos: Allan Santos / IPRAM.
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Figura 13.3. Exemplo de fotografias especiais para documentar aspectos 
particulares que auxiliam a identificação de Procellariiformes: (a) aspecto dorsal 
do bico, especialmente útil para a identificação de Thalassarche spp. e Pachyptila 
spp.; (b) aspecto lateral do bico, útil para a identificação de Diomedeidae e 
Macronectes spp.; (c,d) aspecto dorsal e ventral da cauda, útil para a identificação 
de Diomedeidae e Procellariidae; (e) aspecto dorsal das patas, útil para a 
identificação de Oceanitidae; (f,g) aspecto dorsal e ventral da asa, útil para a 
identificação de Diomedeidae e Procellariidae. 
Créditos: Ralph Vanstreels / IPRAM.

A produção de fotografias com qualidade adequada para a finali-
dade de documentação requer atenção especial a alguns aspectos. 
Uma fotografia adequada deve ter em conta:
1. Resolução: refere-se à densidade de pontos na fotografia, e é defi-

nida pelas características da câmera fotográfica utilizada e do modo 
em que ela está programada. Para fins de fotodocumentação, reco-
menda-se que as fotografias possuam resolução de 5 megapixels 
(5 MP) ou superior. No caso de câmeras digitais que permitirem o 
ajuste da compressão das imagens (função compression ou quality), 
esta deve ser definida na opção mais elevada (opção fine).

2. Enquadramento: refere-se ao posicionamento dos elementos na 
imagem. Envolve a orientação (horizontal ou vertical) e o ângulo 
da câmera em relação ao objeto fotografado (abaixo, no mesmo 
nível ou mais alto). A fotodocumentação de animais vivos deve 
sempre buscar incluir todo o corpo da ave, sem cortar as ex-
tremidades (bico, cabeça, asas, membros inferiores, cauda). No 
caso de fotografias de detalhes, recomenda-se a inclusão de al-
guma parte do corpo que seja facilmente reconhecível para que 
a fotografia seja mais fácil de interpretar. Por exemplo, em uma 
fotografia de uma lesão no pescoço, seria recomendável posicio-
nar a câmera a uma distância suficiente para que seja possível 
identificar qual a distância entre a lesão e o crânio, e depois ti-
rar uma sequência de fotos mais próximas para que os detalhes 
menores sejam melhor capturados.

3. Composição: refere-se à escolha de quais elementos serão re-
presentados na fotografia e quais serão excluídos. De modo 
geral, uma fotografia deve representar apenas o objeto ou pro-
cedimento que se deseja documentar, eliminando ao máximo 
possíveis distrações na imagem. Um aspecto importante na fo-
todocumentação é a remoção de elementos desnecessários na 
fotografia, tais como equipamentos de necropsia, materiais de 
consumo, luvas usadas, pessoas alheias ao procedimento que 
estejam nas proximidades, etc.
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4. Ângulo: deve-se sempre buscar que as fotografias sejam feitas em 
ângulo perpendicular ao corpo do animal, de modo a evitar ilusões 
de ótica que possam distorcer as proporções das diferentes partes 
do corpo do animal. No caso de aves mortas ou anestesiadas, isso 
significa que a câmera deverá ser posicionada exatamente acima 
da ave, em um ângulo de 90˚ com relação à mesa. Já no caso de 
aves vivas, isso significa que é recomendável que o fotógrafo se 
agache para posicionar a câmera no mesmo nível que a ave.

5. Foco: refere-se à nitidez da imagem, um componente crucial 
para fotografias técnicas. É importante assegurar-se que as fotos 
estejam perfeitamente focadas na ave (ou na lesão ou aspecto 
anatômico que se pretende documentar). Em câmeras digitais, 
o principal limitante para fotografias bem focadas costuma ser a 
iluminação ambiente (ambientes escuros tendem a resultar em 
fotografias mal focadas) e o movimento (tremores ou desloca-
mento por parte da ave ou do fotógrafo). A utilização de valores 
elevados de sensibilidade de filme (ISO) também pode ajudar a 
reduzir problemas de perda de nitidez, sendo recomendável uti-
lizar o modo de ISO automático. Ainda, a função “estabilizador de 
imagem” deve estar sempre ligada de forma a minimizar o efeito 
borrado das imagens.

6. Iluminação: deve favorecer o objeto que se deseja documentar. 
Fotografias excessivamente claras (“queimadas”) ou escuras pre-
judicam a visualização de detalhes, como a diferenciação de tons 
sutis de plumagem ou da coloração de lesões. De modo geral, é 
preferível buscar fontes de luz difusa (salas iluminadas por várias 
lâmpadas, luz solar no começo da manhã ou final da tarde) ao 
invés de fontes de luz “dura” (holofotes, fotografia com flash, luz 
solar ao meio dia). Também é importante atentar para o posicio-
namento da fonte de luz em relação à ave para evitar o efeito de 
contraluz, isto é, situações em que a fonte de luz está atrás da ave 
fotografada e como resultado a ave fica excessivamente escura 
na fotografia. Deve-se atentar para que partes relevantes da fo-
tografia não fiquem cobertas por sombras indesejadas.

7. Escala: fotografias de documentação individual (tanto para aves 
vivas quanto mortas) devem conter uma escala (régua ou similar) 
que permita a posterior mensuração do tamanho da ave e/ou 
das lesões documentadas em aplicativos de análise de imagem. 
Para isto, é importante que a escala também seja posicionada 
em eixo perpendicular à câmera para evitar possíveis distorções, 
e que ela esteja no mesmo plano de profundidade do objeto que 
se deseja documentar (ou seja, a escala não pode estar muito à 
frente nem muito atrás da ave ou da lesão).

8. Identificação: é essencial que posteriormente seja estabelecido a 
qual ave pertence cada foto, caso contrário as fotografias perderão 
todo o seu valor documental. Uma estratégia para esta finalidade 
consiste em preparar uma placa ou pedaço papel com o número 
individual, e garantir que este número apareça em todas as foto-
grafias. Pode-se, por exemplo, utilizar a própria régua de escala 
para esta finalidade, escrevendo o número de identificação indivi-
dual da ave com uma caneta tipo retroprojetor. Outra estratégia 
é tirar uma foto da ficha do animal antes de iniciar o processo de 
fotodocumentação; como as câmeras digitais registram as fotos 
com uma numeração sequencial, a identidade das fotos poderá 
ser estabelecida com base na sequência dos arquivos de imagem.

Além das fotos individuais, fotografias de grupos de aves podem 
ser úteis para a comprovação do número de animais atendidos 
durante emergências ambientais, bem como para a demonstra-
ção de procedimentos aos quais os animais foram submetidos. 
É sempre bom considerar que as fotografias também podem ser 
utilizadas para fins didáticos ou midiáticos, auxiliando a difusão 
de informação (p.ex. as fotografias utilizadas neste livro) e ser-
vindo para a elaboração de materiais de educação ambiental. 
Por fim, vale lembrar que o uso de equipamentos de proteção 
individual adequados é essencial para garantir a segurança da 
equipe. Portanto, fotografias que demonstrem procedimentos 
sendo realizados sem os devidos EPIs fragilizam a utilização das 
fotografias para fins didáticos.
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Segurança de dados
Centros de reabilitação estão sujeitos a riscos como alagamen-

tos, incêndios ou furtos que podem resultar na perda de docu-
mentos e registros. Da mesma maneira, eletrônicos portáteis 
(p.ex. notebooks, HDs externos) são vulneráveis. Por este motivo 
é importante que cópias de todas as informações sejam mantidas 
em outros locais, sejam eles físicos (outras instalações e bases) ou 
em sistemas de armazenamento em nuvem. Como não existe uma 
única estratégia que seja universalmente segura e prática (Tabela 

13.1), recomenda-se a combinação de duas ou mais das seguintes 
estratégias:
• Documentação em papel (arquivos, fi chários, cadernos, etc.).
• Dispositivos fi xos (computadores de mesa, servidores).
• Dispositivos móveis (notebooks, HDs externos, pendrives, etc.).
• Armazenamento em nuvem (serviços de armazenamento tais 

como GoogleDrive, Dropbox, Box, Copy, OneDrive, CloudMe, 
ShareFile, MediaFire, etc.).

DISPOSITIVOS
FIXOS

Praticidade de entrada de dados durante a rotina de reabilitação

Facilidade em gerenciar diferentes níveis de acesso às informações

Facilidade de levantamento e análise de informações

Segurança com relação a danos físicos (alagamentos, incêndios, etc.)

Segurança com relação a roubos e furtos

Segurança com relação ao furto ou disseminação indesejada de informações

alta

média

baixa

baixa

média

alta

PAPEL DISPOSITIVOS 
MÓVEIS

ARMAZENAMENTO
EM NUVEM

baixa

média

alta

baixa

baixa

média

baixa

baixa

alta

média

baixa

média

baixa

alta

alta

alta

alta

baixa

Tabela 13.1. Comparação das diferentes estratégias de armazenamento de dados.
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14 PRINCIPAIS ENFERMIDADES
Ralph E. T. Vanstreels, Patricia P. Serafi ni & Marcela Uhart

A ampla capacidade de deslocamento dos Procellariiformes, as-
sociada à extensa distribuição geográfi ca de algumas espécies e à 
capacidade de utilizar ambientes insulares e oceânicos são fatores 
relevantes infl uenciando a epidemiologia de agentes infecciosos 
nestas aves. Não é incomum que algumas espécies de Procella-
riiformes se alimentem a milhares de quilômetros das suas colô-
nias reprodutivas, e algumas espécies podem inclusive completar 
várias voltas ao mundo ao longo de sua vida. Estes amplos des-
locamentos podem favorecer o transporte de patógenos para lo-
cais distantes. Além disso, o potencial de transmissão entre aves 
é potencializado nas colônias, onde as aves se agregam em gran-
des números no período reprodutivo, e durante as interações com 
barcos pesqueiros, quando congregam-se diferentes espécies de 
albatrozes e petréis. É importante ressaltar, ainda, que a maior 
parte das espécies de Procellariiformes provavelmente não tive-
ram contato com a maioria dos patógenos que circulam em aves 
terrestres e domésticas e, portanto, estão imunologicamente des-
preparadas para defender-se dos mesmos.

Por estes motivos, é essencial o monitoramento da saúde destas 
aves nas colônias reprodutivas bem como de aves admitidas para 
reabilitação, com o objetivo de: (a) identifi car possíveis rotas de 
disseminação de patógenos; (b) prevenir doenças infecciosas que 
possam comprometer o processo de reabilitação; (c) prevenir a 

exposição das equipes de reabilitação a zoonoses; e (d) evitar a 
soltura de indivíduos carreando patógenos que possam represen-
tar risco às populações naturais de aves marinhas. 

A dispersão geográfi ca de patógenos depende de variáveis bióti-
cas, como a presença de vertebrados suscetíveis ou de vetores, e 
variáveis abióticas, como a temperatura e umidade ambiental, que 
afetam a sobrevivência e disseminação do patógeno em um novo 
ambiente. Acredita-se que aves estritamente oceânicas estejam su-
jeitas a um menor número de doenças, especialmente as causa-
das por bactérias, fungos e protozoários, uma vez que o ambiente 
marinho pode ser adverso a estes microrganismos. Por outro lado, 
aves oceânicas apresentam fauna helmíntica parasitária muito par-
ticular, relacionada à sua dieta variada e à elevada carga de cistos 
parasitários nos peixes e cefalópodes. Além disso, estas aves po-
dem atuar como carreadoras de parasitas de outras espécies (p.ex. 
parasitas de peixes).

A determinação da prevalência de doenças virais e bacterianas é 
possível com o uso de técnicas moleculares, sorológicas, microbio-
lógicas e de isolamento de patógenos. A Tabela 14.1 apresenta uma 
lista resumida dos patógenos já registrados em Procellariiformes, e 
nas seções a seguir alguns patógenos de particular relevância serão 
abordados.
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GRUPO AGENTES REGISTRADOS
Vírus

Bactérias

Fungos

Protozoários

Carrapatos

Ácaros

Piolhos

Pulgas

Helmintos

Aviadenovirus (Adenoviridae)*, Avian avulavirus 1 (Paramyxoviridae)*, Avipoxvirus spp. (Poxviridae), Hunter Island Group virus (Bunyaviridae), 
Infl uenzavirus A (Orthomyxoviridae), Simplexvirus sp. (Herpesviridae), Tremovirus A (Picornaviridae)*

Alcaligenes faecalis, Bacillus subtilis, Borrelia spp., Brevibacterium brunneum, Campylobacter spp., Chlamydiaceae spp., Clostridium perfringens, 
Edwardsiella tarda, Enterococcus faecalis, Erysipelothrix rhusiopathiae, Escherichia coli, Mycoplasma spp., Nocardia asteroides, Pasteurella 
multocida, Plesiomonas sp., Proteus sp., Salmonella spp., Yersinia sp.

Aspergillus spp.

Hepatozoon spp., Plasmodium spp., Sarcocystis spp.

Ixodes spp., Ornithodoros capensis

Myialges nudus, Womersia midwayensis, Zachvatkinia spp. 

Ancistrona spp., Austromenopon spp., Docophoroides spp., Episbates pederiformis, Harrisoniella spp., Halipeurus spp., Longimenopon spp., Naubates 
spp., Paraclisis spp., Pelmatocerandra spp., Perineus spp., Philoceanus robertsi, Pseudonirmus spp., Saemundssonia spp., Trabeculus spp. 

Glaciopsyllus antarcticus, Notiopsylla enciari, Parapsyllus spp.

Capillaria convoluta, Diomedenema diomedeae, Kathleena scotti, Paranisakiopsis spp., Seuratia shipleyi, Stegophorus spp., Stomachus sp., 
Tetrabothrius spp.

Tabela 14.1. Lista de parasitas e agentes infecciosos registrados em Procellariiformes.

Legenda: * = Evidência indireta (sorodiagnóstico).

Pox aviário
O pox aviário (Avipoxvirus) é uma das doenças mais importantes 

acometendo albatrozes em vida livre, conforme evidenciado pe-
los impactos em populações de albatrozes-de-Laysan (Phoebastria 
immutabilis) e albatrozes em ilhas subantárticas. A doença acome-
te principalmente indivíduos jovens, causando lesões cutâneas que 
crescem de modo irregular, principalmente nas áreas aptéricas do 
corpo, começando como pequenas lesões verrucosas e desenvol-
vendo-se em tumores deformantes que podem cegar ou impedir 
a ingestão de alimento (Figuras 3.1f e 14.1). Esporadicamente a 

doença também pode afetar outras espécies de Procellariiformes, 
podendo inclusive ocorrer em exemplares em reabilitação. O vírus 
pode ser transmitido diretamente entre as aves principalmente por 
meio das crostas e secreções das lesões, saliva, secreções respirató-
rias, etc. É um vírus altamente contagioso e que consegue persistir 
em matéria orgânica no ambiente por períodos prolongados, de-
mandando protocolos extremamente rigorosos de biossegurança e 
desinfecção de utensílios e instalações. Em menor escala, também 
se acredita que possa ser transmitido por artrópodes hematófagos 
como mosquitos, pulgas e carrapatos. Além da forma cutânea, o 



101

pox aviário também pode assumir a forma diftérica em que as aves 
acometidas desenvolvem placas caseosas na orofaringe e esôfago e 
podem desenvolver um quadro de pneumonia grave.

O diagnóstico baseia-se na aparência característica das lesões, e 
é confirmado por análise histopatológica e molecular das lesões 
(punção, biópsia ou necropsia). Não há tratamento para a infecção 
viral. Devido à sua natureza altamente contagiosa, contudo, não se 
recomenda que Procellariiformes que tenham desenvolvido esta 
enfermidade sejam liberados à natureza (mesmo que as aves este-
jam clinicamente recuperadas). Caso haja casos suspeitos na insta-
lação, é indicada a implementação imediata de medidas de quaren-
tena das aves suspeitas e de desinfecção rigorosa de equipamentos 
e instalações.

Pasteurelose e erisipeloide
Surtos de pasteurelose (também conhecida como cólera aviária) 

são uma importante causa de mortalidade para albatrozes em 
vida livre, conforme ilustrado pelos sucessivos surtos dessa do-
ença em albatrozes em ilhas oceânicas. A bactéria Pasteurella mul-
tocida causa uma infecção aguda e severa em indivíduos jovens, 
levando à morte por sepse. Ocasionalmente, constata-se que os 
surtos de pasteurelose podem ser acompanhados por surtos de 
erisipeloide (causada pela bactéria Erysipelothrix rhusiopathiae). 
Ambas bactérias são potencialmente zoonóticas, portanto a ade-
quada utilização das medidas e equipamentos de biossegurança é 
particularmente importante.

Raramente são observados sinais clínicos em vida livre antes de 
observar a mortalidade das aves, porém ocasionalmente podem 
ser observados torcicolo, convulsões, diarréia, cianose e dispneia. 
Após o óbito, as aves apresentam uma volumosa secreção espes-
sa pelas narinas e hemorragia generalizada nas vísceras. O diag-
nóstico baseia-se nos achados de necropsia, em que normalmente 
observa-se um quadro generalizado de hemorragia, associado às 

análises de histopatologia, biologia molecular e cultura microbio-
lógica. Em aves vivas, swabs orotraqueais e cloacais podem ser 
testados por PCR e amostras de soro podem ser testadas para 
anticorpos contra P. multocida e E. rhusiopathiae. Devido à sua 
natureza transmissível, não se deve liberar Procellariiformes que 
tenham desenvolvido estas enfermidades. Caso haja casos confir-
mados na instalação, é indicada a eutanásia das aves acometidas 
e a implementação imediata de medidas de desinfecção rigorosa 
de equipamentos e instalações, com ênfase particular nas piscinas 
e estruturas hidráulicas.

Doença de Newcastle
A doença de Newcastle (Avian avulavirus 1) possui elevada impor-

tância para a avicultura comercial, mas ocasionalmente pode cau-
sar a mortalidade em massa de aves silvestres, muitas vezes com 
breves sinais neurológicos ou morte súbita. No entanto, nem toda 
estirpe viral de Avian avulavirus 1 é patogênica, e sabe-se que vá-
rias estirpes deste vírus desprovidas de patogenicidade significati-
va ocorrem naturalmente em aves silvestres e marinhas. Este vírus 
ainda não foi demonstrado infectando Procellariiformes; porém, 
existe a probabilidade de ocorrer considerando seu caráter gene-
ralista e a detecção de anticorpos contra Avian avulavirus 1 em alba-
trozes de vida livre. Os biguás e cormorões (Phalacrocoraciidae) são 
reconhecidos por sua elevada suscetibilidade a este vírus, sendo 
recomendada cautela ao alojar estas aves em proximidade a Pro-
cellariiformes para evitar um possível risco de transmissão.

O diagnóstico baseia-se no isolamento viral ou PCR a partir de 
swabs orotraqueais e cloacais, ou em provas sorodiagnósticas. No 
entanto, um resultado positivo para este vírus, seja por técnicas 
diagnósticas diretas (isolamento viral ou PCR) ou indiretas (so-
rodiagnóstico) só deverá ser considerado clinicamente relevan-
te se for acompanhado de morbidade ou mortalidade, ou caso 
provas laboratoriais específicas determinem que a estirpe viral é 
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patogênica. Também é importante ter em mente que a maioria 
das provas diagnósticas para este vírus apresentam reação cru-
zada com outros paramixovírus aviários que também ocorrem 
frequentemente em aves marinhas sem relevância clínica, sendo 
necessárias provas confirmatórias para determinar a espécie/es-
tirpe viral. 

Contudo, a doença de Newcastle é particularmente importante de-
vido à sua classificação de “notificação imediata de qualquer caso 
suspeito” pelo Ministério de Agricultura, Pecuária e Abastecimento 
(MAPA), conforme a Instrução Normativa nº 50/2013. Além disso, o 
vírus pode ocasionalmente causar infecções zoonóticas, ainda que 
não represente risco à vida humana.

Aspergilose
A aspergilose (Aspergillus spp.) é uma doença oportunista, que é 

particularmente relevante para aves marinhas em reabilitação. Os 
fungos Aspergillus spp. são onipresentes no ambiente, porém em 
casos de imunossupressão (como é frequentemente o caso de aves 
marinhas debilitadas) podem invadir o trato respiratório e causar 
aerossaculite, pneumonia ou, em casos mais graves, levar a uma 
infecção sistêmica e fatal.

O diagnóstico pode ser feito com base na presença de lesões 
características na necropsia (aerossaculite com placas fúngicas, 
pneumonia com lesões caseosas multifocais), e pode ser confirma-
do com provas complementares tais como histopatologia, cultura 
fúngica ou PCR. O diagnóstico em aves vivas é difícil, pois apesar 
de ser possível obter indicações por meio de provas sorológicas, 
da cultura fúngica de swabs orotraqueais ou lavados traqueais, ou 
de radiografias, estas técnicas apresentam baixa sensibilidade diag-
nósticas para aspergilose. Na necropsia, o diagnóstico é feito pela 
observação de placas fúngicas características nos sacos aéreos e 

pela presença disseminada de placas e/ou nódulos caseosos nos 
sacos aéreos e pulmões. Devido à elevada sensibilidade dos Pro-
cellariiformes à aspergilose, muitos centros de reabilitação optam 
por administrar itraconazol (10 mg/kg VO q24h por, no mínimo, 14 
dias) preventivamente a todas aves deste grupo, mesmo quando 
não houver sinais clínicos ou diagnóstico confirmado da doença. 
Esta medicação profilática costuma ser iniciada no momento da ad-
missão ou poucos dias depois, e também pode ser repetida quando 
a ave passar por um evento estressante (transporte, procedimento 
cirúrgico, lavagem, etc.).

A aspergilose tem potencial zoonótico para pessoas imunocom-
prometidas, tais como gestantes, indivíduos HIV-positivos, que 
recebem tratamento de quimioterapia ou corticóides, ou que te-
nham outras condições que reduzam a eficácia do sistema imune. 
Assim, estas pessoas devem evitar trabalhar diretamente em con-
tato com as aves ou com as instalações ou equipamentos utiliza-
dos no seu manejo.

Malária aviária
A malária aviária (Plasmodium spp.) é uma doença transmitida 

por mosquitos, principalmente do gênero Culex. Embora o proto-
zoário seja relativamente comum em aves silvestres, sobretudo 
nos Passeriformes, quando transmitidos às aves marinhas pode 
causar uma doença rápida e severa. Na maioria dos casos, os si-
nais clínicos são inespecíficos (prostração, letargia, perda de ape-
tite) ou inexistentes (morte súbita). Na rotina dos centros de rea-
bilitação, o diagnóstico pode ser feito através da investigação por 
microscopia dos protozoários em esfregaços sanguíneos (Figura 
14.2). À necropsia, o achado mais característico é a esplenomega-
lia. Outras técnicas que auxiliam o diagnóstico incluem a histopa-
tologia, o exame de decalques teciduais (pulmões, fígado, baço e 
rim), e a PCR de sangue ou tecidos.



103

A prevenção desta enfermidade baseia-se principalmente em evi-
tar que as aves entrem em contato com mosquitos, por meio de 
telas mosquiteiro em combinação com outras medidas como ven-
tiladores, repelentes, medicação preventiva à base de primaquina 
e cloroquina, entre outros. Devido à sua elevada patogenicidade, 
não se deve liberar Procellariiformes que tenham diagnóstico posi-
tivo para a presença destes protozoários. Os tratamentos à base de 
cloroquina e primaquina tradicionalmente empregados para outras 
aves marinhas podem ser utilizados. Recomenda-se, contudo, repe-
tir o exame de esfregaço delgado tanto ao término do tratamento 
(para verificar se houve cura completa) quanto antes da soltura.

Figura 14.1. Lesões características de pox aviário na pata de um albatroz-errante 
(Diomedea exulans). 
Créditos: Ralph Vanstreels / Nelson Mandela University.

Figura 14.2. Diagnóstico de malária aviária em bobo-pequeno (Puffinus puffinus) 
pela visualização de Plasmodium sp. (setas) nos eritrócitos. 
Créditos: Ralph Vanstreels / IPRAM.
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Parasitas

Os Procellariiformes são hospedeiros de uma ampla variedade 
de ectoparasitas, sobretudo piolhos. Destes, os ectoparasitas que 
tendem a causar mais problemas são os carrapatos, levando à 
formação de pequenas lesões nodulares características nas mem-
branas interdigitais (Figura 14.3) e às margens das narinas, bico, 
olhos e interior do ouvido. Estes parasitas causam grande descon-
forto às aves, além de potencialmente transmitir patógenos como  
Borrelia spp. e Hepatozoon spp. Em casos extremos, a alta infecção 
por carrapatos pode inclusive levar à anemia e à morte. Além disso, 
algumas espécies de carrapato do gênero Ixodes podem produzir 
neurotoxinas que levam a uma paralisia ascendente e progressiva, 
podendo inclusive levar ao óbito por asfixia em Procellariiformes de 
pequeno porte.

Também há casos de infecção severa por ácaros Myialges nudus, po-
dendo causar lesões cutâneas e até a mortalidade de filhotes de al-
batrozes. Em algumas localidades, ataques por formigas de espécies 
não-nativas têm sido relatados como uma importante causa de mor-
te para filhotes de albatrozes. Por outro lado, embora ácaros de pe-
nas e piolhos não costumem causar impactos diretos significativos à 
saúde dos Procellariiformes, quando em grandes números estes pa-
rasitas podem levar a um desconforto crônico e à perda de qualidade 
das penas que, em última instância, levarão à redução de desempe-
nho no voo e na busca de alimentos. Da mesma forma, embora os 
helmintos sejam relativamente incomuns nestas aves e costumem 
apresentar abundância baixa na maioria das aves, estes parasitas 
ocasionalmente acarretam infecções letais em aves debilitadas. 

Outros patógenos e enfermidades 
de potencial relevância

Doenças de cunho generalista tais como a Febre do Oeste do Nilo 

(West Nile Virus), a gripe aviária (Influenzavirus A) e a salmonelose (Sal-

monella spp.) sempre devem ser consideradas durante a reabilitação 

de aves marinhas, tanto pelo seu potencial de causar surtos quanto 

pela sua relevância econômica e eventual risco zoonótico. Os Pro-

cellariiformes são hospedeiros naturais de diversas espécies de Sal-

monella spp. e de estirpes de baixa patogenicidade de Influenzavirus 

A, portanto é importante que sejam realizadas provas complementa-

res para comprovar a patogenicidade destas infecções quando diag-

nosticadas. Vale notar que a Febre do Oeste do Nilo e a gripe aviária 

são enfermidades de “notificação imediata de qualquer caso suspei-

to”, conforme a Instrução Normativa MAPA nº 50/2013.

A pufinose é uma doença de etiologia desconhecida, porém sus-

peita-se que seja causada por um coronavírus. A doença foi re-

gistrada em bobos-pequenos (Puffinus puffinus) e caracteriza-se 

pela formação de bolhas nas membranas interdigitais das patas, 

repletas de líquido transparente (Figura 14.4). Esta enfermidade 

aparenta ser altamente transmissível e pode causar surtos com 

elevada mortalidade, porém muito pouco se sabe acerca da sua 

patologia e diagnóstico. É provável que também possa infectar 

outros Procellariiformes de pequeno porte, e considerando o ele-

vado número de bobos-pequenos recebidos com frequência para 

reabilitação no Brasil recomenda-se atenção para o registro e 

diagnóstico dessa enfermidade.
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Figura 14.3. Lesões nodulares nas membranas interdigitais causadas por 
carrapatos em um albatroz-de-cabeça-cinza (Thalassarche chrysostoma). 
Créditos: Ralph Vanstreels / Nelson Mandela University.

Figura 14.4. Lesões características de pufinose na pata de um bobo-pequeno 
(Puffinus puffinus). 
Créditos: Matt Wood / University of Gloucestershire.

A doença de Lyme (Borrelia burgdorferi sensu lato) é uma enfermi-
dade significativa para humanos, levando a um quadro sistêmico 
(dor muscular e articular, febre, sinais neurológicos) que pode ser 
potencialmente letal. As aves marinhas (inclusive Procellariiformes) 
são reservatórios de infecção para várias bactérias do grupo B. 
burgdorferi s.l., porém não parecem desenvolver sinais clínicos em 
decorrência destas infecções. Portanto, recomenda-se que as equi-
pes adotem medidas de biossegurança para evitar a possível inocu-
lação acidental ao lidar com Procellariiformes, principalmente com 

relação à exposição a carrapatos e a lesões acidentais com agulhas 
e instrumentos perfurocortantes durante procedimentos de colhei-
ta de sangue ou necropsia.

Pouco se sabe acerca dos herpesvírus que infectam aves mari-
nhas. Contudo, sabe-se que há herpesvírus específicos de alba-
trozes, cuja patogenicidade é desconhecida. Considerando as 
descobertas recentes de que herpesvírus podem causar surtos 
de mortalidade em outras aves marinhas tais como fragatas (si-
nais inespecíficos de secreção ocular, perda de peso e letargia) e 
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pinguins (infecções respiratórias com traqueíte hemorrágica e ae-
rossaculite caseosa), recomenda-se que equipes lidando com Pro-
cellariiformes estejam atentas a possíveis doenças causadas por 
estes vírus.

Lesões traumáticas decorrentes de interação com linhas e anzóis 
de pesca são frequentes em Procellariiformes resgatados na cos-
ta brasileira. Além disso, a ingestão de resíduos antropogênicos, 
principalmente fragmentos de plástico, é registrada com elevada  
frequência nestas aves. A maioria dos resíduos encontrados no 
ventrículo de indivíduos juvenis e adultos (encalhados vivos) são 
pequenos e não aparentam estar associados a lesões significativas, 
porém há casos em que a ingestão de resíduos membranosos (sa-
colas, balões, etc.) leva à obstrução gástrica apesar da sua massa 

Figura 14.5. Não é incomum encontrar fragmentos de plástico ou outros 
resíduos sólidos no trato gastrointestinal de Procellariiformes. Nesta foto, 
destaca-se a presença de um balão de látex em estômago de um albatroz-de-
nariz-amarelo (Thalassarche chlororhynchos) encalhado morto.
Créditos: Allan Santos / IPRAM.

reduzida (Figura 14.5). Sabe-se também que a retenção de plásticos 
no estômago de Procellariiformes adultos pode ter efeitos indiretos 
sobre a saúde destas aves devido à liberação gradual de químicos 
tóxicos (organoclorados, ftalatos, etc.). Por estes motivos, recomen-
da-se que resíduos antropogênicos encontrados no trato gastroin-
testinal de Procellariiformes sejam cuidadosamente fotografados 
e armazenados para estudos científicos posteriores. Um guia de-
talhado com orientações sobre a coleta e análise padronizada de 
amostras e informações sobre a presença de macro e microplásti-
cos em Procellariiformes foram elaborados em conjunto por alguns 
países no âmbito do ACAP, e recomendamos que sirvam de modelo 
para os casos identificados no Brasil.
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15 CONSIDERAÇÕES DE BIOSSEGURANÇA 
PARA ATIVIDADES DE CAMPO
Patricia P. Serafi ni

Durante a realização de atividades de campo, sejam elas de pes-
quisa, monitoramento ou resgate de aves marinhas, a implementa-
ção de medidas de biossegurança tem como objetivos evitar a ex-
posição dos profi ssionais envolvidos a agentes zoonóticos e evitar 
o carreamento acidental de patógenos. Considerando que existem 
diferentes grupos de agentes infecciosos (vírus, bactérias, fungos 
e protozoários), deve-se adotar medidas de prevenção que sejam 
efetivas contra todos os grupos.

Além disso, no trabalho de campo com Procellariiformes é preciso 
atentar à possibilidade de exposição a vetores e outros animais que 
possam apresentar riscos à saúde humana. No caso de carrapatos 
(Ixodidae), o risco está associado ao seu hábito alimentar hematófa-
go, e seu potencial risco de transmissão de patógenos diversos para 
o ser humano tais como Rickettsiales (erliquiose, febre maculosa, 
anaplasmose) e Borrelia spp. (febre recorrente, doença de Lyme), 
que podem levar a quadros clínicos bastante graves ainda que os 
sintomas não se apresentem subitamente. Por outro lado, aciden-
tes com animais peçonhentos como aranhas (principalmente Loxos-
celes spp., Lycosa spp. e Phoneutria spp.), escorpiões e serpentes de 
várias espécies, com destaque para o gênero Bothrops (responsável 
por 95% dos acidentes ofídicos no Brasil), apresentam riscos sérios 
e imediatos à equipe em campo.

Por estes motivos, o Centro Nacional de Pesquisa e Conservação 

de Aves Silvestres (CEMAVE) do ICMBio adotou há alguns anos e 
recomenda as seguintes medidas de biossegurança que devem ser 
adotadas durante os trabalhos de campo, visando diminuir os ris-
cos de contaminação e acidentes para os profi ssionais envolvidos. 
Tais medidas foram baseadas nos procedimentos sugeridos pelo 
National Wildlife Health Center (USGS NWHC), pelo Center for Disease 
Control and Prevention (CDC) e pela Sociedad Española de Ornitologia
(SEO-Birdlife), além de orientações técnicas fornecidas pelo Instituto 
Adolfo Lutz. Em qualquer atividade de campo com aves marinhas, o 
CEMAVE recomenda as seguintes medidas de biossegurança:
•  Todo novo técnico que se envolver nas atividades de campo deve 

receber, previamente, treinamento e orientação específi ca sobre 
as potenciais zoonoses transmitidas por aves e recomendações 
de biossegurança aplicadas ao trabalho que irá desenvolver.

•  Em áreas com ocorrência de serpentes peçonhentas, o uso de 
perneiras de couro deve ser obrigatório.

•  Inspecionar sempre o vestuário (roupas, meias e sapatos) antes 
de vesti-lo, a fi m de evitar acidentes com aranhas e escorpiões.

•  Lavar as mãos com água e sabão (ou detergente), e depois utili-
zar substâncias à base de álcool ou outros desinfetantes comer-
ciais. Álcool gel é particularmente indicado para a higienização 
das mãos por sua efi cácia e praticidade. Os procedimentos de 
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antissepsia devem ser feitos antes e após os trabalhos de mani-
pulação de aves ou de instrumentos utilizados na atividade, mes-
mo com o uso de luvas.

•  Para higiene corporal diária é recomendada a utilização de sa-
bonetes à base de enxofre ou de alcatrão, com a finalidade de 
auxiliar a eliminação de carrapatos.

•  Não tocar boca, nariz, olhos, rosto, cabelo ou manipular alimen-
tos, bebidas e nem fumar durante a manipulação das aves (ou 
depois da manipulação das aves, caso ainda não tenha se lavado 
adequadamente).

•  Fazer a manipulação das aves com uso adequado de EPIs (equi-
pamentos de proteção individual) tais como luvas de procedi-
mento, máscaras N95/PFF2 e óculos de proteção, em ambientes 
bem ventilados e, quando ao ar livre, mantê-las no mesmo senti-
do do fluxo de ar (pesquisador “de costas” para o vento).

•  Fazer o acondicionamento de aves em recipientes separados, 
evitando ao máximo o contato entre elas para evitar a dissemi-
nação de eventuais patógenos.

•  Providenciar limpeza e desinfecção de todo material não descar-
tável utilizado nas práticas ao final de cada dia de campo, prefe-
rencialmente com compostos à base de amônia quaternária.

•  Não guardar objetos de uso pessoal nem alimentos junto ao 
equipamento de campo.

•  Manter separadas roupas usadas durante a manipulação das aves 
e instrumentos de trabalho daquelas utilizadas para outros fins.

•  Não circular com as roupas de trabalho nas áreas destinadas à 
alimentação e repouso da equipe.

•  Não utilizar sandálias ou outros tipos de calçados abertos nas 
atividades de campo.

•  Não manter bolsas, roupas ou quaisquer outros objetos pessoais 
não relacionados com o trabalho próximos ao local de manipula-
ção dos animais.

•  Fazer a correta disposição de todo material descartável utilizado 
durante o trabalho, bem como de todo o lixo proveniente do mes-
mo, conduzindo-o para lixos hospitalares para serem destinados 
da maneira adequada.

•  Na completa impossibilidade desta atitude, todo o material a 
ser descartado deve ser acondicionado em um saco plástico du-
plo, para ser incinerado com álcool em uma cova de 1 metro 
de profundidade, distante de habitações humanas e criações 
animais; após a queima total do resíduo, a cova deverá ser pre-
enchida com terra, de maneira a cobrir totalmente as cinzas. As 
agulhas ao serem descartadas devem ser depositadas em reci-
pientes rígidos.

Há que se considerar que existem procedimentos mais rigorosos e 
bastante específicos para zoonoses com maior potencial patogêni-
co, entretanto, estas diretrizes visam estabelecer medidas simples, 
de fácil utilização e assimilação por todos os técnicos envolvidos, de 
forma a atender a maioria das situações possíveis. Quando houver 
informação da ocorrência de uma zoonose específica em determi-
nada área de trabalho, deve-se planejar a adoção de medidas mais 
rigorosas, seguindo as orientações de profissionais da área. Duran-
te surtos de agentes infecciosos, as aves muitas vezes estarão com 
a saúde comprometida e a continuidade dos esforços de pesquisa 
pode gerar um estresse adicional que contribui à continuidade do 
surto. Nestes casos, também deve-se considerar suspender com-
pletamente as atividades de campo até que o surto esteja encerra-
do, devendo haver uma justificativa extraordinária para embasar a 
necessidade de dar continuidade aos trabalhos de campo.
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