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RESUMO 

 

Objetivou-se identificar as espécies de Trypanosoma e de Leishmania, bem como quantificar a 

carga parasitária de Leishmania em pequenos mamíferos não-voadores capturados em 

fragmentos de Floresta Semidecidual da Mata Atlântica e pastagens localizados na região 

Sudoeste do estado da Bahia. Foram capturados 454 animais dos quais foram coletados 

fragmentos de fígado, baço, rim, coração e pulmão para posterior realização do diagnóstico 

molecular. A amplificação do DNA do Trypanosoma spp. foi realizada através da Reação em 

Cadeia da Polimerase (PCR), com posterior sequenciamento e identificação das espécies. Para 

a amplificação do kDNA de Leishmania spp. foi realizada a Reação em Cadeia da Polimerase 

em Tempo Real (qPCR). Posteriormente, quantificou-se a carga parasitária presente nas 

amostras positivas para Leishmania spp. através da qPCR. Para identificação das espécies 

Leishmania realizou-se a nested-PCR, com posterior sequenciamento. Foram encontrados 

animais infectados por Trypanosoma cruzi (2,6%; 12/454), T. lewisi (1,0%; 5/454) e T. lainsoni 

(0,8%; 4/454). A infecção por Leishmania spp. foi detectada em 2,8% (13/454) dos animais. 

Após o sequenciamento das 13 amostras, detectou-se que três animais estavam infectados por 

L. infantum e não foi possível detectar as espécies dos demais animais. A quantificação de 

promastigotas das amostras positivas variou de 2,30 x 101 a 1,30 x 107 promastigotas/mL. Os 

resultados deste estudo permitem concluir que espécies de Trypanosoma, incluindo T. cruzi, e 

Leishmania, bem como seus respectivos vetores encontram-se presentes na região estudada e, 

mais especificamente, acometendo a fauna silvestre, fato este evidenciado através da presença 

do DNA do parasito nos animais estudados, os quais podem ser meros hospedeiros ou atuarem 

como reservatórios da doença na região. 

 

Palavras – chave: Doença de Chagas. Leishmanioses. Mamíferos silvestres. Reservatório. 

Reação em Cadeia da Polimerase em Tempo Real.  
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ABSTRACT 

 

The study aimed to identify Trypanosoma and Leishmania species, as well as to quantify the 

parasitic load of Leishmania in small non-flying mammals captured in fragments of 

Semideciduous Forest of the Atlantic Forest and pastures located in the Southwest region of the 

State of Bahia. For this, 454 animals were captured, from which fragments of liver, spleen, 

kidney, heart and lung were collected for further molecular diagnosis. The amplification of 

Trypanosoma spp. was carried out through the Polymerase Chain Reaction (PCR), with 

subsequent sequencing and identification of species. For amplification of Leishmania spp., Real 

Time Polymerase Chain Reaction (qPCR) was performed. Subsequently, the parasite load 

present in the positive samples for Leishmania spp. were quantified through qPCR. To identify 

Leishmania species, nested-PCR was performed, with subsequent sequencing. Animals 

infected with T. cruzi (2.6%; 12/454), T. lewisi (1.0%; 5/454) and T. lainsoni (0.8%; 4/454) 

were found. Infection with Leishmania spp. was detected in 2.8% (13/454) of the animals. After 

sequencing, the positive three animals were detected infected with L. infantum. It was not 

possible to detect the Leishmania specie involved in the infection of the other ten animals. The 

quantification of promastigotes from positive samples ranged from 2.30 x 101 to 1.30 x 107 

promastigotes / mL. The results of this study allow us to conclude that Trypanosoma species, 

including T. cruzi, and Leishmania, as well as their respective vectors are present in the studied 

region and more specifically, affecting wild fauna, a fact evidenced by the presence the parasite 

DNA in the animals studied, which can be hosts or act as reservoirs of the disease in the region. 

 

Keywords: Chaga´s disease. Leishmaniasis. Wild mammals. Reservoir. Real Time Polymerase 

Chain Reaction.  
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1 INTRODUÇÃO 

 

Os tripanossomatídeos são hematozoários flagelados e parasitas obrigatórios que 

infectam invertebrados e todas as classes de vertebrados (VIOLA et al., 2008; LEMOS et al., 

2015; COOPER et al., 2017; SPODAREVA et al., 2018). O gênero Trypanosoma caracteriza-

se por possuir mais de 500 espécies descritas (SPODAREVA et al., 2018; JANSEN et al., 

2018), sendo algumas espécies citadas infectando pequenos mamíferos, como: T. lewisi, T. 

lainsoni, T. rangeli, T. evansi, T. cruzi, dentre outras, sendo a T. cruzi uma das mais estudadas, 

responsável por provocar a doença de Chagas (HERRERA et al., 2005; MAIA DA SILVA et 

al., 2004; COURA; DIAS, 2009; NAIFF et al., 2013; CARDOSO et al., 2015; ORTIZ et al., 

2018; JANSEN et a., 2018; RODRIGUES et al., 2019).   

A leishmaniose é causada por protozoários digenéticos (REY, 2001) pertencentes ao 

gênero Leishmania, subgêneros Viannia e Leishmania (GOTO; LINDOSO, 2010), possuindo 

mais de 20 espécies descritas que podem provocar doenças com diferentes características 

clínicas e epidemiológicas, a depender da espécie de Leishmania envolvida (CARDOSO et al., 

2015; BENASSI et al., 2018).  

A doença de Chagas e a leishmaniose são doenças debilitantes e potencialmente fatais 

quando não tratadas, estando incluídas dentre os principais problemas de Saúde Pública no 

mundo (CÁSSIA-PIRES et al., 2014; WHO, 2018, WHO, 2019a). No passado, a doença de 

Chagas e a leishmaniose eram consideradas como doenças enzoóticas, acometendo apenas 

animais silvestres (COURA; VIÑAS, 2010; COURA; BORGES-PEREIRA, 2010; 

MINISTÉRIO DA SAÚDE, 2017). No entanto, com o passar dos anos, houve um crescimento 

da população, intensificou-se o desmatamento, a caça de animais silvestres, a construção de 

moradias próximas ao habitat dos hospedeiros e, consequentemente, as doenças passaram a ser 

transmitidas para os humanos e animais domésticos, passando a serem consideradas 

antropozoonoses (COURA; BORGES-PEREIRA, 2010; MINISTÉRIO DA SAÚDE, 2017). 

Atualmente, estima-se que ocorram, anualmente, 700 mil a um milhão de novos casos 

de leishmaniose visceral (LV) e leishmaniose tegumentar (LT) no mundo, com cerca de 26.000 

a 65.000 mortes (WHO, 2019a). Já a doença de Chagas acomete cerca de 8 a 14 milhões de 

pessoas em todo o mundo, principalmente na América Latina onde estima-se que mais de 100 

milhões de pessoas estejam sob o risco de contraírem a infecção (RIBEIRO et al., 2009; 

FIDALGO et al., 2018). O estado da Bahia é considerado endêmico para as leishmanioses, com 

franca expansão dos casos de leishmaniose visceral (LV) e leishmaniose tegumentar (LT) 
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(SESAB, 2016; SESAB, 2018b). Além disso, possui um número expressivo de casos de doença 

de Chagas, apresentando a quarta maior taxa de mortalidade entre as unidades federadas, 

totalizando, em média, 624 óbitos anuais entre os anos de 2008 à 2017 (SESAB, 2019). 

Pequenos roedores e marsupiais são considerados bons bioindicadores da contaminação 

humana e ambiental (COSTA et al., 2015). Isso se deve ao fato deles possuírem ciclo de vida 

curto, serem encontrados em todos os biomas e habitats (naturais e modificados, sendo eles 

silvestres e peridomésticos), responderem rapidamente a alterações ambientais, possuírem 

abundância e diversidade de espécies, serem reservatórios de importantes patógenos que 

acometem animais e humanos e ainda por participarem da cadeia alimentar, atuando como 

presas da maioria dos carnívoros de pequeno e médio porte, potencializando a transmissão de 

tripanossomatídeos (EPSTEIN et al., 1997; CABRERA et al., 2003; COSTA et al., 2018). 

Diversos animais selvagens atuam como reservatórios do T. cruzi e Leishmania spp., 

entretanto, devido às dificuldades de se obter um grande número amostral de espécies variadas 

e de amplas e distintas regiões geográficas, ainda são escassas as informações a respeito da 

ecologia e epidemiologia da doença de Chagas e leishmaniose nesses animais (CURTIS-

ROBLES et al., 2016; PEREIRA et al., 2017; WHO, 2019a). 

Apesar dos relatos da ocorrência da doença de Chagas e de leishmaniose em pequenos 

roedores silvestres e marsupiais no mundo (PAPADOGIANNAKIS et al., 2010; ROJO et al., 

2017) e no Brasil (XAVIER et al., 2012; CÁSSIA-PIRES et al., 2014; COSTA et al., 2018), 

ainda são escassos os estudos a respeito dessas enfermidades acometendo esses animais no 

estado da Bahia. Desta forma, pesquisas realizadas em remanescentes de Mata Atlântica 

fornecem informações a respeito da biodiversidade de parasitas presentes no local e de seus 

respectivos hospedeiros (ACOSTA et al., 2014), contribuindo com o conhecimento da 

epidemiologia de doenças.  
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2 OBJETIVOS 

 

2.1 Objetivo geral 

 

Investigar a presença do DNA de Trypanosoma spp. e Leishmania spp. em pequenos 

mamíferos não-voadores (Rodentia e Didelphimorphia) capturados em fragmentos de Floresta 

Semidecidual da Mata Atlântica e pastagens localizados na região de Itambé e Itapetinga, BA, 

Brasil. 

 

2.2 Objetivos específicos 

 

I) Identificar a ocorrência das espécies de Trypanosomatídeos que acometem os 

pequenos mamíferos não-voadores (Rodentia e Didelphimorphia) capturados na região de 

Itambé e Itapetinga, BA. 

II) Identificar os genótipos de T. cruzi que acometem os pequenos mamíferos não-

voadores (Rodentia e Didelphimorphia) capturados na região de Itambé e Itapetinga, BA. 

III) Identificar as espécies de Leishmania que acometem os pequenos mamíferos não-

voadores (Rodentia e Didelphimorphia) capturados na região de Itambé e Itapetinga, BA. 

IV) Quantificar a carga parasitária presente nas amostras que forem positivas para 

Leishmania spp. 
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3 REVISÃO DE LITERATURA 

 

3.1 Mata Atlântica e fauna silvestre avaliada no estudo 

 

A Mata Atlântica ocupa uma área de 1.110.182 Km², correspondente a 13,04% do 

território brasileiro, sendo considerada a segundo maior floresta tropical da América do Sul. 

Localiza-se, em sua maior parte, em região costeira que se estende do Rio Grande do Norte ao 

Rio Grande do Sul (RIBEIRO et al., 2011; IBF, 2019, SOS MATA ATLÂNTICA, 2018).  

É uma floresta mundialmente reconhecida pela diversidade de espécies de plantas e 

animais que abriga, sendo cerca de 570 espécies de vertebrados endêmicos e aproximadamente 

8000 espécies de plantas endêmicas (MYERS et al, 2000). Além disso, a Mata Atlântica 

contribui com a economia do Brasil por permitir a realização de atividades como agricultura, 

pesca, extrativismo, turismo, geração de energia e lazer (SOS MATA ATLÂNTICA, 2018).  

Apesar de ser mundialmente reconhecida pela sua biodiversidade, a Mata Atlântica 

encontra-se reduzida a cerca de 10% de sua cobertura vegetal natural, que é composta por áreas 

em regeneração e florestas degradadas espalhadas em pequenos fragmentos, cercadas por terras 

agrícolas (RIBEIRO et al., 2011; INPE 2013; ACOSTA et al., 2014). Devido à intensa 

degradação e fragmentação, muitas espécies de animais encontram-se ameaçadas de extinção 

por terem seus habitats restritos a pequenos fragmentos de mata (RIBEIRO et al., 2011). Dentre 

as espécies de pequenos mamíferos não-voadores que habitam a Mata Atlântica, destacam-se: 

Marmosops incanus, Necromys lasiurus, Calomys expulsus, Olygorizomis nigripes, 

Gracilinanus microtarsus, Didelphis albiventris, dentre outras (PÁGLIA et al., 2012). 

Marmosops incanus (Lund, 1840) é um didelfídeo endêmico do Brasil, abundante em 

fragmentos florestais de diversos biomas, dentre eles a Mata Atlântica, o Cerrado e a Caatinga 

encontrados nos estados da Bahia, Rio de Janeiro, Espírito Santo, São Paulo, Minas Gerais e 

Paraná (CÂMARA et al., 2003; GARDENER, 2008; PÁGLIA et al., 2012). Esse marsupial 

possui hábito arbóreo e terrestre, ocupando principalmente o solo e o sub-bosque como estrato 

florestal (VIEIRA; CAMARGO, 2012; PÁGLIA et al., 2012). Apresenta dieta insetívora e 

onívora, composta por insetos e frutas (PÁGLIA et al., 2012). 

A espécie N. lasiurus possui hábito alimentar frugívoro/onívoro, apresentando 

locomoção exclusivamente terrestre (solo), localizando-se em diferentes tipos de biomas (Mata 

Atlântica, Caatinga, Cerrado, Pantanal, Amazônia e Pampa) (PAGLIA et al., 2012), 

preferencialmente em áreas abertas, sendo casualmente encontrados em fragmentos de matas 
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alteradas (BONVICINO et al. 2002) e dificilmente em matas densas (PARDINI; UMETSU, 

2006; ROCHA et al., 2011). 

Calomys expusus são roedores de locomoção terrestre e hábito frugívoro e granívoro 

(BONVICINO et al., 2008; PAGLIA et al., 2012). No Brasil, encontram-se distribuídos 

principalmente em formações florestais abertas do Cerrado, ocorrendo também na Caatinga, 

Pantanal e na Mata Atlântica (BONVICINO et al., 2003; BONVICINO et al., 2008; PAGLIA 

et al., 2012).  

Olygorizomis nigripes habita formações abertas da Floresta Amazônica, Mata Atlântica, 

Cerrado, Caatinga e Pantanal (BONVICINO et al., 2008; PAGLIA et al., 2012). Apresenta 

locomoção terrestre e hábitos alimentares frugívoro/ granívoro (BONVICINO et al., 2008; 

PAGLIA et al., 2012).  

A espécie G. microtarsus ocorre na Mata Atlântica, desde a Bahia até o Rio Grande do 

Sul, e possui hábito alimentar predominantemente insetívoro (GEISE; ASTÚA, 2009; PAGLIA 

et al., 2012; VIEIRA; CAMARGO, 2012). É um marsupial arborícola, ocupando 

principalmente as camadas superiores da floresta, embora possa ocorrer no sub-bosque ou até 

mesmo no solo (VIEIRA; CAMARGO, 2012). 

Didelphis albiventris é um marsupial que ocorre na Mata Atlântica e em sua locomoção 

utiliza tanto o solo quanto o sub-bosque e o dossel (VIEIRA; CAMARGO, 2012). Possui hábito 

alimentar frugívoro e onívoro, sendo frequentemente associado à predação de aves domésticas, 

além de consumir roedores e aves de pequeno porte, rãs, lagartos, insetos, caranguejos e frutos 

(PÁGLIA et al., 2012; ROSSI et al., 2006). 

As práticas agropecuárias são rotineiramente encontradas no estado da Bahia e 

contribuem de maneira expressiva com a degradação, dominando os resquícios da Mata 

Atlântica presentes neste estado (COSTA et al. 2000; MYERS et al., 2000; INEMA 2014). Por 

fim, o desmatamento, fragmentação florestal e ocupação humana alteram as comunidades 

naturais e podem causar: 1) extinção local de mamíferos em remanescentes da Mata Atlântica 

(OLIFIERS et al., 2005; CANALE et al., 2012), 2) mudanças climáticas, 3) alterações na 

biologia de vetores e 4) ocorrência de infecções pelos agentes da doença de Chagas e da 

leishmaniose em animais e seres humanos. 
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3.2 Diversidade de Trypanosoma spp. que acometem pequenos mamíferos silvestres 

 

A biodiversidade e biologia de Trypanosoma spp. que infecta os seres humanos e 

animais silvestres em todo o mundo ainda é um enigma, assim como questões sobre 

especificidade do hospedeiro, distribuição geográfica, relação filogenética entre os clados, 

variedade de ecossistemas e nichos ecológicos, dentre outros (HOARE, 1972; COOPER et al., 

2017; RODRIGUES et al., 2019).  

Nas últimas décadas houve um aumento do número de descrições de espécies de 

Trypanosoma e de novas DTU’s (Discrete Typing Units) que infectam vertebrados de todo o 

mundo. Isso está relacionado ao surgimento de técnicas moleculares inovadoras e de maior 

poder analítico (RODRIGUES et al., 2019). O gênero Trypanosoma é composto por espécies 

que diferem em relação aos hospedeiros e vetores. Diversos estudos descrevem a infecção de 

pequenos mamíferos por espécies de Trypanosoma, como: T. lewisi, T. lainsoni, T. rangeli, T. 

evansi, T. cruzi, dentre outras (HERRERA et al., 2005; MAIA DA SILVA et al., 2004; NAIFF 

et al., 2013; CARDOSO et al., 2015; ORTIZ et al., 2018; JANSEN et a., 2018; RODRIGUES 

et al., 2019). Trypanosoma lewisi é uma espécie de parasita não patogênica e transmitida por 

pulgas de ratos (HOARE, 1972), cujos principais reservatórios são os ratos domésticos (Rattus 

spp.) (ORTIZ et al., 2018). De maneira oportunista, também infecta os seres humanos sendo 

considerada uma zoonose emergente, cujo principal vetor em áreas tropicais e subtropicais são 

as pulgas da espécie Xenopsylla cheops (LINARDI; BOTELHO, 2002; ORTIZ et al., 2018). 

Os roedores e, eventualmente, outros animais se infectam ao ingerirem as pulgas infectadas ou 

as fezes de pulgas contendo tripomastigotas metacíclicas (MARAGUI et al., 1995). Os sintomas 

e a gravidade da infecção relacionados ao T. lewisi em humanos ainda não foram esclarecidos 

(ORTIZ et al., 2018). Os impactos ambientais causados pelo homem associados à pobreza 

urbana propiciam um maior contato entre os seres humanos, os roedores sinantrópicos e as 

pulgas, contribuindo com a transmissão desse parasita (BORDES et al., 2015; MORAND et al., 

2015). Apesar disso, até o momento não há relatos da infecção por T. lewisi em humanos no 

Brasil. 

Trypanosoma lainsoni pode ser encontrado em mamíferos arbóreos e terrestres (NAIFF; 

BARRET, 2013; ORTIZ et al., 2018; RODRIGUES et al., 2019), não sendo patogênicos para 

os seus hospedeiros naturais (HOARE, 1972). Até o momento não existem estudos que 

comprovem as espécies de vetores e o ciclo de transmissão desse parasita (RODRIGUES et al., 

2019). 
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Trypanosoma rangeli é um parasita que infecta humanos, porém acredita-se que não 

seja capaz de provocar a doença (HAMILTON et al., 2010). Possui diversos hospedeiros 

mamíferos, sendo transmitido por triatomíneos do gênero Rhodnius (MAIA DA SILVA et al., 

2007). Foi descrito infectando pequenos mamíferos silvestres (JANSEN et al., 2018; 

RODRIGUES et al., 2019), bem como primatas e humanos na região amazônica (MAIA DA 

SILVA et al., 2004a; HAMILTON et al., 2010).  

Apesar de não ser um parasita zoonótico, o Tryponosoma evansi é importante agente 

causador de doenças em todas as áreas tropicais e subtropicais do mundo, infectando equinos, 

bovinos, cães, capivaras, quatis e pequenos roedores silvestres (HERRERA et al., 2004; 

HERRERA et al., 2005). Os principais vetores são moscas do gênero Tabanus, entretanto, esse 

protozoário não infecta o hospedeiro invertebrado, sendo estes responsáveis apenas pela 

transmissão mecânica (HERRERA et al., 2005; DESQUESNES et al., 2013). 

Trypanosoma cruzi é um protozoário pertencente à ordem Kinetoplastea, subordem 

Trypanosomatina, gênero Trypanosoma e subgênero Schizotrypanum, sendo uma das espécies 

mais estudadas do gênero Trypanosoma. É o agente etiológico da doença de Chagas, que é uma 

zoonose responsável por um grave problema de saúde pública mundial infectando milhares de 

pessoas, principalmente na América Latina (COURA; DIAS, 2009; LOPES et al., 2018). O 

quadro 1 destaca a prevalência de Trypanosoma spp. em roedores e marsupiais no Brasil e no 

Mundo, diagnosticados a partir da técnica de PCR. 

 

 

Localidade Hospedeiros Positivos/N (%) Espécie Referência 

São Paulo Didelphis 

albiventris 

1/11 (9,09%) T. cruzi 

 

 

Tenório et al., 2014 

Paraíba Didelphis 

albiventris 

12/17 (%) T. cruzi (2); T. 

cascavelli (6); T. 

janseni (4) 

 

Rodrigues et al., 2019 

 

 

Rio de 

Janeiro 

Didelphis aurita 5/5 (100%) T. janseni (2); 

Trypanosoma sp. (3) 

 

 

Acre Didelphis 

marsupialis 

3/3 (100%) T. cruzi  

Goiás Gracilinanus 

agilis 

33/33 (100%) T. cruzi (2); T. cruzi/T. 

dionisii (1); T. cruzi/T. 

dionisii/ T. lainsoni (1); 

 

Quadro 1. Prevalência de Trypanosoma spp. em roedores e marsupiais por PCR. 
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Localidade Hospedeiros Positivos/N (%) Espécie Referência 

T. dionisii (6); T. 

lainsoni (21); T. 

lainsoni/ T. gennarii 

(1); T. rangeli A (1) 

 

Paraíba Marmosa 

demerarae 

 

1/1 (100%) T. cascavelli (1)  

Paraíba Marmosa murina 1/1 (100%) T. cruzi 

  

 

Espírito 

Santo 

Marmosops 

incanus 

1/2 (50%) T. cruzi 

 

 

Espírito 

Santo 

Metachirus 

nudicaudatus 

1/3 (33,3%) T. dionisii (1) 

 

 

 

Acre Metachirus sp. 1/1 (100%) T. cruzi 

 

 

Espírito 

Santo 

Micoureus 

paraguayanus 

1/1 (100%) T. lainsoni  

 

 

 

Espírito 

Santo 

Monodelphis 

americana 

1/1 (100%) T. cruzi 

 

 

 

Acre Philander sp. 4/4 (100%) T. cruzi (2); T. rangeli 

A (2) 

 

Bahia Didelphis sp. 8/22 (36,36%) T. cruzi Trüeb et al., 2018 

 

Mato 

Grosso do 

Sul 

Didelphis 

albiventris 

13/40 (32,5%) 

 

 

T. cruzi Nantes et al., 2019 

Pantanal Thrichomys sp. 7/46 (15,2%) T. evansi Herrera et al., 2004 

 Clyomys sp. 2/11 (18,2%) T. evansi  

 Oecomys sp. 3/7 (42,8%) T. evansi  

 Dasyprocta sp. 2/3 (66,7%) T. evansi  

 Monodelphis sp. 1/2 (50%) T. evansi  

México Didelphis 

marsupialis 

6/36 (16,7%) 

 

 

T. cruzi Galaviz-Silva et al., 

2017 

 Neotoma micropus 5/35 (14,3%) 

 

T. cruzi  

Argentina Didelphis 

albiventris 

4/11 (36,4%) T. cruzi 

 

 

Alvarado-Otegui et 

al., 2012 

Chile Octodon degus 40/57 (75%) T. cruzi 

 

Rojo et al., 2017 
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Localidade Hospedeiros Positivos/N (%) Espécie Referência 

México Ototylomys 

phylloti 

4/11 (36%) T. cruzi 

 

 

Hernández-Cortazar et 

al., 2018 

Louisiania 

(EUA) 

Peromyscus 

gossypinus 

40/59 (67,8%) T. cruzi 

 

 

Herrera et al., 2015 

 Mus musculus 4/59 (6,8%) T. cruzi 

 

 

 Neotoma floridana 15/59 (25,4%) T. cruzi  
Legenda: N: Total de indivíduos coletados 

 

3.3 A Doença de Chagas 

 

3.3.1 Agente etiológico e vetor  

 

Trypanosoma cruzi caracteriza-se por ser um parasita intracelular obrigatório que 

apresenta em seu ciclo de vida três estágios evolutivos: tripomastigota metacíclico, amastigota 

e epimastigota (DIAS; COURA, 1997; SOUZA et al., 2010). É considerado um parasito 

versátil, podendo circular nos ambientes doméstico, peridoméstico e silvestre (GARCIA et al., 

2007). Tem como reservatórios o homem, todos os mamíferos domésticos, como cães e gatos, 

e os mamíferos silvestres arbóreos e terrestres (DIAS, 1992; COURA; DIAS, 2009; BERN et 

al., 2011). 

Esse agente é caracterizado pela grande diversidade biológica, genética e fenotípica 

intraespecífica (ROCHA et al., 2013; BRENIÈRE et al., 2016), bem como diferentes 

distribuições geográficas com associações eco-epidemiológicas distintas (ZINGALES et al., 

2012). Isso se dá porque, ao longo do tempo, diferentes espécies de mamíferos foram 

introduzidas no ciclo de transmissão do T. cruzi, exercendo diferentes pressões seletivas no 

parasita, tendo como consequência o surgimento das diversas subpopulações encontradas 

atualmente (JANSEN et al., 2017).  

Desde a sua descoberta (CHAGAS, 1909), diversos autores propuseram variadas 

subdivisões intraespecíficas em nível biológico e genético, visando estabelecer o número de 

subgrupos do parasito a partir da caracterização de sua estrutura populacional (ZINGALES et 

al., 2009). Com o avanço dos estudos e o desenvolvimento de diferentes técnicas laboratoriais 

com maior poder de discriminação, diferentes subgrupos de T. cruzi foram descobertos, 
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surgindo diferentes classificações (ZINGALES, 2011). No ano de 2009, optou-se por 

padronizar sua nomenclatura no intuito de facilitar a comunicação entre os pesquisadores e 

correlacionar questões inerentes à biologia básica, às características eco-epidemiológicas e à 

patogenicidade dos subgrupos (ZINGALES, 2011). Sendo assim, atualmente as cepas do 

parasita são classificadas em seis importantes genótipos ou seis DTU’s denominadas TcI, TcII, 

TcIII, TcIV, TcV e TcVI (ZINGALES et al., 2009), além do genótipo TcBat/TcVII, descrito 

pela primeira vez em morcegos (MARCILI et al., 2009; SPICKLER, 2017). Cada genótipo ou 

DTU é constituído por cepas geneticamente semelhantes que podem ser caracterizadas pelos 

mesmos marcadores moleculares ou imunológicos (TIBAYRENC, 1998; ZINGALES et al., 

2012).  

Todos os genótipos (DTU’s) de T. cruzi são encontrados no Brasil e estão aptos a 

provocarem a doença de Chagas (ZINGALES et al., 2011; ZINGALES et al., 2012; JANSEN 

et al., 2018). O TcI é considerado o mais abundante e amplamente disperso nas Américas, 

estando frequentemente associado ao ciclo de transmissão silvestre, sendo também encontrado 

no ciclo de transmissão doméstico da enfermidade (LIMA et al., 2008; ZINGALES et al., 2011; 

ZINGALES et al., 2012; TESTON et al., 2016). Frequentemente o marsupial arbóreo da espécie 

Didelphis marsupialis e triatomíneos do gênero Rhodnius, que se alojam em ecótopos de 

palmeiras, são encontrados parasitados pela cepa TcI (MILES et al., 2009; ACOSTA et al., 

2017). Por isso, Miles et al. (2009) afirmam que este genótipo está predominantemente 

relacionado aos ciclos de transmissão arbórea, entretanto, esse genótipo também foi encontrado 

em ecótopos rochosos presentes no Piauí (HERRERA et al., 2005).  

O genótipo TcII é isolado principalmente em ciclos domésticos, porém tem sido 

encontrado de maneira crescente infectando mamíferos silvestres em diferentes biomas na 

América do Sul (ZINGALES et al., 2012). O marsupial sinantrópico e arborícola facultativo da 

espécie D. marsupialis é considerado hospedeiro natural dos genótipos TcI e TcII (MILES et 

al., 2009; ARAÚJO et al., 2011; ZINGALES et al., 2012). As diferenças na patogenicidade 

entre TcI e TcII ainda não foram totalmente estabelecidas (YEO et al., 2005), mas sugere-se 

que TcII seja mais patogênico que TcI (DI NOIA et al., 2002). 

Por sua vez, os genótipos TcIII e TcIV possuem um padrão similar de distribuição na 

América do Sul, estando o TcIII associado principalmente ao ciclo silvestre no Brasil 

(ZINGALES et al., 2012), entretanto, esse genótipo já foi encontrado infectando tatus, 

didelfídeos terrestres, roedores e cães domésticos (MARCILI et al., 2009a). O TcIV é 
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encontrado em ambos os ciclos, doméstico e silvestre, havendo evidências que sugerem que 

este genótipo tem um ecótopo arbóreo (ZINGALES et al., 2012).  

Segundo Zingales et al. (2011), os genótipos TcII e TcIV possuem maior 

patogenicidade, acarretando sintomatologia cardíaca e digestiva. As DTU’s TcV e TcVI são 

consideradas híbridas por serem derivadas de trocas genéticas entre TcII e TcIII, estando 

atualmente associadas ao ciclo de transmissão doméstico (ZINGALES et al., 2012; BRENIÈRE 

et al., 2016). Por fim, é importante ressaltar que, apesar de as DTUs serem classificadas de 

acordo com suas características genéticas e biológicas (ZINGALES et al., 2009), elas podem 

coexistir em um único hospedeiro e em um mesmo vetor (DEVILLERS et al., 2008; JANSEN 

et al., 2018). 

Análises filogenéticas classificam o genótipo Tcbat como um cluster distinto dos outros 

genótipos, apresentando afinidade com o TcI (MARCILI et al., 2009). Diferentemente das 

demais DTU’s, o genótipo Tcbat possui vetor desconhecido, não se desenvolvendo nos 

triatomíneos comumente encontrados, como o Triatoma infestans, Rhodnius prolixus e 

Panstrongylus megistus (ZINGALES et al., 2012). Cavazzana et al. (2010) sugerem que os 

possíveis vetores desse genótipo sejam espécies de triatomíneos encontradas em refúgios de 

morcegos.  

Os vetores responsáveis pela transmissão do T. cruzi são insetos hematófagos 

pertencentes à família Reduviidae, conhecidos como triatomíneos (LENT; WYGODZINSKY, 

1979), os quais possuem hábitos noturnos e se infectam pelo T. cruzi durante o repasto 

sanguíneo nos mamíferos infectados (DIAS; COURA, 1997). A adaptação dos triatomíneos 

silvestres ao ambiente doméstico ocorreu devido ao desmatamento e consequente extinção de 

mamíferos em remanescentes florestais (CANALE et al., 2012), o que ocasionou a escassez de 

sua fonte original de alimento, levando-os a buscarem fontes alternativas, perpetuando a 

transmissão da infecção para o homem e animais domésticos (RIBEIRO JR et al., 2015). As 

principais espécies de triatomíneos domiciliadas na América do Sul são: T. infestans, T. 

brasiliensis, T. dimidiata, T. sordida, T. pseudomaculata, P. megistus, e R. prolixus (DIAS, 

1992; COURA; DIAS, 2009).  
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3.3.2. Ciclo biológico e transmissão 

 

O ciclo biológico do T. cruzi envolve vários estágios de desenvolvimento, que são 

encontrados no hospedeiro vertebrado e invertebrado (SOUZA et al., 2010). Os insetos da 

família Reduvidae (hospedeiros invertebrados) sugam o sangue do hospedeiro vertebrado 

infectado com as formas tripomastigotas presentes na corrente sanguínea (DIAS; COURA, 

1997). Em poucos dias, as tripomastigotas ingeridas passarão por sucessivas transformações ao 

longo do tubo digestivo do inseto, chegando ao estágio de epimastigotas, as quais colonizam 

preferencialmente o intestino médio (COURA et al., 2012). As epimastigotas não infecciosas 

se aderem à membrana do epitélio intestinal desencadeando, na porção final do tudo digestivo, 

sua transformação em tripomastigotas metacíclicas, altamente infecciosas (ALVES et al., 2007; 

SOUZA et al., 2010). Esta transformação é denominada metaciclogênese e as tripomastigotas 

metacíclicas resultantes são encontradas principalmente no reto do vetor (COURA et al., 2012). 

Por fim, as tripomastigotas metacíclicas são eliminadas junto com as fezes e urina do inseto 

durante o repasto sanguíneo no hospedeiro vertebrado.  

Os seres humanos se infectam através da inoculação do agente diretamente no orifício 

da picada (BERN et al., 2011), bem como através de transfusão sanguínea, transplante de 

órgãos, infecção laboratorial, congênita, sexual e por via oral, através da ingestão acidental do 

inseto infectado ou de suas fezes (COURA; BORGES-PEREIRA, 2010; BERN et al., 2011; 

SESAB, 2019), sendo esta última a principal forma de transmissão da doença no Brasil nos 

últimos anos (DIAS et al., 2011; MORENO, 2017). 

Os gambás são marsupiais didelfídeos que possuem hábitos onívoros, favorecendo sua 

infecção por via oral através da predação de pequenos mamíferos ou insetos infectados 

(JANSEN et al., 2017). Da mesma forma, pequenos mamíferos silvestres com hábitos 

insetívoros se infectam principalmente por via oral, através da ingestão dos triatomíneos 

infectados (DIAS, 1992; BERNER et al., 2011), bem como pela ingestão de sementes 

contaminadas por fezes do barbeiro ou pelo material da glândula anal de marsupiais didelfídeos 

infectados, uma vez que essas glândulas mantêm o ciclo extracelular do T. cruzi, liberando as 

formas infectantes do agente (DEANE et al., 1984). Outra possível forma de transmissão do 

agente para os animais silvestres é a que ocorre durante a alimentação dos vetores, os quais 

defecam após o repasto sanguíneo e, assim como ocorre em humanos, essas fezes contendo os 

parasitas podem adentrar o organismo do hospedeiro através de uma ferida ou membrana 

mucosa (BERNER et al., 2011). A transmissão transplacentária foi documentada em 
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camundongos e ratos de laboratório, sendo demonstrado que o percentual de transmissão pode 

variar de acordo com o genótipo de T. cruzi e com o grau de parasitemia (HALL et al., 2010).  

Ao adentrarem o organismo do hospedeiro vertebrado, as tripomastigotas metacíclicas 

penetram nas células do sistema fagocitário mononuclear, fibras musculares esqueléticas, 

cardíacas e lisas (COURA; BORGES-PEREIRA, 2010), sistema nervoso central e periférico, 

transformando-se em amastigotas (COURA et al., 2012). As formas amastigotas iniciam o 

processo de multiplicação intracelular através da divisão binária (BRENER, 1997) e, ao 

preencherem a célula parasitada, reassumem a forma flagelada, transformando-se em 

tripomastigotas, as quais rompem a célula, atingem a corrente sanguínea, disseminando-se para 

novos tecidos e órgãos, penetrando novas células e repetindo o ciclo (BRENER, 1997; 

ARGOLO et al., 2008; COURA et al., 2012). 

 

3.3.3. Epidemiologia 

 

A doença de Chagas é uma enfermidade tropical de elevada prevalência e 

morbimortalidade em países endêmicos, principalmente nos países da América Latina (DIAS 

et al., 2016; SESAB, 2018a). Com o aumento da globalização e da mobilidade das populações 

entre as áreas rurais e urbanas dentro de seus países, bem como para diferentes regiões no 

mundo, a doença passou ser uma preocupação de saúde pública mundial, sendo encontrada 

atualmente se estendendo do sul do Estados Unidos até o Sul da Argentina e Chile, no Canadá, 

em muitos países europeus e em alguns países do Pacífico Ocidental (COURA; DIAS, 2009; 

MONTGOMERY et al., 2014; WHO, 2018). 

Atualmente, estima-se que cerca de 15 a 16 milhões de pessoas estão infectadas pelo T. 

cruzi na América Latina e 75 a 90 milhões estejam expostas a infecções (COURA; DIAS, 

2009). De acordo com a Suvisa (2020a), entre os anos de 2007 e 2019, foram registrados 4 e 2 

casos de doença de Chagas aguda nos municípios de Itambé e Itapetinga, respectivamente, 

localizados no estado da Bahia, Brasil. 

Além de poderem atuar como biomarcadores da degradação ambiental, os didelfídeos 

do gênero Didelphis, conhecidos como gambás, são um dos mais antigos reservatórios 

conhecidos de T. cruzi e desempenham um relevante papel na epidemiologia da infecção 

chagásica, uma vez que esses animais circulam entre os ambientes silvestres, peridomésticos e 

domésticos, à procura por alimento (COURA; BORGES PEREIRA, 2010; JANSEN et al., 
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2017). Isso acontece devido à destruição do ecossistema, o que provoca restrições alimentares 

às populações de mamíferos selvagens e, consequentemente, aumenta gradativamente o contato 

com os seres humanos (XAVIER et al., 2012).  

É importante salientar que os gambás, além de terem o parasita circulante, podem 

abrigá-lo e eliminá-lo, em todas as suas formas, através de suas glândulas de cheiro, atuando 

não só como reservatórios, mas também como transmissores de T. cruzi (DEANE et al., 1984; 

JANSEN et al., 1999; COURA; BORGES PEREIRA, 2010). Adicionalmente, Jansen et al. 

(2018) descrevem que os marsupiais do gênero Didelphis são capazes de abrigar diversas 

espécies de tripanossomas e unidades taxonômicas (DTU’S), sendo considerados 

bioacumuladores de espécies de Trypanosoma. No ambiente silvestre, marsupiais do gênero 

Didelphis spp. possuem como característica a ocupação de todos os estratos ecológicos, sendo 

encontrados na copa das árvores e também no solo, o que possibilita que esses animais sejam 

um elo entre os ciclos de transmissão de T. cruzi que ocorrem nos diferentes estratos 

ecolológicos (JANSEN et al., 1999; JANSEN et al., 2017). 

Um estudo realizado por Xavier et al. (2012), utilizando análises geoespaciais, indicou 

que a redução da fauna de mamíferos (riqueza e abundância) tem sido associada à maior 

parasitemia por T. cruzi em pequenos mamíferos silvestres bem como à maior exposição de 

cães ao agente. O aumento na transmissibilidade do parasito também pode estar associado à 

seleção positiva de Didelphis e de alguns roedores caviomorfos, que são espécies generalistas 

que se adaptam com facilidade a diferentes tipos de ambientes, amplificando o ciclo de 

transmissão do parasito (XAVIER et al., 2012). O parasito encontra-se descrito em diversos 

animais silvestres (JANSEN et al., 2018), entretando, até o momento, somente um estudo a 

respeito desse parasita nesses animais foi desenvolvido no estado da Bahia (TRÜEB et al., 

2018).  

 

3.3.4 Diagnóstico 

 

A detecção da infecção por Trypanosoma em mamíferos silvestres é frequentemente 

realizada por meio de hemocultura e exame do esfregaço de sangue fresco (ARAÚJO et al., 

2011; VIETTRI et al., 2018; RODRIGUES et al., 2019). Entretanto, outros métodos também 

auxiliam no diagnóstico da doença de Chagas como, por exemplo, a investigação 
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epidemiológica (LUQUETTI; RASSI, 2000), exames laboratoriais, parasitológicos, 

moleculares e/ou sorológicos (COURA et al., 2012). 

A técnica de PCR é considerada sensível e específica, permite a identificação de 

espécies conhecidas e desconhecidas, sendo muito útil no diagnóstico ou confirmação de 

infecções na fase crônica, bem como em estágios iniciais, principalmente nos casos em que os 

testes sorológicos fornecerem resultados inconclusivos (BRITO; MOREIRA, 2017; 

HUTCHINSON; STEVENS, 2018). Além de ser uma técnica molecular, também é considerada 

como um exame parasitológico direto enriquecido, uma vez que detecta fragmentos de ácido 

desoxirribonucleico (DNA), que são partes constitutivas dos parasitos (JANSEN; ROQUE, 

2010). A PCR pode ser realizada a partir de DNA extraído de uma ampla variedade de tecidos 

e fluidos corporais, como sangue, linfonodos, ossos, medula óssea, baço, dentre outros (MIRÓ 

et al., 2008). 

A técnica de PCR convencional permite identificar a presença ou ausência do parasito, 

bem como identificá-lo quanto ao gênero ou espécie fornecendo, portanto, um diagnóstico 

qualitativo (COURA et al., 2012). Em contrapartida, a técnica de PCR em tempo real 

quantitativa (qPCR) possibilita, além da identificação do parasito, a mensuração da carga 

parasitária em tempo real, sendo esta informação muito importante para correlacionar com a 

progressão da doença, avaliar o prognóstico e a eficácia terapêutica (BRITO; MOREIRA, 

2017). 

Ao longo do tempo, diferentes alvos moleculares foram utilizados nas reações de PCR 

a fim de classificar as populações de T. cruzi. As primeiras metodologias utilizadas para 

reconhecer a diversidade genética do parasito foram: MLEE (Multilocus Enzyme 

Electrophoresis) (MILES et al., 1978; TIBAYRENC et al., 1986), RADP (Random Amplified 

Polymorphic DNA) (STEINDEL et al., 1993), análises de restrição do DNA (MOREL et al., 

1980), RFLP (Restriction fragment length polymorphism) (STURM et al., 1989), gel de 

eletroforese em campo pulsado (HENRIKSSON et al., 1990) e DNA fingerprint (MACEDO et 

al., 1992). 

Atualmente, dentre as técnicas utilizadas para realizar a identificação dos genótipos de 

T. cruzi, ressaltam-se os métodos baseados na caracterização dos genes do ribossomo, 24S α-

rRNA e 18S rRNA (FERREIRA et al., 2018; RODRIGUES et al., 2019). O 18S rRNA é um 

RNA estrutural da subunidade menor ribossômica (SSU), sendo considerado um gene ideal 

para reconstruir relações filogenéticas, por ser altamente conservado e possuir regiões 

flanqueadas conservadas (AKHOUNDI et al., 2017). 
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3.4. As leishmanioses 

 

3.4.1. Aspectos gerais 

 

As leishmanioses são doenças debilitantes causadas por protozoários digenéticos 

intracelulares obrigatórios (REY, 2001; CHAPPUIS et al., 2007). Esses parasitos pertencem ao 

gênero Leishmania, subgêneros Viannia e Leishmania (GOTO; LINDOSO, 2010), família 

Trypanosomatidae e à ordem Kinetoplastida, na qual estão inseridos organismos que possuem 

uma organela denominada cinetoplasto, que se localiza no interior da mitocôndria e contém 

inúmeras cópias de DNA (kDNA) (RODGERS et al., 1990).  

A principal forma de transmissão da infecção para o homem e demais mamíferos se dá 

pela picada de fêmeas de dípteros hematófagos, conhecidos como flebotomíneos (Diptera: 

Psychodidae) (REITHINGER; DAVIES, 1999; REY, 2001). No continente americano, a 

doença se apresenta basicamente de duas formas clínicas: leishmaniose visceral (LV) ou calazar 

e leishmaniose tegumentar (LT), que são distintas nas manifestações clínicas, agentes 

etiológicos, epidemiologia, vetores e reservatórios (GRIMALDI; TESH, 1993; DESJEUX, 

2004). 

A LV é uma doença sistêmica que acomete frequentemente a medula óssea, fígado e 

baço, sendo considerada como uma enfermidade de evolução crônica e fatal quando não tratada 

(DESJEUX, 2004; MEDKOUR et al., 2019). Constitui um grave problema de saúde pública e 

também na medicina veterinária, uma vez que o cão doméstico é o principal reservatório em 

locais onde a doença apresenta caráter zoonótico. (QUINNELL; COURTENAY, 2009; 

MEDKOUR et al., 2019). Mais de 90% dos casos de LV ocorrem em três focos geográficos: 1) 

Bangladesh, Índia e Nepal; 2) Etiópia, Quênia e Sudão; 3) nordeste do Brasil (ALVAR et 

al.,2012). 

A LT é causada por diversas espécies de protozoários do gênero Leishmania que 

provocam lesões na pele e mucosas, sendo considerada uma doença incapacitante (DESJEUX, 

2004; MINISTÉRIO DA SAÚDE, 2017). A enfermidade é endêmica em mais de 98 países 

localizados nos trópicos, subtrópicos e bacia do Mediterrâneo (AKHOUNDI et al., 2017) e tem 

como reservatórios mamíferos silvestres, como os roedores, marsupiais, edentados e primatas 

(GRIMALDI; TESH, 1993).  
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3.4.2 Agentes etiológicos e vetores 

 

Na América Latina, as espécies que causam a LT pertencem aos subgêneros Leishmania 

e Viannia e incluem as espécies Leishmania (Viannia) braziliensis, L. (Leishmania) 

amazonensis, L. (V.) guyanensis e L. (V.) panamensis (GOTO; LINDOSO, 2010). As espécies 

L. (V.) lainsoni, L. (V.) naiffi, L. (V.) lindenberg e L. (V.) shawi já foram identificadas em 

estados das regiões Norte, Nordeste e Centro-Oeste do Brasil (CÁSSIA- PIRES et al., 2014; 

MINISTÉRIO DA SAÚDE, 2017).  

No Brasil, a LT é provocada principalmente pela L. (V.) braziliensis, L. (L.) amazonensis 

e L. (V.) guyanensis (GONTIJO; CARVALHO, 2003; VALE; FURTADO, 2005), sendo a L. 

(V.) braziliensis a espécie mais prevalente no território brasileiro e na América Latina, estando 

geralmente associada à presença de animais domésticos (GONTIJO; CARVALHO, 2003; 

ALVAR et al., 2012). A L. (L.) amazonensis tem como reservatórios roedores e marsupiais e 

encontra-se distribuída na floresta da Amazônia legal nos estados do Amazonas, Pará, 

Rondônia, Tocantins e Maranhão, Bahia, Minas Gerais, São Paulo, Goiás e Paraná (GONTIJO; 

CARVALHO, 2003; MINISTÉRIO DA SAÚDE, 2019c). Por fim, a Leishmania (V.) 

guyanensis tem como reservatórios desdentados e marsupiais, sendo encontrada em florestas 

da Amazônia legal localizada nos estados do Amazonas, Acre, Amapá, Roraima e Pará 

(GONTIJO; CARVALHO, 2003; ROQUE; JANSEN, 2014; MINISTÉRIO DA SAÚDE, 2017) 

Quanto à LV, no mundo há duas espécies de Leishmania que atuam como agentes 

etiológicos: L. infantum e L. donovani. A L. donovani é encontrada somente em países do Velho 

Mundo, como a África e a Ásia, e sua transmissão é antroponótica (READY, 2014). Nas 

Américas, a LV é uma zoonose causada pela espécie L. (L.) infantum chagasi, que se encontra 

distribuída na América do Sul em países como a Venezuela, grande parte do Brasil, Paraguai, 

norte da Argentina, oeste da Bolívia, leste do Peru e demais focos menores ao norte desses 

países (MILLÁN et al., 2016).  

A leishmaniose possui como vetores os flebotomíneos, que são insetos dípteros 

hematófagos pertencentes à Ordem Díptera, Família Psychodidae e Subfamília Phlebotominae 

(DESJEUX, 2004). No Brasil, as principais espécies responsáveis pela transmissão de LT são 

a Lutzomyia flaviscutellata, Lu. whitmani, Lu. umbratilis, Lu. intermedia, Lu. Wellcomei e Lu. 

migonei (BASANO; CAMARGO, 2004; RANGEL; LAINSON, 2009). Lutzomyia longipalpis 

é considerada o principal vetor da LV no Brasil (FERREIRA et al., 2009), embora as espécies 
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Lu. cruzi e Lu. migonei também estejam envolvidas na transmissão de L. infantum 

(CARVALHO et al., 2010; BENASSI et al., 2018; MARIALVA, 2019). Outras espécies de 

flebotomíneos também já foram encontradas naturalmente infectadas por L. infantum, como Lu. 

neivai, Lu. sallesi, Lu. forattinii e Lu. Almerioi, entretanto, ainda não foi comprovado o seu 

papel como vetores (PITA-PEREIRA et al., 2008; SARAIVA et al., 2009; SAVANI et al., 

2009).  

Um estudo realizado em todo o estado da Bahia-BR identificou 31 espécies de 

flebotomíneos, sendo quatro de importância médica, como Lu. intermedia, Lu. longipalpis, Lu. 

migonei e Lu. whitmani (RODGERS et al., 2019). Segundo os resultados desse estudo, a espécie 

Lu. longipalpis encontra-se distribuída em quase todas as regiões do estado da Bahia, tendo 

sido a espécie mais prevalente (42,78%) entre os anos de 2009 à 2012 (RODGERS et al., 2019). 

Adicionalmente, relata-se a captura de flebotomíneos das espécies Lu. intermedia, Lu. migonei 

e Lu. whitmani no peridomicílio e extradomicílio no município de Ilhéus-BA (AZEVEDO et 

al., 1996; CARVALHO et al., 2010), de Lu. longipalpis no município de Jequié-BA (AFONSO 

et al., 2012), Lu. longipalpis e Lu. whitmani em Lençóis-BA (DOURADO et al., 1989), Lu. 

whitmani e L. ayrozai em Três Braços-BA (VEXENAT et al., 1986), Lu. longipalpis em 

Itapetinga-BA (LIMA, 2010), Lu. whitmani e Lu. intermedia no município de Ituberá-BA 

(COVA et al., 2015), dentre outros. Foi encontrado somente um estudo com flebotomíneos no 

município de Itapetinga, não havendo, até o momento, estudos no município de Itambé, BA. 

 

3.4.3 Ciclo biológico e transmissão 

 

O ciclo biológico de Leishmania spp. envolve dois estágios de desenvolvimento, sendo 

a forma flagelada promastigota encontrada no intestino do inseto vetor e a forma amastigota 

encontrada no interior das células dos hospedeiros mamíferos (CHAPPUIS et al., 2007).   

O ciclo se inicia quando as fêmeas dos flebotomíneos realizam o repasto sanguíneo em 

um hospedeiro mamífero infectado, ingerindo os macrófagos parasitados com amastigotas 

presentes na pele, bem como as próprias formas amastigotas presentes no sangue do hospedeiro 

(BATES, 2007). No intestino do vetor, as amastigotas iniciam o estágio pró-cíclico, no qual se 

diferenciam em promastigotas flageladas, fracamente móveis e começam sua replicação 

(ROGERS et al., 2002; BATES, 2007). Após alguns dias, as promastigotas adquirem forma 

migratória, reduzindo a replicação, tornando-se alongadas, fortemente móveis e migrando para 

a parte anterior do intestino do vetor (BATES, 2007). Em seguida, algumas dessas 
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promastigotas passam por uma etapa denominada metaciclogênese, diferenciando-se em 

promastigotas metacíclicas, que são as formas infectantes do parasito (ROGERS et al., 2002; 

MINISTÉRIO DA SAÚDE, 2017). As promastigotas metacíclicas migram então para a faringe 

e cavidade bucal do vetor que, ao realizar um novo repasto sanguíneo em outro mamífero, 

inocula as promastigotas metacíclicas na pele do hospedeiro, transmitindo a infecção (BATES, 

2007; CHAPPUIS et al., 2007). 

Estudos demonstram que pode haver transmissão de L. infantum independente do 

flebotomíneo, como a transmissão vertical (congênita) (QUINNELL; COURTENAY, 2009; 

BOGGIATTO et al., 2011; DAVAL et al., 2016), por meio de transfusão de sangue (OTERO 

et al., 2000; QUINNELL; COURTENAY, 2009) e através de artrópodes, como carrapatos e 

pulgas, que apesar de não estar comprovada, é sugerida por alguns estudos (FERREIRA et al., 

2009; DANTAS-TORRES, 2011; MILLÁN et al., 2016). Adicionalmente, cita-se em cães a 

ocorrência de transmissão através de mordida, contato sexual e contato com agulhas 

contaminadas (QUINNELL; COURTENAY, 2009; SILVA et al.; 2009; BOGGIATTO et al., 

2011). 

No Brasil, a LT apresenta três padrões epidemiológicos de transmissão: silvestre, 

ocupacional/lazer e rural/peri-urbano. No ciclo silvestre, a LT é considerada uma zoonose 

especialmente de animais silvestres, acometendo o ser humano que adentra o ambiente silvestre. 

No ciclo ocupacional/lazer, a transmissão está vinculada à exploração desordenada de florestas 

e ecoturismo. No ciclo rural e periurbano, a transmissão está associada à ocupação desordenada 

de centros urbanos devido ao processo migratório (MINISTÉRIO DA SAÚDE, 2017). 

A transmissão da infecção por Leishmania spp. é considerada um sistema complexo 

devido à diversidade de espécies envolvidas, diferentes hospedeiros mamíferos e ambientes 

distintos em que a ela ocorre (CÁSSIA-PIRES et al., 2014; ROQUE; JANSEN, 2014). 

 

3.4.4 Reservatórios  

 

Animais considerados reservatórios são aqueles que garantem a sobrevivência e 

circulação do parasita de maneira ilimitada (ASHFORD, 2000). Para tanto, algumas 

características inerentes ao reservatório são importantes na manutenção do parasita no 

ambiente, como abundância populacional, longevidade, estado imunológico após a cura, ter a 

pele como órgão parasitado a fim de favorecer a infecção do vetor e duração da infecção 

(ASHFORD, 1997, 2000). 
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As espécies de Leishmania que causam a LT acometem diversas espécies de pequenos 

mamíferos, tendo como principal reservatório os roedores silvestres (BRANDÃO-FILHO et 

al., 2003; ROQUE; JANSEN, 2014; AKHOUNDI et al., 2017). Os animais domésticos 

(canídeos, felídeos e equídeos) desempenham um papel ainda pouco esclarecido na 

epidemiologia dessa doença, sendo considerados hospedeiros acidentais (AKHOUND et al., 

2017; MINISTÉRIO DA SAÚDE, 2017). Alguns estudos relataram inúmeros casos de cavalos 

naturalmente infectados e positivos para L. braziliensis, sugerindo que esses animais podem 

estar envolvidos no aumento da transmissão de leishmaniose tegumentar, sendo fontes de 

infecção de flebotomíneos no ambiente peridomiciliar, entretanto, seu papel como reservatório 

ainda não está definido (SOARES et al., 2013; GAMA et al., 2014; TRUPPEL et al., 2014). 

Os roedores são abundantes e compreendem mais de duzentas espécies distribuídas em 

habitats distintos (CÁSSIA-PIRES et al., 2014), sendo encontradas na natureza espécies semi-

aquáticas, terrestres e semi-fossoriais, o que possibilita maior interação com os vetores de 

doenças (BONVICINO et al., 2008). Por essas razões, diversas espécies de roedores foram 

apontadas como potenciais reservatórios de L. amazonensis, L. braziliensis e L. infantum, por 

desmonstrarem competência para manter esses parasitas (ROQUE; JANSEN, 2014).  

Os gambás (Didelphis sp.) apresentam dieta onívora e são capazes de viver tanto em 

florestas quanto em habitações humanas, proporcionando um elo entre os ambientes silvestre e 

peridoméstico, sendo capazes de infectarem e serem infectados tanto pelas populações de 

flebotomíneos que transmitem a LV como por àquelas que transmitem a LT (CABRERA et al., 

2003). Esta característica tem sido apontada como principal motivo para explicar a exposição 

desses animais aos diferentes ciclos de transmissão das várias espécies de Leishmania na 

natureza, contribuindo com a disseminação dos parasitos (CÁSSIA-PIRES et al., 2014). 

Os cães domésticos são considerados os principais hospedeiros reservatórios de L. 

infantum, uma vez que esses animais representam uma ligação entre os ciclos silvestre e 

doméstico da doença (PETERSEN; BARR, 2009; MEDKOUR et al., 2019), apresentam 

elevada prevalência de infecção e infecciosidade, possuem infecções duradouras, além de serem 

frequentemente encontrados no ambiente peridomiciliar, local de estreita relação com os seres 

humanos, onde se concentra a transmissão do agente (QUINNELL; COURTENAY, 2009; 

MAIA, CAMPINO, 2011). Embora os cães sejam considerados os principais reservatórios de 

L. infantum, o papel de marsupiais da espécie Didelphis spp. como reservatórios é sugerido por 

diversos autores, destacando-se que a sinantropia desses animais auxilia no estabelecimento de 



31 
 

conexão entre os ambientes silvestres e peridomésticos (QUINTAL et al., 2011; CARREIRA 

et al., 2012; HUMBERG et al., 2012).    

Estudos recentes evidenciam a ocorrência de infecção natural de morcegos por L. 

infantum (MEDKOUR et al., 2019) e Leishmania spp. em diversas regiões do Brasil e do 

mundo, apontando estes animais como potenciais reservatórios L. infantum (GÓMEZ- 

HERNANDEZ et al., 2017; REZENDE et al., 2017). Adicionalmente, outros estudos 

demonstram a presença de gatos domésticos e equinos naturalmente infectados por L. infantum, 

sugerindo a possibilidade de que outros animais domésticos, além do cão, possam também atuar 

como reservatórios do parasita (MAIA; CAMPINO, 2013; METZDORF et al., 2017; BENASSI 

et al., 2018).  

 

3.4.5 Epidemiologia  

 

As leishmanioses são consideradas problemas de saúde pública em mais de 98 países 

localizados em quatro continentes (Américas, Europa, África e Ásia) (AKHOUNDI et al., 

2017), com, aproximadamente, 350 milhões de pessoas em risco e 12 milhões de casos 

registrados, com incidência anual mundial de 0,7 a 1,2 milhões de casos de leishmaniose 

cutânea e 0,2 a 0,4 milhões de casos de LV (ALVAR et al., 2012). A partir de dados globais 

coletados entre 2007 e 2011, foi estimado que a maioria dos casos de LT (>70%) ocorreu em 

dez países, sendo eles: Afeganistão, Argélia, Brasil, Colômbia, Costa Rica, Etiópia, República 

Islâmica do Irã, Peru, Sudão e República Árabe da Síria. Nesse mesmo período, a maioria (90%) 

dos casos de LV ocorreram em seis países: Bangladesh, Brasil, Etiópia, Índia, Sudão do Sul e 

Sudão (CHAPPUIS et al., 2007; ALVAR et al., 2012; WHO, 2016). 

No Brasil, o maior número de casos da LT concentra-se nas regiões norte e centro-oeste, 

seguidas das regiões sudeste e nordeste (VASCONCELOS et al., 2018), com distribuição em 

vários municípios de todos os estados brasileiros, com cerca de 21.000 novos casos anuais 

registrados e coeficiente de incidência de 8,6 casos por 100.000 habitantes nos últimos cinco 

anos (BRASIL, 2019).  

O estado da Bahia possui focos de LT em, aproximadamente, 86% de seu território, com 

média de 2.362 casos novos notificados entre os anos de 2014 e 2015 e, segundo a classificação 

por coeficiente de detecção de 2016, possui 137 municípios (32,8%) com risco de transmissão 

da doença, dentre eles, o município de Itapetinga (SESAB, 2016). Entre os anos de 2007 e 2019, 
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foram confirmados 78 casos autóctones de LT no município de Itambé, com 21 casos nos três 

últimos anos, sendo considerado um município endêmico para a doença (SUVISA, 2020). 

Apesar de apresentar um menor número de casos da enfermidade, o município de Itapetinga 

também é endêmico, com 24 casos no período 2007 e 2019 e 6 casos nos últimos três anos 

(SUVISA, 2020). 

A transmissão no ambiente domiciliar vem aumentando e isso pode ser demonstrado 

pela ocorrência de infecção em indivíduos de ambos os sexos, de diferentes faixas etárias, bem 

como pela infecção de animais domésticos em ambientes peridomésticos, onde são encontrados 

os flebotomíneos (PITTINER et al., 2009). A presença de pequenos mamíferos silvestres no 

peridomicílio também tem sido descrita e, uma vez infectados, esses animais são fontes de 

infecção para os flebotomíneos, que posteriormente transmitem a infecção para os seres 

humanos e outros animais (BRANDÃO-FILHO et al., 2003; CARREIRA et al., 2017). 

Segundo o Ministério da Saúde (2016), em 2012, a região Nordeste foi responsável por 

43,1% dos casos de LV do país e, de acordo com a Sesab (2018b), a doença está em constante 

expansão no estado da Bahia, estando presente em, aproximadamente, 43% dos municípios. 

Ressalta-se que o município de Itapetinga e Itambé não são endêmicos para LV, porém, no ano 

de 2018 foi registrado um caso autóctone de LV no município de Itapetinga (SUVISA, 2020). 

Pesquisas demonstram aumento na detecção da infecção por L. infantum e L. 

braziliensis em mamíferos silvestres e demonstraram a presença do DNA desses parasitos nos 

tecidos desses animais (BRANDÃO-FILHO et al., 2003; QUARESMA et al., 2011; ROQUE; 

JANSEN, 2014; FERREIRA et al., 2015; ALTEN et al., 2016; CARREIRA et al., 2017). Esses 

achados reforçam a hipótese de que eles possam estar envolvidos na manutenção dos parasitos 

no ambiente natural, atuando como fonte de infecção para os vetores (BRANDÃO-FILHO et 

al., 2003; QUARESMA et al., 2011; FERREIRA et al., 2015).  

Segundo Quinnell e Courtenay (2009), os ciclos de transmissão silvestre e 

peridomicilar, bem como seus hospedeiros silvestres e domésticos estão relacionados, atuando 

de maneira conjunta e intensificando a transmissão do agente para os seres humanos. 

Adicionalmente, Caldart et al. (2017) destacam que ações humanas relacionadas à produção de 

grandes quantidades de resíduos, juntamente com a escassez de locais disponíveis para o 

descarte desses materiais e a intensificação dos processos de urbanização e desmatamento, 

fornecem ambientes favoráveis à transmissão de Leishmania spp. uma vez que aumentam a 
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densidade de vetores e reservatórios. A tabela 2 destaca a prevalência de Leishmania spp. em 

roedores e marsupiais silvestres no Brasil e no Mundo, diagnosticados a partir da PCR.  

 

Localidade Hospedeiros Positivos/N 

(%) 

Espécie Referências 

Mato Grosso 

do Sul 

Thrichomys fosteri 1/17 (5,8%) L. (V). naiffi Cássia-Pires et al., 2014 

 Dasyprocta azarae 1/17 (5,8%) L. (L). infantum  

 Clyomys laticeps 2/17 (11,7%) L. (L). infantum  

     

Bahia T. inermis 1/17 (5,8%) L. (V). shawi  

     

Piauí T. laurentius 1/17 (5,8%) L. (V). guyanensis  

 T. laurentius 1/17 (5,8%) L. (L.) infantum  

     

Pernambuco Nectomys squamipes 28/86 (39,4%) Leishmania (V.) Brandão-Filho et al., 

2003 

 Bolomys lasiurus 6/37 (16%) Leishmania (V.)  

 Akodon arviculoides 2/38 (17,4%) Leishmania (V.)  

 D. albiventris 4/29 (13,3) Leishmania (V.)  

 Holochilus scieurus 2/10 (20%) Leishmania (V.)  

 Marmosa sp. 1/9 (11,1%) Leishmania (V.)  

     

Minas Gerais T. apereoides 10/64 (15,6%) L. braziliensis Quaresma et al., 2011 

 T. apereoides 2/64 (3,1%); L. guyanensis  

 T. apereoides 1/64 (1,5%) L. infantum  

 Rhipidomys mastacalis 2/7 (28,5%) L. infantum  

 Rattus rattus 1/1 (100,0%) L. infantum  

 D.albiventris 4/19 (21,0%) L. braziliensis  

 Gracilinanus agilis 3/4 (75,0%) L. braziliensis  

 Marmosops incanus 1/2 (50,0%) L. guyanensis  

     

Distrito 

Federal 

Necromys lasiurus 1/90 (1,1%) L. braziliensis Cardoso et al., 2015 

 N. lasiurus 1/90 (1,1%) L. amazonensis  

 N. lasiurus 1/90 (1,1%) Leishmania spp.  

 Nectomys rattus 1/10 (10%) Leishmania spp.  

 R. macrurus 1/26  (3,8%) Leishmania spp.  

 R. macrurus 2/26 (7,6%) L. braziliensis  

 G. agilis 3/25 (12,0%) Leishmania spp.  

     

Quadro 2. Prevalência de Leishmania spp. em roedores e marsupiais silvestres por PCR. 
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Localidade Hospedeiros Positivos/N 

(%) 

Espécie Referências 

Minas Gerais 

 

T. apereoides 7/18 (38,88%) Leishmania spp. Oliveira et al., 2005 

 Oryzomys subflavus 1/13 (7,92%) Leishmania spp.  

     

Minas Gerais M. musculus 20/24 (83,3%) L. braziliensis Ferreira et al., 2015 

 N. lasiurus 3/5 (60,0%) L. braziliensis  

 Cerradomys subflavus 4/5 (80,0%) L. braziliensis; L. 

donovani 

 

 D. albiventris 21/34 (61,8%) L. braziliensis; L. 

donovani 

 

     

Mato Grosso N. lasiurus 2/4 (50%) L. braziliensis Freitas et al., 2012 

     

São Paulo 

 

D.albiventris 3/191 (1,6%) Leishmania spp. Quintal et al., 2011 

 Micoureus 

paraguayanus 

11/95 (11,6%) Leishmania spp.  

     

Mato Grosso 

do Sul 

D. albiventris 11/43 (25,5%) L. infantum Humberg et al., 2012 

     

Pernambuco 

 

Holochilus sciureus 3/19 (15.8%) Leishmania (V.) 

spp. 

Lima et al., 2013 

 H. sciureus 2/19 (10.5 %) L. (L.) infantum  

 Nectomys squamipes 15/59 (25,4%) Leishmania. (V.) 

spp. 

 

 N. squamipes 4/57 (7,0%) L. (L.) infantum  

 C. subflavus 1/1 (100%) Leishmania. (V.) 

spp. 

 

 D. albiventris 6/16 (37.5%) Leishmania. (V.) 

spp. 

 

 D. albiventris 1/16 (6,3%) L. (L.) infantum  

 Marmosa sp. 1/4 (25,0%) Leishmania. (V.) 

spp. 

 

 Monodelphis 

domestica 

1/4 (25,0%) Leishmania. (V.) 

spp. 

 

     

Bahia Didelphis sp. 10/22 (45,4%) Leishmania spp. Trüeb et al., 2018 

 Micoureus sp. 9/16 (56,2%) Leishmania spp.  

 R. rattus 1/4 (25,5%) Leishmania spp.  

 Trynomis sp. 1/3 (33,3%) Leishmania spp.  

 M. musculus 1/2 (50%) Leishmania spp.  

Marrocos Rattus norvegicus 1/9 (11,1%) L. infantum Echchakery et al., 2017 

 M. musculus 9/50 (18%) L. infantum  
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Localidade Hospedeiros Positivos/N 

(%) 

Espécie Referências 

 M. musculus 2/50 (4%) L. tropica  
Legenda: N: Total de indivíduos coletados 

 

3.4.6 Diagnóstico 

 

O diagnóstico da leishmaniose deve ser realizado através de dados clínicos e 

epidemiológicos, juntamente com auxílio de técnicas laboratoriais (MINISTÉRIO DA SAÚDE, 

2017). Por ser uma doença grave, de evolução rápida e de notificação compulsória, a LV deve 

ser diagnosticada precocemente e de maneira precisa (MINISTÉRIO DA SAÚDE, 2016).  

O diagnóstico molecular das infecções por Leishmania é realizado através da PCR, que 

possibilita a detecção do DNA dos parasitos mesmo quando a carga parasitária é baixa, além 

de permitir a identificação da espécie de Leishmania envolvida na infecção em amostras 

provenientes de seres humanos, animais e até mesmo de flebotomíneos (GONTIJO; 

CARVALHO, 2003; CÁSSIA-PIRES et al., 2014; GALUZZI et al., 2018). 

A técnica de PCR pode ser realizada a partir de primers específicos para o DNA 

genômico ou DNA do cinetoplasto do parasito (kDNA), entretanto, a utilização de primers 

específicos para o kDNA aumenta o limite de detecção devido ao elevado número de cópias de 

DNA do parasito presente no cinetoplasto (GALUZZI et al., 2018). 

As reações de PCR para o diagnóstico das infecções por Leishmania spp. apresentam 

elevada sensibilidade e especificidade, com valores variando entre 70 à 100% e 98 a 100%, 

respectivamente, a depender do método de extração de DNA utilizado, do acondicionamento 

das amostras, do tempo da infecção e do quadro clínico (QUINNELL et al., 2001; SHIRIAN et 

al., 2014; SOLCÀ et al., 2014; CERUTTI et al., 2017). De forma geral, a sensibilidade e a 

especificidade desse tipo de diagnóstico são maiores em animais polissintomáticos e 

relativamente menores nos oligossintomáticos e assintomáticos (QUINNELL et al., 2001; 

SHIRIAN et al., 2014; SOLCÀ et al., 2014; CERUTTI et al., 2017). 

Existem diferentes técnicas moleculares que auxiliam na identificação das espécies de 

Leishmania em amostras biológicas, como a PCR-Restriction Fragment Length Polymorphism 

(PCR-RFLP), PCR seguida de sequenciamento de DNA, PCR em tempo real, nested-PCR 

dentre outras (CÁSSIA-PIRES et al., 2014; GALUZZI et al., 2018). A nested PCR envolve 

dois conjuntos de iniciadores, usados em duas reações sucessivas de PCR, onde o objetivo da 
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segunda corrida é amplificar a sequência alvo secundária dentro do produto da primeira corrida 

(SAVANI et al., 2009; SILVA et al., 2013). Essa reação aumenta a sensibilidade da técnica por 

diminuir potenciais inibidores e também aumenta a especificidade, por amplificar regiões de 

DNA provenientes do produto da primeira reação (SCHÖNIAN et al., 2003; SILVA et al., 

2013). 

A PCR em tempo real (qPCR) é uma técnica mais rápida, que permite a identificação 

do parasito e também a sua quantificação, além de apresentar contaminação cruzada mínima, 

podendo ser realizada utilizando corantes fluorescentes intercalantes (por exemplo, SYBR 

Green) ou sondas fluorescentes (por exemplo, TaqMan®) (GOTO; LINDOSO, 2010; 

MOREIRA et al., 2018; GALUZZI et al., 2018). Além das vantagens operacionais, a técnica 

de qPCR é mais sensível e reprodutível, podendo contribuir com o diagnóstico em áreas 

endêmicas e, até mesmo, substituir o uso da PCR convencional em rotinas de diagnóstico 

(PAIVA-CAVALCANTI et al., 2010). A versatilidade da qPCR permite sua utilização em 

diferentes ensaios utilizados para a detecção e quantificação de Leishmania e também para a 

genotipagem e identificação de espécies (GALUZZI et al., 2018). 

O diagnóstico das infecções por Leishmania através da PCR em animais silvestres e 

sinantrópicos ainda é desafiador, devido à carência de alvos moleculares específicos para as 

espécies de Leishmania e à falta de técnicas padronizadas (ROQUE; JANSEN, 2014). Apesar 

disso, diferentes estudos utilizaram a técnica de PCR para realização do diagnóstico de 

Leishmania spp. em pequenos mamíferos silvestres no Brasil (OLIVEIRA et al., 2005; 

QUARESMA et al., 2011; QUINTAL et al., 2011; FREITAS et al., 2012; HUMBERG et al., 

2012; LIMA et al., 2013; CÁSSIA- PIREZ et al., 2014; CARDOSO et al., 2015; TRÜEB et al., 

2018). Embora o número de pesquisas com Leishmania spp. em pequenos mamíferos tenha 

aumentado nas últimas décadas, ainda são escassos os estudos com esses animais na região 

Nordeste do Brasil, principalmente no estado da Bahia.   
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DETECÇÃO DE Trypanosoma spp. EM PEQUENOS MAMÍFEROS NÃO-
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4.1 Introdução 

 

O gênero Trypanosoma Gruby, 1843 (Kinetoplastea; Trypanosomatida; 

Trypanosomatidae) é composto por parasitas obrigatórios que infectam invertebrados e todas 

as classes de vertebrados (anfíbios, aves, répteis, peixes e mamíferos) (VIOLA et al., 2008; 

LEMOS et al., 2015; COOPER et al., 2017; SPODAREVA et al., 2018). É caracterizado por 

apresentar ampla distribuição geográfica e mais de 500 espécies descritas parasitando uma 

gama de hospedeiros (SPODAREVA et al., 2018; JANSEN et al., 2018). Apesar disso, o 

número de espécies de Trypanosoma spp. permanece subestimado, devido aos numerosos 

táxons não cultiváveis, métodos de diagnóstico parasitológico de baixa sensibilidade e ao alto 

custo do sequenciamento que, por sua vez, diminui a acessibilidade (RODRIGUES et al., 2019). 

Pequenos mamíferos podem se infectar por diversas espécies de Trypanosoma, como: 

T. lewisi, T. rangeli, T. lainsoni, T. evansi, T. cruzi, dentre outras (HERRERA et al., 2005; 

MAIA DA SILVA et al., 2004; COURA; DIAS, 2009; NAIFF et al., 2013; CARDOSO et al., 

2015; ORTIZ et al., 2018; JANSEN et a., 2018; RODRIGUES et al., 2019). Trypanosoma 

lewisi é um protozoário que está associado a ambientes antropizados, sendo transmitido por 

fezes de pulgas de ratos infectados (HOARE, 1972; SALZER et al., 2016; ORTIZ et al., 2018) 

a diversas espécies de roedores e marsupiais (DOBIGNY et al., 2019). É considerado como 

potencialmente infeccioso para humanos, sendo considerada como uma zoonose emergente 

(LUN et al., 2015; ORTIZ et al., 2018).  

Trypanosoma rangeli possui como hospedeiros diversos mamíferos domésticos e 

silvestres e tem como vetor os triatomíneos do gênero Rhodnius (MAIA DA SILVA et al., 

2007; JANSEN et al., 2018; RODRIGUES et al., 2019; BAYÃO et al., 2020). É um parasita 

infectante para humanos, entretanto, não é patogênico (HAMILTON et al., 2010; VALLEJO et 

al., 2015).   

A infecção de animais domésticos e humanos por T. lainsoni ainda não foi comprovada 

(DÍAZ et al., 2020), em contrapartida, há diversos relatos da infecção de mamíferos arbóreos e 

terrestres por esse protozoário (NAIFF; BARRET, 2013; ORTIZ et al., 2018; RODRIGUES et 

al., 2019). Os vetores e o ciclo de transmissão desse parasita ainda são desconhecidos 

(RODRIGUES et al., 2019), entretanto, a infecção por via oral não deve ser descartada pois é 

provavelmente o mecanismo de transmissão mais frequente de tripanossomas no ciclo selvagem 

(COURA, 2015).  
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Trypanosoma evansi é um protozoário que infecta diversos mamíferos domésticos e 

silvestres, incluindo aqueles ameaçados de extinção (AREGAWI et al., 2019). Apresenta ampla 

distribuição geográfica, sendo encontrado na América Latina, África e Ásia (HERRERA et al., 

2005). Diferente dos outros tripanosomas, T. evansi não se desenvolve em seu vetor e sua 

transmissão é realizada de forma mecânica por moscas hematófagas dos gêneros Stomoxys e 

Tabanus (AREGAWI et al., 2019). 

Trypanosoma cruzi é uma das espécies mais estudadas, sendo responsável por provocar 

a doença de Chagas (Chagas, 1909), enfermidade que representa um grave problema de saúde 

pública e um desafio econômico em diversos países no mundo, principalmente na América do 

Sul (LOPES et al., 2018). De acordo com o Ministério da Saúde (2019), existem cerca de 1,9 a 

4,6 milhões de pessoas infectadas pelo T. cruzi no Brasil, sendo a doença de Chagas responsável 

por uma das quatro maiores causas de óbitos por doenças infecciosas e parasitárias no país.  

De acordo com Zingales et al. (2009) e Zingales et al. (2012), o T. cruzi é um parasita 

heterogêneo do ponto de vista genético que possui sete genótipos reconhecidos atualmente (TcI 

a TcVI e Tcbat), também chamados de Unidades Discretas de Tipagem (DTU’s). 

Adicionalmente, é considerado como um parasito flagelado e enzoótico de mamíferos 

silvestres, tendo como hospedeiros inúmeras espécies de mamíferos, sendo os marsupiais 

Didelphis spp da América do Sul uns de seus hospedeiros mais antigos (JANSEN et al., 2018; 

LOPES et al., 2018). Diversas espécies de triatomíneos da família Reduviidae atuam como 

vetores do parasita que, atualmente, encontra-se amplamente distribuído em todos os biomas 

da América, entre o sul dos Estados Unidos e Sul da Argentina, incluindo a Mata Atlântica 

(BRENIÈRE et al., 2016; JANSEN et al., 2018). 

A Mata Atlântica é uma floresta mundialmente conhecida pela sua biodiversidade, 

entretanto, devido à intensa atividade antrópica de desmatamento, este bioma encontra-se 

representado, atualmente, por fragmentos de mata que correspondem a 11,6% de sua extensão 

original (RIBEIRO et al., 2011; SCARANO; CEOTTO, 2015). Dentre as consequências 

geradas pela fragmentação da Mata Atlântica, destacam-se as alterações climáticas, expansão e 

aumento na distribuição de vetores, alterações nas relações parasitos-hospedeiros, surgimento 

de zoonoses e doenças emergentes e reermergentes (THOMPSON, 2013). 

Inúmeras espécies de pequenos roedores e marsupiais são encontradas em abundância 

na Mata Atlântica (PAGLIA et al., 2012). Esses animais fazem parte de um importante grupo 

ecológico, sendo considerados bioindicadores ambientais e atuam como hospedeiros e 
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reservatórios de parasitos zoonóticos, dentre eles o Trypanosoma cruzi (JANSEN et al., 2017; 

COSTA et al., 2018).  

O acometimento de pequenos mamíferos silvestres pela infecção por T. cruzi tem sido 

constantemente relatado no Brasil (FERNANDES et al., 1999; HERRERA et al., 2005; 

ROCHA et al., 2013; THOMPSON et al., 2013; COSTA et al., 2015; BARROS et al., 2017; 

COSTA et al., 2018; JANSEN et al., 2018; RODRIGUES et al., 2019) e no mundo (HERRERA 

et al., 2015; ROJO et al., 2017; HERNANDEZ-CORTAZAR et al., 2018). Porém, estudos 

envolvendo outras espécies de Trypanosoma ainda são escassos no Brasil. 

A Bahia é um estado do Brasil endêmico para doença de Chagas com risco potencial de 

transmissão da enfermidade em todos os municípios (SESAB, 2018a; SESAB, 2019). Apesar 

disso, com a exceção do estudo de Barret et al. (1980), não foram encontrados estudos 

relacionados à infecção por T. cruzi em pequenos roedores e marsupiais silvestres em tal estado. 

Da mesma forma, nesse mesmo estado, não foram encontradas pesquisas envolvendo outras 

espécies de Trypanosoma nesses animais. Sendo assim, objetivou-se investigar a infecção por 

Trypanosoma spp. em pequenos roedores e marsupiais capturados em remanescentes de 

Floresta de Mata Atlântica localizada nos municípios de Itapetinga e Itambé, Bahia. 

 

4.2 MATERIAL E MÉTODOS 

 

4.2.1 Área de estudo 

 

Este estudo está inserido em um projeto maior intitulado “Pequenos mamíferos não-

voadores do Sul da Bahia: conhecendo a mastofauna baiana” (PROPP 00220.1100.1645, 

Licença ICMBio 17131-4), cuja escolha da área de estudo, captura de animais e colheita de 

material biológico já estavam pré-definidos. 

As áreas selecionadas para o estudo localizam-se em Itapetinga e Itambé, região 

Sudoeste do estado da Bahia. A principal atividade econômica desses municípios é a pecuária, 

baseada no sistema extensivo de criação (OLIVEIRA, 2003). O bioma é representado pela Mata 

Atlântica e o clima é tropical semi-úmido, com temperatura média anual de 23,6°C, 

pluviosidade média anual de 857 mm, com inverno seco e verão chuvoso, segundo a 

classificação de Kӧppen-Geiger (CLIMATE-DATA.ORG, 2020).  

Com o auxílio do Software Google Earth Pro foram previamente selecionados dezesseis 

fragmentos florestais, de acordo com os seguintes critérios: 1) possuir extensão para comportar 
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um transecto linear de 500 m para instalação das estações de captura, mantendo uma distância 

mínima de 200 m das bordas e 2) ser adjacente a uma área de pastagem, também utilizada nas 

amostragens. A partir desta seleção prévia foram sorteados doze fragmentos para serem 

visitados, dos quais sete foram disponibilizados pelos proprietários para o desenvolvimento do 

estudo (Fig. 1). Em seguida, foram sorteados quadrantes dentro de cada fragmento para a 

instalação das armadilhas, mantendo uma distância mínima de 200 m da borda. Após a 

definição do local de instalação das armadilhas no interior dos remanescentes florestais, foram 

instaladas as armadilhas na pastagem adjacente mantendo a distância de 200 m entre a borda e 

o fragmento. 

Os sete remanescentes florestais selecionados nesse estudo possuem fitofisionomias 

semelhantes entre si, com dossel medindo entre 15 e 25 m e estrato herbáceo-arbustivo entre 2 

e 5 m. As áreas dos remanescentes variam de 85 a 992 hectares e a menor distância entre os 

fragmentos amostrados foi de 3 km. As pastagens adjacentes estudadas apresentam predomínio 

de gramíneas exóticas, com vegetação arbustiva esparsa, tendo como enfoque a criação bovina 

extensiva. Todas as áreas foram georreferenciadas com o Sistema de Posicionamento Global 

(GPS) (Fig. 1) e suas coordenadas geográficas estão listadas na tabela 1. 

 

 

Figura 1. Áreas amostrais dos roedores e marsupiais capturados nos remanescentes 

florestais do Sudoeste da Bahia, Brasil. Dados gráficos: Instituto Brasileiro de Geografia e Estatística 

(IBGE) e Instituto Nacional de Pesquisas Espaciais (INPE). Elaboração: Brito Júnior, P. A. (2020). 
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Tabela 1. Características das áreas amostrais dos roedores e marsupiais capturados nos 

remanescentes florestais do Sudoeste da Bahia, Brasil.  
 

Localidades 

(Áreas) 

Coordenadas 

geográficas 

(DDDº MM’ SS’’ 

Extensão 

(ha) 

Distância do 

centro urbano 

(Km) 

1 15°22´5.87´´S, 

40°19´19.95´´W 

283 11 

2 15°21´39.24´´S, 

40°14´16.79´´W 

992 10 

3 15°20´43.64´´S, 

40°16´31.75´´W 

91 9 

4 15°18´38.47´´S, 

40°18´17.73´´W 

99 5,5 

5 15°13´54.86´´S, 

40°17´42.02´´W 

98 2,5 

6 15°15´13.71´´S, 

40°23´22.95´´W 

85 11 

7 15°16´28.70´´S, 

40°27´35.72´´W 

542 20 

 

 

4.2.2 Captura de animais 

 

A captura de animais foi realizada em duas campanhas, com duração de sete dias cada, 

sendo a primeira em agosto de 2018 (estação seca) e a segunda em fevereiro de 2019 (estação 

chuvosa). Foram utilizados dois tipos de armadilhas: as de captura viva (75 armadilhas/área) 

do modelo Sherman® (31 x 8 x 9 cm) e Tomahawk® (50 x 21,5 x 20 cm) e as de interceptação-

e-queda (AIQs) ou pitfalls (4 baldes/área).  

Em cada área ou unidade amostral foram abertos dois transectos de 500 metros, sendo 

um no interior do fragmento de floresta semidecidual e outro na pastagem (com distância 

máxima de 500m entre eles) (Apêndice A). Os transectos possuem 25 estações/pontos com 

espaçamento de 20 metros entre si. No interior do fragmento florestal, foram instaladas 50 

armadilhas de captura, uma Sherman e uma Tomahawk (Figura 2A) em cada estação, dispostas 

alternadamente no solo e a cerca de dois metros de altura (sub-bosque), alternando essa 

disposição nas estações adjacentes. Nas pastagens foram instaladas 25 armadilhas no solo, uma 

vez que o mesmo não apresenta estrato arbóreo, sendo uma armadilha por estação/ponto, 

intercaladas entre Sherman e Tomahawk, totalizando 75 armadilhas por unidade amostral.  

As armadilhas foram vistoriadas todos os dias no período da manhã e iscadas com 

mistura de banana, aveia, fubá de milho, paçoca de amendoim e sardinha, a qual era renovada 

sempre que necessário. O esforço amostral total ao final das duas campanhas (seca e chuvosa) 

foi de 7.350 armadilhas de captura viva-noite.  
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Adicionalmente, em cada área/unidade amostral, foram instaladas armadilhas do tipo 

pitfalls no interior do fragmento florestal, contendo cada uma quatro baldes de 60 litros 

dispostos em linha e enterrados no solo, distantes 10 metros entre si e com lonas plásticas 

interligando-os (Figura 2B). Os fundos dos baldes eram perfurados para evitar o acúmulo de 

água em dias chuvosos e nenhum balde era iscado. As pifalls ficaram abertas por sete noites 

consecutivas, sendo vistoriadas todos os dias no período da manhã, totalizando um esforço 

amostral ao final das duas campanhas (seca e chuvosa) de 392 baldes-noite. Todas as 

armadilhas foram desinstaladas ao final de cada campanha e devidamente lavadas. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 2. A: Armadilha Sherman no solo e Tomahawk no sub-bosque. B: Armadilha de queda 

(pitfall). Fonte: arquivo pessoal. 

 
 

4.2.3 Colheita de material biológico 

 

As armadilhas contendo os animais capturados foram acondicionadas em sacos de 

tecidos e levadas até a base física das áreas de estudo para posterior manejo e colheita de 

amostras. Filhotes, fêmeas prenhes e lactantes não foram amostradas e, nesses casos, os animais 

eram identificados com brincos de alumínio, numerados e liberados no local de origem.  

Os procedimentos para coletas dos animais foram realizados de acordo com o Guia 

Brasileiro de Boas Práticas para Eutanásia em Animais, seguindo os princípios éticos do 

Colégio Brasileiro de Experimentação Animal e do Conselho Federal de Medicina Veterinária 

(CFMV, 2013). A metodologia dessa pesquisa está de acordo os padrões estabelecidos pelo 

Colégio Brasileiro de Ética e Bem-Estar Animal e foi aprovada pelo Comitê de Ética no Uso 

de Animais da Universidade Estadual de Santa Cruz (UESC) (protocolo 028/18). Os indivíduos 

coletados foram individualizados com etiquetas com a mesma numeração dos seus esqueletos 
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e crânio, taxidermizados, tombados e depositados na Coleção de Mamíferos Alexandre 

Rodrigues Ferreira (CMARF-UESC).  

Os animais amostrados foram eutanasiados utilizando-se cloridrato de cetamina (30 

mg/kg para marsupiais e 100 mg/kg para os roedores) em associação ao cloridrato de xilazina 

(2mg/kg para marsupiais e 5 mg/kg para os roedores), por via intramuscular na região glútea, 

de acordo com Cubas et al. (2006). Em seguida, foi realizada a colheita de fragmentos de fígado, 

baço, rim, coração e pulmão, os quais foram armazenados individualmente em tubos 

criogênicos, identificados e armazenados em freezer a -20ºC, para posterior análise molecular. 

 

4.2.4 Extração de DNA  

 

Para cada animal, o DNA foi extraído a partir de um pool de amostras (fígado, baço, 

rim, coração e pulmão), utilizando o kit Easy-DNA (Invitrogen®), conforme orientações do 

fabricante. Posteriormente, a concentração de DNA de cada amostra foi quantificada através do 

NanoDrop 2000 (ThermoScientific) e o DNA estocado à temperatura de -20° C. O DNA de T. 

cruzi, utilizado como controle positivo, foi proveniente de cultura de formas epimastigotas da 

cepa TcII (antiga cepa y) e sua extração e quantificação foram realizadas conforme descrito 

anteriormente. 

 

4.2.5 Amplificação do DNA de Trypanosoma spp. por PCR 

 

Um fragmento de aproximadamente 650 pb do gene 18S (SSU) rRNA foi amplificado 

utilizando dois pares de primers, descritos na tabela 2. 

 

 

Espécie Pares de 

bases (pb) 

Primers Sequências (5’-3’) Referência 

Trypanosoma spp.  TRY927F CAGAAACGAAACACGGGAG Noyes et al., 1999 

TRY927R CCTACTGGGCAGCTT GGA 

     

 
650 

SSU561F  TGGGATAACAAAGGAGCA   

 SSU561R CTGAGACTG TAACCTCAAAGC  

Tabela 2. Primers utilizados nas reações de PCR para Trypanosoma spp. 
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As amplificações foram realizadas em um termociclador ProFlex PCR System (Applied 

Biosystems by Life Technologies) e o volume final das reações foi padronizado para 25µL. O 

DNA de T. cruzi foi utilizado como controle positivo e o controle negativo foi água ultra-pura. 

A primeira PCR foi realizada com os primers TRY927F e TRY927R (NOYES et al., 1999). As 

condições de amplificação foram similares às descritas por Rodrigues et al. (2019), contendo 

2,5µL de tampão, 3 µM de MgCl2, 2,5µM de dNTPs, 0,4µM de cada primer à 10µM, 1,25U 

de PlatinumTM Taq DNA Polymerase e 4µL de DNA. As condições termocíclicas foram: uma 

desnaturação inicial de 94ºC por 3 min, seguido por 35 ciclos de 94ºC por 30 seg, 55ºC por 60 

seg. e 72 ºC por 90 seg. e uma extensão final em 72 ºC por 10 min. 

A nested-PCR foi realizada utilizando-se os primers SSU561F e SSU561R, específicos 

para o gênero Trypanosoma, que amplificam um fragmento de 650 pb (NOYES et al., 1999). 

As quantidades de reagentes e as condições termocíclicas foram as mesmas descritas 

anteriormente. 

Os produtos das PCRs foram submetidos à eletroforese em gel de agarose a 2,0% 

contendo Sybr Green (Invitrogen®). A presença de bandas foi analisada com o auxílio do 

transiluminador (Loccus Biotecnologia). Os produtos da amplificação de cada amostra foram 

purificados com o kit PureLink® Genomic DNA (Invitrogen) e sequenciados através da 

plataforma ABI-PRISM 3100 Genetic Analyzer (Applied Biosystems) em ambas as direções. 

Os cromatogramas foram analisados através do software FinchTV 1.4.0. 

 

4.2.6 Análise estatística  

 

A comparação das espécies, indivíduos e ordens de animais acometidos pelo 

Trypanomoma sp. foi realizada pelo teste de qui-quadrado, considerando significância p<0.05 

e o cálculo do intervalo de confiança (95%) da prevalência foram realizados com o auxílio do 

programa R Core Team (2014). 

 

4.3 RESULTADOS  

 

Ao todo foram capturados 454 animais, provenientes de onze espécies diferentes, sendo 

a maioria roedores (76,2%; 346), seguidos dos marsupiais (23,8%; 108), como demonstrado na 

tabela 3. A maioria dos animais deste estudo foram capturados na estação seca (88,9%; 
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404/454) e as espécies mais prevalentes nas regiões de Itambé e Itapetinga foram Cerradomys 

vivoi, Calomys expulsus, Necromys lasiurus e Marmosops incanus (Tabela 3).  

Tabela 3. Espécies de pequenos mamíferos capturados, de acordo com suas classificações 

taxonômicas, nas áreas dos remanescentes de Mata Atlântica e pastagens nos municípios de 

Itapetinga e Itambé, região Centro-Sul da Bahia, Brasil. 

Táxon Área N 

ORDEM DIDELPHIMORPHIA   

Família Didelphidae 

 

  

Didelphis albiventris (Lund, 1840) Todas 25 

Gracilinanus microtarsus (Wagner, 1842) 1; 4; 5; 6; 7 24 

Monodelphis domestica (Wagner, 1842) 7 1 

Marmosops incanus (Lund, 1840) 1; 3; 4; 6; 7 58 

ORDEM RODENTIA   

Família Cricetidae 

 

  

Calomys expulsus (Lund, 1841) Todas 87 

Calomys cf. tener (Winge, 1887) 2; 4 2 

Cerradomys vivoi (Percequillo, Hingst-Zaher & 

Bonvicino, 2008) 

 

Todas 

 

116 

Necromys lasiurus (Lund, 1841) Todas 74 

Oligoryzomys cf. flavescens (Waterhouse, 1837) 3; 4; 6 3 

Oligoryzomys nigripes (Olfers, 1818) 1; 3; 4; 5; 6; 7 48 

Rhipidomys mastacalis (Lund, 1840) 1; 2; 4; 6 16 

TOTAL  454 
Legenda: N: Total de indivíduos coletados 

 

A infecção por Trypanosoma spp. foi detectada em 4,6% (21/454) das amostras e a taxa 

de infecção da ordem Didelphimorphia foi significativamente maior (14,5%, p<0.05) em 

relação à Rodentia (4,3%). Cinco espécies de pequenos mamíferos foram acometidas por três 

espécies de Trypanosoma. Trypanosoma cruzi foi a espécie encontrada infectando o maior 

número de indivíduos (2,6%; 12/454), seguido por T. lewisi (1,1%; 5/454) e T. lainsoni (0,8%; 

4/454). Os animais infectados e suas respectivas espécies encontram-se descritos na tabela 4. 
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Espécies 

hospedeiras 

Positivos/N 

(%) 

Espécie/Genótipo Área Genbank 

RODENTIA     

Calomys expulsus 1/87 (1,1%) T. lainsoni 7 MN196494.1 

Oligoryzomys nigripes 3/48 (6,2%) T. lainsoni 3 (MN196497.1), (MH411675.1) 

Necromys lasiurus 5/74 (6,7%) T. lewisi 1; 2; 4; 5 (KP098535.1), (MK005286.1) 

Total 9/209(4,3%)    

DIDELPHIMORHIA     

Marmosops incanus 5/58 (8,0%) T. cruzi/ TcI 6; 7 (MH411644.1), (MN721309.1), 

(AY785574.1) 

Didelphis albiventris 7/25 (28,0%) T. cruzi/ TcI 2; 3; 4; 6 (MH411644.1), (MH411639.1), 

(AY785574.1), (MH469959.1) 

Total 12/83 (14,5%)    

Legenda: N: Total de indivíduos coletados 

 

As áreas de capturas estão situadas longe dos centros urbanos, sendo a área 5 a mais 

próxima e a área 7 a mais distante, estando localizadas a 2,5 e 20 km de distância, 

respectivamente. Apesar disso, com exceção da área 2, foi constatado que todas as áreas são 

antropizadas, sendo constantemente desmatadas para a coleta de madeira, além de serem 

circundadas por fazendas, com casas e animais domésticos (cachorros, cavalos e gado), muitas 

vezes criados de forma livre, com acesso a mata. 

 

4.4 DISCUSSÃO 

 

O sucesso de captura observado ao longo da estação seca desse estudo associado à 

ausência de flores e frutos disponíveis corrobora com Passamani (2000), que descreve que o 

sucesso de captura aumenta quando a disponibilidade de alimento é menor, sugerindo que há 

um maior deslocamento desses animais na escassez de alimentos, aumentando as chances de os 

mesmos caírem nas armadilhas em busca de recursos alimentares. 

Tabela 4. Resultado da nested-PCR para Trypanosoma spp. em roedores e marsupiais capturados nas 

diferentes áreas e números de acesso ao Genbank. 
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A prevalência de infecção por T. cruzi foi de 2,6% (IC: 95%, 1,5% - 4,6%) (Tabela 4) e 

assim como encontrado em diversos estudos (ZINGALES et al., 2011; ZINGALES et al., 2012; 

RODRIGUES et al., 2019), o genótipo TcI de T. cruzi foi o mais disseminado em termos de 

espécies hospedeiras e distribuição geográfica, acometendo os marsupiais das espécies M. 

incanus e D. albiventris, sendo os D. albiventris significativamente (p<0,05) mais acometidos 

do que os M. incanus (Tabela 4). 

A infecção por T. cruzi no marsupial M. incanus já foi descrita na Mata Atlântica, no 

Cerrado e na Caatinga (ROCHA et al., 2013a; JANSEN et al., 2018; RODRIGUES et al., 2019). 

Descrevemos neste estudo o primeiro registro da infecção por T. cruzi (TcI) em M. incanus no 

bioma de Mata Atlântica no estado da Bahia. Apesar desse marsupial possuir hábito arbóreo, e 

ocupar o sub-bosque como estrato florestal (LORETTO; VIEIRA, 2008; PAGLIA et al., 2012), 

no presente estudo os M. incanus positivos para T. cruzi foram capturados tanto no solo (40%; 

2/5 espécimes), quanto no estrato arbóreo (60%; 3/5 espécimes). Sendo assim, é possível 

afirmar que não existem indícios que associem as DTU’s de T. cruzi aos estratos florestais, às 

espécies de mamíferos ou ao bioma (RODRIGUES et al., 2019). Adicionalmente, esses 

resultados evidenciam animais infectados pelo T. cruzi no estrato solo e no arbóreo, 

demonstrando que a transmissão do parasita estava ocorrendo em ambos os estratos.  

O genótipo TcI está mais associado ao ciclo silvestre do parasito, sendo frequentemente 

encontrado em pequenos mamíferos silvestres, especialmente os gambás (MARCILI et al., 

2009a; COSTA et al., 2015; NANTES et al., 2019), de forma similar ao que foi encontrado 

nesse estudo. A prevalência da infecção por T. cruzi em D. albiventris foi de 28,0% (IC: 95%, 

1,4 – 5,2) (Tabela 4), o que corrobora com as altas taxas de infecção descritas nessa espécie de 

marsupial no Brasil, com 45,2% e 32,5% em Ilha do Arvoredo (SC) e Campo Grande (MS), 

respectivamente (GRISARD et al., 2000; NANTES et al., 2019) e na Argentina, com 36,4% 

(ALVARADO-OTEGUI et al., 2012). Esse achado é muito importante haja vista que gambás 

do gênero Didelphis infectados apresentam o parasita circulante, além de o armazenarem e 

eliminarem o mesmo através de suas glândulas de cheiro (DEANE et al., 1984; NANTES et al., 

2019). Desta forma, esses animais podem contribuir não só com a manutenção do parasita na 

região estudada, mas também podem abrigar e eliminar o parasita em todas as suas formas 

através de suas glândulas de cheiro (DEANE et al., 1984; JANSEN et al., 1999; COURA; 

BORGES- PEREIRA, 2010), transmitindo o parasita para insetos, outros animais silvestres e 

para os seres humanos.  
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Nas áreas 2, 3, 4 e 6 foram encontrados gambás infectados pelo T. cruzi (Tabela 4). Com 

a exceção da área 2, as demais áreas são antropizadas e os seres humanos e animais domésticos 

possuem estreita relação com as regiões de mata, possibilitando eventual contato com os 

Didelphis infectados e possível transmissão do parasito. Os Didelphis são animais que se 

adaptam facilmente a ambientes antropizados, circulando entre os ambientes silvestres, 

peridomésticos e domésticos à procura de alimento, favorecendo a exposição à ciclos de 

transmissão distintos (COURA; BORGES-PEREIRA, 2010; JANSEN et al., 2017; BRANDÃO 

et al., 2019). Isso ocorre devido à destruição do ecossistema que, por sua vez, provoca restrições 

alimentares a esses animais, favorecendo o contato entre eles e os seres humanos e a transmissão 

do parasita (XAVIER et al., 2012).  

Apesar de os municípios de Itambé e Itapetinga serem classificados com médio e baixo 

risco de ocorrência da doença de Chagas, respectivamente (SESAB, 2016a), não foram 

encontrados estudos com triatomíneos nesses municípios. Entretanto, pesquisas realizadas na 

região Sudoeste encontraram as espécies Triatoma infestans, Panstrangylus geniculatus, 

Triatoma pseudomaculata e T. sordida infectados por T. cruzi (BARRET et al., 1979; 

SILVEIRA et al., 2016). A maioria dos triatomíneos encontrados são de média a alta 

importância vetorial (GONÇALVES et al., 2012; SILVEIRA et al., 2016), demonstrando um 

risco considerável de transmissão vetorial nesses locais.  

Os gambás são marsupiais didelfídeos que possuem hábitos onívoros, favorecendo sua 

infecção por via oral através da ingestão de pequenos mamíferos infectados, insetos infectados, 

sementes contaminadas com fezes de barbeiro ou pela ingestão do material da glândula anal de 

outros marsupiais didelfídeos infectados (DEANE et al., 1984; DIAS, 1992; BERN et al., 2011; 

JANSEN et al., 2017).  

Entre os anos de 2007 e 2019 foram confirmados 4 e 2 casos autóctones em humanos 

da doença de Chagas nos municípios de Itambé e Itapetinga, respectivamente (SUVISA, 

2020a). Entretanto, esses municípios não são endêmicos para a doença, tendo em vista que nos 

últimos 3 anos não houve casos notificados (SUVISA, 2020a). Apesar disso, os achados deste 

estudo confirmam a presença do parasita e sugerem a ocorrência do vetor nas regiões estudadas, 

uma vez que se constatou a infecção de alguns animais. Cabe ressaltar que os marsupiais, 

principalmente Didelphis sp., têm sido associados à presença de triatomíneos em remanescentes 

de Mata Atlântica próximo a residências (BARRET et al., 1979; RIBEIRO JR et al., 2015), 

facilitando a interação entre os ciclos doméstico e silvestre (JANSEN et al., 2017). É possível 

que ocorra essa interação na área desse estudo, uma vez que as fazendas possuem casas 
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adjacentes aos remanescentes de mata e os D. albiventris são animais sinantrópicos que 

percorrem em seu hábitat, em média, 1100 m2, podendo chegar a 1600m2 (ALMEIDA et al., 

2008; JANSEN et al., 2017). Por fim, tanto os D. albiventris quanto os M. incanus infectados 

por T. cruzi foram capturados em regiões de mata diferentes (Tabela 4), demonstrando que as 

fontes de infecção também são distintas. 

No presente estudo, foi encontrado pela primeira vez o T. lainsoni em roedores da Mata 

Atlântica (Tabela 4). Até o momento, esse parasita havia sido descrito apenas em três estudos 

no Brasil, dos quais dois foram em roedores da Amazônia (NAIFF; BARRET, 2013; ORTIZ et 

al., 2018) e um em marsupiais e morcegos da Mata Atlântica e Cerrado (RODRIGUES et al., 

2019), não havendo relatos em seres humanos. Este achado contribui com o conhecimento a 

respeito dos diferentes táxons e ambientes em que o parasita é encontrado. Os roedores 

infectados por T. lainsoni neste estudo pertencem às espécies C. expulsus e O. nigripes (Tabela 

4), que são roedores com hábito de locomoção terrestre (PAGLIA et al., 2012). Entretanto, dois 

animais da espécie O. nigripes infectados por T. lainsoni foram capturados no sub-bosque. Este 

achado corrobora com Rodrigues et al. (2019), que supõem que o T. lainsoni ocorra entre 

mamíferos arbóreos e terrestres apesar de, até o momento, não existirem informações sobre as 

prováveis espécies de vetores deste parasita. 

Nas áreas 1, 2, 4 e 5 foram capturados cinco roedores da espécie N. lasiurus infectados 

por T. lewisi, sendo este o primeiro relato da infecção em roedores silvestres do estado da Bahia. 

Trypanosoma lewisi é uma espécie de parasita cujos principais reservatórios são os ratos 

domésticos (Rattus spp.) (ORTIZ et al., 2018). Entretanto, pode acometer pequenos mamíferos 

silvestres (MARAGUI et al., 1995; LINARDI; BOTELHO, 2002) especialmente, o roedor N. 

lasiurus (CARDOSO et al., 2015; ORTIZ et al., 2018). De maneira oportunista, também pode 

infectar os seres humanos sendo considerado uma zoonose emergente, cujo principal vetor em 

áreas tropicais e subtropicais são as pulgas da espécie Xenopsylla cheops (LINARDI; 

BOTELHO, 2002; ORTIZ et al., 2018). Os roedores e, eventualmente, outros animais contraem 

a infecção ao ingerirem pulgas infectadas ou as fezes de pulgas contendo tripomastigotas 

metacíclicas (MARAGUI et al., 1995). Desta forma, a provável via de infecção dos N. lasiurus 

deste estudo seja a via oral. Apesar de não terem sido encontrados estudos com pulgas na região 

estudada, o fato de existirem roedores silvestres infectados, possibilita afirmar que o parasita e 

o vetor estão presentes nos fragmentos de Mata Atlântica dos municípios de Itambé e Itapetinga. 

Há uma variedade de espécies de Trypanosoma encontrados no Brasil, entretanto o T. 

cruzi é o mais importante pelo fato de provocar a doença de Chagas, que é uma zoonose 
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responsável por um grave problema de saúde pública no país (LOPES et al., 2018). A 

complexidade do ciclo de transmissão do T. cruzi na natureza envolve uma série de 

componentes referentes ao parasita, aos hospedeiros, ao vetor e ao ambiente (BRANDÃO et 

al., 2019). Este estudo possibilitou a realização de um levantamento desses componentes, 

contribuindo com informações a respeito da epidemiologia da doença na região estudada.  

 

4.5 CONCLUSÃO 

 

Conclui-se que a infecção por T. cruzi, cujo genótipo encontrado foi o TcI, foi detectada 

em quase todas as áreas estudadas, sendo este o primeiro registro dessa infecção em M. icanus 

no bioma de Mata Atlântica no estado da Bahia. A infecção dos pequenos mamíferos por T. 

lainsoni e T. lewisi também foi constatada, evidenciando a diversidade de espécies de 

trypanosomatídeos que acometem os animais da região estudada, sendo este o primeiro registro 

da infecção por T. lainsoni em roedores da Mata Atlântica e o primeiro relato de T. lewisi em 

roedores silvestres do estado da Bahia.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



52 
 

5 CAPÍTULO 2 

 

 

 

 

 

 

DETECÇÃO E QUANTIFICAÇÃO DE Leishmania infantum EM PEQUENOS 

MAMÍFEROS NÃO-VOADORES (RODENTIA E DIDELPHIMORPHIA) 
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5.1 INTRODUÇÃO 

 

As leishmanioses são zoonoses de importância mundial e apresentam um impacto 

importante na saúde pública. E, além do homem acometem também nos mamíferos domésticos 

e silvestres. São causadas por mais de 20 espécies de parasitos intracelulares obrigatórios 

pertencentes ao gênero Leishmania (CAMPINO; MAIA, 2013). Mais de 30 espécies de 

flebotomíneos fêmeas são considerados vetores e transmitem o agente ao realizarem o repasto 

sanguíneo no hospedeiro (QUINNELL; COURTENAY, 2009; CAMPINO; MAIA, 2013).  

A infecção no homem e animais domésticos é consequência de distúrbios ecológicos e 

alterações no ciclo epidemiológico do parasita (LAINSON; RANGEL, 2005). Um exemplo 

disso é a alteração do hábitat do vetor que, primordialmente, era encontrado no ambiente 

silvestre, entretanto, devido a intensa antropização das matas tem sido encontrado no 

intradomicílio e peridomicílio (LAINSON; RANGEL, 2005; LIMA et al., 2013; CALDART et 

al., 2017; MOTA et al., 2019).  

Atualmente, estima-se que mais de um bilhão de pessoas estão sob o risco de se 

infectarem por Leishmania spp. (DNDI, 2019). A enfermidade se manifesta clinicamente de 

duas formas, a leishmaniose visceral (LV) e a leishmaniose tegumentar (LT), a depender da 

espécie do parasita envolvido na infecção e das defesas no hospedeiro. No Brasil, L. (L.) 

infantum chagasi é a espécie responsável por provocar a LV (MILLAN et al., 2016) eas 

principais espécies causadoras de LT são a Leishmania (Viannia) braziliensis, Leishmania 

(Leishamnia) amazonensis e Leishmania (Viannia) guyanensis (GONTIJO; CARVALHO, 

2003; VALE; FURTADO, 2005).  

A diversidade de hospedeiros, vetores e espécies de Leishmania, em associação com o 

intenso desmatamento e fragmentação das matas contribuem para que as leishmanioses se 

caracterizem por serem de difícil prevenção e controle (ROQUE; JANSEN, 2014). Ainda que 

o conhecimento a respeito dessa enfermidade tenha melhorado nas últimas décadas, sabe-se 

muito pouco sobre o espectro de espécies de mamíferos silvestres hospedeiros e vetores deste 

parasita na natureza (CÁSSIA-PIRES et al., 2014; ROQUE; JANSEN, 2014).  

Os pequenos roedores e marsupiais encontram-se distribuídos em diferentes biomas e 

são animais que apresentam riqueza e abundância de espécies (PAGLIA et al., 2012). Essas 

características proporcionam uma maior interação desses animais com a Leishmania spp. sendo 
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considerados importantes sinalizadores dos impactos que ocorrem no ambiente silvestre 

(CARDOSO et al., 2015). 

Estudos que avaliam a ocorrência de infecção por Leishmania spp. em pequenos 

mamíferos silvestres são importantes para melhorar a compreensão sobre as interações parasita-

hospedeiro bem como para definir o papel desses animais no ciclo de transmissão (CARDOSO 

et al., 2015). A Bahia é um estado do Brasil considerado endêmico para a LV e LT (SESAB, 

2016; SESAB, 2018b), entretanto, ainda são escassos os estudos sobre essas doenças 

envolvendo os pequenos mamíferos na região. A região Sudoeste da Bahia possui uma área de 

Mata Atlântica, na qual encontram-se diversas espécies desses indivíduos em abundância. No 

entanto, não foram encontrados estudos a respeito de roedores e marsupiais silvestres infectados 

pelos agentes das leishmanioses nessa região. Sendo assim, objetivou-se com este estudo 

investigar a infecção por Leishmania spp., bem como caracterizar estas espécies, em pequenos 

roedores e marsupiais capturados em remanescentes de Floresta de Mata Atlântica localizadas 

nos municípios de Itapetinga e Itambé, no Sudoeste da Bahia.  

 

5.2 MATERIAL E MÉTODOS 

 

5.2.1 Área de estudo 

 

Este estudo está inserido em um projeto maior intitulado “Pequenos mamíferos não-

voadores do Sul da Bahia: conhecendo a mastofauna baiana” (PROPP 00220.1100.1645, 

Licença ICMBio 17131-4), cuja escolha da área de estudo, captura de animais e colheita de 

material biológico já estavam pré-definidos. 

As áreas selecionadas para o estudo localizam-se em Itapetinga e Itambé, região 

Sudoeste do estado da Bahia. A principal atividade econômica desses municípios é a pecuária, 

baseada no sistema extensivo de criação (OLIVEIRA, 2003). O bioma é representado pela Mata 

Atlântica e o clima é tropical semi-úmido, com temperatura média anual de 23,6°C, 

pluviosidade média anual de 857 mm, com inverno seco e verão chuvoso, segundo a 

classificação de Kӧppen-Geiger (CLIMATE-DATA.ORG, 2020).  

Com o auxílio do Software Google Earth Pro foram previamente selecionados dezesseis 

fragmentos florestais, de acordo com os seguintes critérios: 1) possuir extensão para comportar 

um transecto linear de 500 m para instalação das estações de captura, mantendo uma distância 

mínima de 200 m das bordas e 2) ser adjacente a uma área de pastagem, também utilizada nas 
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amostragens. A partir desta seleção prévia foram sorteados doze fragmentos para serem 

visitados, dos quais sete foram disponibilizados pelos proprietários para o desenvolvimento do 

estudo (Fig. 1). Em seguida, foram sorteados quadrantes dentro de cada fragmento para a 

instalação das armadilhas, mantendo uma distância mínima de 200 m da borda. Após a 

definição do local de instalação das armadilhas no interior dos remanescentes florestais, foram 

instaladas as armadilhas na pastagem adjacente mantendo a distância de 200 m entre a borda e 

o fragmento. 

Os sete remanescentes florestais selecionados nesse estudo possuem fitofisionomias 

semelhantes entre si, com dossel medindo entre 15 e 25 m e estrato herbáceo-arbustivo entre 2 

e 5 m. As áreas dos remanescentes variam de 85 a 992 hectares e a menor distância entre os 

fragmentos amostrados foi de 3 km. As pastagens adjacentes estudadas apresentam predomínio 

de gramíneas exóticas, com vegetação arbustiva esparsa, tendo como enfoque a criação bovina 

extensiva. Todas as áreas foram georreferenciadas com o Sistema de Posicionamento Global 

(GPS) (Fig. 1) e suas coordenadas geográficas estão listadas na tabela 1. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 1. Áreas amostrais dos roedores e marsupiais capturados nos remanescentes florestais 

do Sudoeste da Bahia, Brasil. Dados gráficos: Instituto Brasileiro de Geografia e Estatística (IBGE) e 

Instituto Nacional de Pesquisas Espaciais (INPE). Elaboração: Brito Júnior, P. A. (2020). 
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Tabela 1. Características das áreas amostrais dos roedores e marsupiais capturados nos 

remanescentes florestais do Sudoeste da Bahia, Brasil.  

 
Localidades 

(Áreas) 

Coordenadas 

geográficas 

(DDDº MM’ SS’’ 

Extensão 

(ha) 

Distância do 

centro urbano 

(Km) 

1 15°22´5.87´´S, 

40°19´19.95´´W 

283 11 

2 15°21´39.24´´S, 

40°14´16.79´´W 

992 10 

3 15°20´43.64´´S, 

40°16´31.75´´W 

91 9 

4 15°18´38.47´´S, 

40°18´17.73´´W 

99 5,5 

5 15°13´54.86´´S, 

40°17´42.02´´W 

98 2,5 

6 15°15´13.71´´S, 

40°23´22.95´´W 

85 11 

7 15°16´28.70´´S, 

40°27´35.72´´W 

542 20 

 

 

5.2.2 Captura de animais 

 

A captura de animais foi realizada em duas campanhas, com duração de sete dias cada, 

sendo a primeira em agosto de 2018 (estação seca) e a segunda em fevereiro de 2019 (estação 

chuvosa). Foram utilizados dois tipos de armadilhas: as de captura viva (75 armadilhas/área) 

do modelo Sherman® (31 x 8 x 9 cm) e Tomahawk® (50 x 21,5 x 20 cm) e as de interceptação-

e-queda (AIQs) ou pitfalls (4 baldes/área).  

Em cada área ou unidade amostral foram abertos dois transectos de 500 metros, sendo 

um no interior do fragmento de floresta semidecidual e outro na pastagem (com distância 

máxima de 500m entre eles) (Apêndice A). Os transectos possuem 25 estações/pontos com 

espaçamento de 20 metros entre si. No interior do fragmento florestal, foram instaladas 50 

armadilhas de captura, uma Sherman e uma Tomahawk (Figura 2A) em cada estação, dispostas 

alternadamente no solo e a cerca de dois metros de altura (sub-bosque), alternando essa 

disposição nas estações adjacentes. Nas pastagens foram instaladas 25 armadilhas no solo, uma 

vez que o mesmo não apresenta estrato arbóreo, sendo uma armadilha por estação/ponto, 

intercaladas entre Sherman e Tomahawk, totalizando 75 armadilhas por unidade amostral.  

As armadilhas foram vistoriadas todos os dias no período da manhã e iscadas com 

mistura de banana, aveia, fubá de milho, paçoca de amendoim e sardinha, a qual era renovada 

sempre que necessário. O esforço amostral total ao final das duas campanhas (seca e chuvosa) 

foi de 7.350 armadilhas de captura viva-noite.  
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Adicionalmente, em cada área/unidade amostral, foram instaladas armadilhas do tipo 

pitfalls no interior do fragmento florestal, contendo cada uma quatro baldes de 60 litros 

dispostos em linha e enterrados no solo, distantes 10 metros entre si e com lonas plásticas 

interligando-os (Figura 2B). Os fundos dos baldes eram perfurados para evitar o acúmulo de 

água em dias chuvosos e nenhum balde era iscado. As pifalls ficaram abertas por sete noites 

consecutivas, sendo vistoriadas todos os dias no período da manhã, totalizando um esforço 

amostral ao final das duas campanhas (seca e chuvosa) de 392 baldes-noite. Todas as 

armadilhas foram desinstaladas ao final de cada campanha e devidamente lavadas. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 2. A: Armadilha Sherman no solo e Tomahawk no sub-bosque. B: Armadilha de queda 

(pitfall). Fonte: arquivo pessoal. 
 

5.2.3 Colheita de material biológico 

 

As armadilhas contendo os animais capturados foram acondicionadas em sacos de 

tecidos e levadas até a base física das áreas de estudo para posterior manejo e colheita de 

amostras. Filhotes, fêmeas prenhes e lactantes não foram amostradas e, nesses casos, os animais 

eram identificados com brincos de alumínio, numerados e liberados no local de origem.  

Os procedimentos para coletas dos animais foram realizados de acordo com o Guia 

Brasileiro de Boas Práticas para Eutanásia em Animais, seguindo os princípios éticos do 

Colégio Brasileiro de Experimentação Animal e do Conselho Federal de Medicina Veterinária 

(CFMV, 2013). A metodologia dessa pesquisa está de acordo os padrões estabelecidos pelo 

Colégio Brasileiro de Ética e Bem-Estar Animal e foi aprovada pelo Comitê de Ética no Uso 
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de Animais da Universidade Estadual de Santa Cruz (UESC) (protocolo 028/18). Os indivíduos 

coletados foram individualizados com etiquetas com a mesma numeração dos seus esqueletos 

e crânio, taxidermizados, tombados e depositados na Coleção de Mamíferos Alexandre 

Rodrigues Ferreira (CMARF-UESC).  

Os animais amostrados foram eutanasiados utilizando-se cloridrato de cetamina (30 

mg/kg para marsupiais e 100 mg/kg para os roedores) em associação ao cloridrato de xilazina 

(2mg/kg para marsupiais e 5 mg/kg para os roedores), por via intramuscular na região glútea, 

de acordo com Cubas et al. (2006). Em seguida, foi realizada a colheita de fragmentos de fígado, 

baço, rim, coração e pulmão, os quais foram armazenados individualmente em tubos 

criogênicos, identificados e armazenados em freezer a -20ºC, para posterior análise molecular. 

 

5.2.4 Extração de DNA 

 

Para cada animal, o DNA foi extraído a partir de um pool de amostras (fígado, baço, 

rim, coração e pulmão), utilizando o kit Easy-DNA (Invitrogen®), conforme orientações do 

fabricante. Posteriormente, a concentração de DNA de cada amostra foi quantificada através do 

NanoDrop 2000 (ThermoScientific) e o DNA estocado à temperatura de -20° C.  

Extração de DNA de cultura de L. amazonensis (cepa IFLA/BR 1967/PH8) também foi 

realizada. Antes da extração, foi realizada a contagem de células promastigotas presentes em 1 

ml de cultura, utilizando Câmara de Neubauer com o auxílio de microscópio óptico comum, 

segundo metodologia convencional. Posteriormente, o DNA foi extraído conforme descrito 

anteriormente. 

 

5.2.5 Amplificação do DNA de Leishmania spp. por PCR em tempo real (qPCR) 

 

Para amplificação do DNA de Leishmania spp., foram utilizados os primers 13A (5´-

GTG GGG GAG GGG CGT TCT-3´) e 13B (5´-ATT TTA CAC CAA CCC CCA GTT-3´), 

que amplificam um fragmento com 120 pares de bases de uma região do kDNA do gênero 

Leishmania (RODGERSs et al, 1990). A amplificação foi realizada em um termociclador AB 

7500 Fast (Applied Biosystems) e os produtos amplificados foram detectados por meio do 

fluoróforo SYBR® Green (Promega). O DNA extraído da cultura de L. amazonensis foi 

utilizado como controle positivo.  



59 
 

A reação foi padronizada em um volume final de 20 µL, contendo 10 µL de GoTaq® 

qPCR Master Mix (Promega), 1 µL de cada primer a 5µM, 0,1 µL de CXR Reference Dye 

(Promega) e 4 µL de DNA a 50ng/µL. As condições de amplificação foram: um ciclo de 50ºC 

por 2 min; um ciclo de 95ºC por 10 min; 45 ciclos de 95ºC por 15 seg e 60ºC por 1 min. A 

curva de dissociação consistiu-se de um ciclo de 95º por 15 seg (rampa de 1,6ºC/seg), 60ºC por 

1 min (rampa de 1,6ºC/seg), 95ºC por 15 seg (rampa de 0,15ºC/seg). 

 

5.2.6 Quantificação do número de cópias do DNA de Leishmania spp. por qPCR  

 

As amostras positivas na etapa anterior foram quantificadas através da técnica de PCR 

em tempo real quantitativo (qPCR). As promastigotas provenientes de uma alíquota de DNA 

extraído de cultura de L. amazonensis (controle positivo) foram utilizadas nas diluições para 

confecção da curva padrão. Foram feitas seis diluições seriadas a 10x contendo de 107 a 102 

promastigotas/ml. A partir da diluição 102, foram realizadas três diluições a 2x contendo de 50 

a 12,5 promastigotas/ml. A reação da curva padrão foi realizada utilizando os mesmos primers 

e ciclos de amplificação descritos anteriormente, com volume final de 20 µL, contendo 10 µL 

de GoTaq® qPCR Master Mix (Promega), 0,5 µL de cada primer a 5µM, 0,1 µL de CXR 

Reference Dye (Promega), 3 µL de DNA a 50ng/µL e água ultra-pura estéril até completar o 

volume final. Os nove pontos da curva padrão obtida continham 1,275 x 107 a 1,60 x 101 

promastigotas.  

 

5.2.7 Identificação das espécies de Leishmania por PCR   

 

As amostras positivas na PCR em tempo real foram submetidas à PCR convencional 

(Nested-PCR) utilizando os primers descritos na tabela 2. 
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Tabela 2. Primers utilizados na reação de PCR para Leishmania spp. 

Espécies Pares de 

bases (pb) 

Primers Sequências (5’-3’) Referências 

Leishmania spp. 520 S4 GAT CCA GCT GCA GGT TCA CC Uliana et al., 1994 

S12 GGT TGA TTC CGT CAA CGG AC 

    

490 

 

S17 CCAAG CTGCC CAGTA GAAT Savani et al., 2009 

S18 TCGGG CGGAT AAAAC CC 

 

As amplificações foram realizadas em um termociclador ProFlex PCR System (Applied 

Biosystems by Life Technologies) e o volume final das reações foi padronizado para 25µL. A 

primeira PCR foi realizada com os primers S4 e S12 (ULIANA et al., 1994). As condições de 

amplificação foram similares às descritas por Savani et al. (2009), contendo 2,5µl de tampão, 

2 mM de MgCl2, 0,2mM de dNTPs, 0,2µM de cada primer à 10µM, 2U de PlatinumTM Taq 

DNA Polymerase (InvitrogenTM) e 5µl de DNA genômico. As condições termocíclicas foram: 

94ºC por 3 min., seguido por 35 ciclos de 94ºC por 1 min., 50ºC por 1 min. e 72ºC por 1 min. 

e uma extensão final de 72ºC por 7 min. 

O fragmento de 520 pb obtido a partir da primeira reação de PCR foi utilizado como 

DNA na nested-PCR, utilizando-se os primers S17 e S18, específicos para o gênero 

Leishmania, que amplificam um fragmento de 490 pb (SAVANI et al., 2009). As quantidades 

de reagentes foram as mesmas descritas anteriormente. As condições termocíclicas foram: 94ºC 

por 4 min., seguido por 30 ciclos de 94ºC por 1 min., 55ºC por 1 min. e 72ºC por 30 seg. e uma 

extensão final de 72ºC por 7 min (SAVANI et al., 2009). 

DNA extraído de cultura de L. amazonensis (cepa IFLA/BR 1967/PH8) foi utilizado 

como controle positivo nas reações. Água ultrapura foi utilizada como controle negativo. Os 

produtos das PCRs foram submetidos à eletroforese em gel de agarose a 2,0% contendo Sybr 

Green (Invitrogen®). A presença de bandas foi analisada com o auxílio do transiluminador 

(Loccus Biotecnologia). 

Os produtos da amplificação de cada amostra foram purificados com o kit PureLink® 

Genomic DNA (Invitrogen) e sequenciados na plataforma ABI-PRISM 3100 Genetic Analyzer 

(Applied Biosystems) em ambas as direções. Os cromatogramas foram analisados através do 

software FinchTV 1.4.0. 
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5.2.8 Análise estatística  

 

A comparação das espécies, indivíduos e ordens de animais acometidos pela Leishmania 

spp. foi realizada pelo teste de qui-quadrado, considerando significância de p<0.05, e o cálculo 

do intervalo de confiança da prevalência foi realizado com o auxílio do programa R Core Team 

(2014). 

 

5.3 RESULTADOS 

 

Ao todo foram capturados 454 animais, provenientes de onze espécies diferentes, sendo 

a maioria roedores (76,2%; 346), seguidos dos marsupiais (23,8%; 108), como demonstrado na 

tabela 2. A maioria dos animais deste estudo foram capturados na estação seca (88,9%; 

404/454) e as espécies mais prevalentes nas regiões de Itambé e Itapetinga foram Cerradomys 

vivoi, Calomys expulsus, Necromys lasiurus e Marmosops incanus (Tabela 3). Ao longo da 

estação seca foi observado uma baixa disponibilidade de flores e frutos, diferentemente do que 

foi encontrado na segunda campanha, durante a estação chuvosa, na qual a disponibilidade de 

alimento era maior. 
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Tabela 3. Espécies de pequenos mamíferos capturados, de acordo com suas classificações 

taxonômicas, nas áreas dos remanescentes de Mata Atlântica e pastagens nos municípios de 

Itapetinga e Itambé, região Centro-Sul da Bahia, Brasil. 

Táxon Área N 

ORDEM DIDELPHIMORPHIA   

Família Didelphidae 

 

  

Didelphis albiventris (Lund, 1840) Todas 25 

Gracilinanus microtarsus (Wagner, 1842) 1; 4; 5; 6; 7 24 

Monodelphis domestica (Wagner, 1842) 7 1 

Marmosops incanus (Lund, 1840) 1; 3; 4; 6; 7 58 

ORDEM RODENTIA   

Família Cricetidae 

 

  

Calomys expulsus (Lund, 1841) Todas 87 

Calomys cf. tener (Winge, 1887) 2; 4 2 

Cerradomys vivoi (Percequillo, Hingst-Zaher & 

Bonvicino, 2008) 

 

Todas 

 

116 

Necromys lasiurus (Lund, 1841) Todas 74 

Oligoryzomys cf. flavescens (Waterhouse, 1837) 3; 4; 6 3 

Oligoryzomys nigripes (Olfers, 1818) 1; 3; 4; 5; 6; 7 48 

Rhipidomys mastacalis (Lund, 1840) 1; 2; 4; 6 16 

TOTAL  454 
Legenda: N: Total de indivíduos coletados 

 

As áreas de capturas localizam-se afastadas dos centros urbanos, sendo a área 5 a mais 

próxima e a área 7 a mais distante, estando localizadas a 2,5 e 20 km de distância dos centros 

urbanos, respectivamente. Apesar disso, com exceção da área 2, foi constatado que todas as 

áreas são antropizadas, sendo constantemente desmatadas para a coleta de madeira, além de 

serem circundadas por fazendas, com casas e animais domésticos (cachorros, cavalos e gado), 

muitas vezes criados de forma livre, com acesso a mata. 

Dos 454 animais capturados, 13 foram encontrados naturalmente infectados por 

Leishmania spp. na qPCR, representando uma prevalência de 2,8% (IC: 95%, 1,6% - 4,8%) 

(Tabela 4). Todos os indivíduos infectados foram capturados na região de mata e durante a 

estação seca e pertencem às espécies N. lasiurus (7,6%; 1/13) e G. microtarsus (92,3%; 12/13), 

sendo a taxa de infecção de G. microtarsus significativamente maior (p<0,05) em relação à de 

N. lasiurus (Tabela 4). Após o sequenciamento das 13 amostras, detectou-se que três marsupiais 

da espécie G. microtarsus, estavam infectados por L. infantum (Tabela 5), e não foi possível 

detectar as espécies de Leishmania dos demais animais (10).  
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Tabela 4. Resultado da qPCR para Leishmania spp. nos roedores e marsupiais capturados, nas 

diferentes áreas. 

Espécies hospedeiras Positivos/N (%) Áreas  

Rodentia   

Necromys lasiurus 1/74 (1,3%) 1 

Didelphimorphia   

Gracilinanus microtarsus 12/24 (50,0%) 1; 6; 7 

            Legenda: N: Total de indivíduos coletados da espécie 

 

Tabela 5. Espécies de hospedeiros positivos para L. infantum, suas respectivas áreas e suas 

identificações no GenBank. 

Nº de 

identificação 

Espécies 

hospedeiras 

Áreas Genbank Grau de 

similaridade 

(%) 

27 G. microtarsus 1 XR_001203206 100 

42 G. microtarsus 6 KY707970 100 

345 G. microtarsus 7 XR_001203206 100 

 

A quantificação média de promastigotas das amostras positivas através da qPCR foi de 

1,72 x 106 promastigotas/ml, variando de 2,30 x 101 a 1,30 x 107 promastigotas/mL do macerado 

de pool de orgãos (Tabela 6).  

As curvas de dissociação apresentaram um único pico de temperatura de melting (Tm), 

não sendo observados dímeros de primers. Em ambas as quantificações (A e B), a curvas de 

dissociação apresentaram uma Tm de 83ºC (Figura 3). A eficiência (Eff) da curva de 

amplificação de A foi de 92,586% e de B foi 100% (Figura 3). Os coeficientes de correlação 

linear (R2) das amplificações foram altos, sendo 0,997 na curva padrão A e 0,981 na curva B, 

demonstrando uma boa correlação linear em todas as curvas padrão (Figura 3). 
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Figura 3. Curvas de amplificação (esquerda), curvas padrão (centro) e curvas de dissociação 

(direita) pelo sistema Sybr Green da Leishmania spp. (A): [1] 1,28 x 107; [2] 1,28 x 106; [3] 

1,28 x 105; [4] 1,28 x 104; [5] 1,28 x 103; [6] 1,28 x 102; (B): [6] 1,28 x 102; [7] 63,65; [8] 31,86; 

[9] 15,94.  
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Tabela 6. Quantificação de promastigotas de Leishmania spp. através da qPCR. 

    

 

 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Amostras 14 19 27 42 57 74 87 102 267 269 344 345 453 

 2,82x104 4,48x104 1,64x105 1,50x106 1,40x106 1,3x107 5,8x106 4,06x105 2,30x101 6,82x101 2,36x101 6,72x104 1,04x103 
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5.4 DISCUSSÃO 

 

O sucesso de captura de roedores durante a estação seca desse estudo corrobora com os 

achados obtidos num estudo anterior no qual foi detectada elevada densidade de roedores 

durante a estação seca, porém realizado no bioma Cerrado (MELLO, 1980). Segundo Santos-

Filho et al. (2008), algumas espécies de roedores apresentam picos reprodutivos na estação 

chuvosa e isso provavelmente pode ocasionar o aumento da população durante a estação seca. 

A escassez de alimento observada na estação seca desse estudo pode ter colaborado para que 

um maior número de animais fosse capturado. De acordo com Passamani (2000), quando a 

quantidade de alimento disponível é menor os animais tendem a se deslocar mais em busca 

desses recursos, aumentando a probabilidade de serem capturados pelas armadilhas, 

contribuindo assim com o sucesso de captura.  

Apesar de terem sido encontrado animais naturalmente infectados por Leishmania spp. 

nesse estudo, não foi possível identificar todas as espécies desse parasita envolvidas na infecção 

e sugere-se que isso possa estar relacionado com uma baixa carga parasitária de alguns animais, 

mesmo embora tenha sido feita a nested PCR (QUINTAL et al., 2011).  

O roedor N. lasiurus encontra-se amplamente distribuído no Brasil (OLIVEIRA et al., 

2013) e diversos estudos relataram infecção desta espécie por L. braziliensis, L. amazonensis e 

Leishmania spp. (BRANDÃO-FILHO et al., 2003; FREITAS et al., 2012; FERREIRA et al., 

2015; FREITAS et al., 2012; CARDOSO et al., 2015), entretanto, não foram encontrados 

estudos que relataram infecção por Leishmania spp. nesse roedor no estado da Bahia, sendo 

esse o primeiro registro nessa região.  

Necromys lasiurus é classificado como potencial reservatório de L. braziliensis, devido 

ao seu papel na manutenção da infecção e na transmissão do parasita para os vetores (BRITO 

et al., 2012; FREITAS et al., 2012; ROQUE; JANSEN, 2014). Nesse estudo, o animal infectado 

foi capturado no estrato solo da região de mata da área 1, corroborando com estudos que 

descrevem o seu uso do hábitat como sendo terrestre (OLIVEIRA; BONVICINO, 2006; 

PÁGLIA et al., 2012). Apesar da área 1 estar localizada longe (11km) do centro urbano (tabela 

1), é uma área antropizada, com evidente desmatamento para exploração de madeira e, em suas 

proximidades, localiza-se uma fazenda cuja sede é habitada por seres humanos que possuem 

cachorros, cavalo e criação de gado. Desta forma, o ciclo zoonótico da LT pode ser estabelecido 

devido a alteração desses ambientes florestais, tendo em vista que os flebotomíneos voam em 
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busca de novos hospedeiros e pequenos mamíferos silvestres e podem adaptar-se aos ambientes 

domésticos e peridomésticos (BRANDÃO-FILHO et al., 2003; ROTUREAU, 2006; 

QUARESMA et al., 2011).  

As evidências de alterações ambientais encontradas na área 1 possibilitam o estreito 

contato dos seres humanos, animais domésticos e animais silvestres com os protozoários do 

gênero Leishmania. Adicionalmente, a área de vida do N. lasiurus varia de 200 a 2500m2 e, 

devido a alterações em seu habitat, essa espécie de roedor pode atuar como um elo entre os 

ciclos doméstico e peridoméstico, uma vez que ele é uma fonte potencial de alimento para 

flebotomíneos peridomésticos como a Lutzomyia intermedia e Lu. whitmani (BRANDÃO-

FILHO et al., 2003; OLIVEIRA; BONVICINO, 2006). Apesar de não terem sido encontrados 

estudos com flebotomíneos transmissores da LT nos municípios estudados, esses dados 

sugerem a existência de transmissão vetorial na região, uma vez que os municípios de Itambé 

e Itapetinga são endêmicos para LT, com 21 e 6 casos humanos autóctones, respectivamente, 

notificados nos três últimos anos (SUVISA, 2020).  

Um estudo experimental realizado por Andrade et al. (2015), demonstrou a presença de 

L. (V.) braziliensis em pele, fígado e baço de N. lasiurus e comprovou-se através do 

xenodiagnóstico a infecção de flebotomíneos por este parasita. Corroborando com os achados 

de Andrade et al. (2015), o presente estudo também evidenciou a presença de Leishmania spp. 

nos órgãos internos de N. lasiurus, cuja carga parasitária foi de 2,8 x 104 cópias de 

promastigotas/ml de Leishmania spp. Tal fato leva a supor uma provável presença de parasitos 

também na pele do animal, de modo que ele poderia atuar como um possível reservatório de 

Leishmania na região em que foi encontrado.   

A detecção de Leishmania spp. em marsupiais é descrita em inúmeros estudos 

(CARDOSO et al., 2015; FERREIRA et al., 2015; QUINTAL et al., 2011; HUMBERG et al., 

2012; LIMA et al., 2013; ROQUE; JANSEN, 2014), entretanto, até o momento não há na 

literatura relatos de infecção natural por Leishmania spp. em indivíduos da espécie G. 

microtarsus, sendo essa a primeira descrição no Brasil. Foram encontrados 12 marsupiais 

infectados, sendo 25% (3/12) deles acometidos pela L. infantum (Tabela 5) e os demais 75% 

(9/12) por Leishmania spp. Esses indivíduos foram capturados nos estratos solo e arbóreo da 

região de mata, corroborando com o estudo que descreve que G. microtarsus é um marsupial 

essencialmente arborícola, cujo deslocamento no habitat é vertical, ocupando principalmente 

as camadas superiores da floresta, embora possa ocorrer no sub-bosque ou até mesmo no solo 

(VIEIRA; CAMARGO, 2012). Essas características possibilitam afirmar que o vetor está 
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circulando em ambos os estratos florestais e que esses animais, necessariamente, foram 

infectados no interior da mata, uma vez que não se deslocam horizontalmente.  

Os marsupiais infectados por L. infantum foram capturados nas áreas 1, 6 e 7, que se 

localizam nos municípios de Itambé e Itapetinga (Figura 1). Apesar desses municípios não 

serem endêmicos para a LV, no ano de 2018 foi registrado um caso humano autóctone da 

doença em Itapetinga (SUVISA, 2020). Nesse mesmo ano ocorreu a captura de todos os animais 

infectados por Leishmania spp. desse estudo, inclusive daqueles por L. infantum. Esses dados 

confirmam a presença do vetor e do parasita nos municípios estudados. Adicionalmente, essas 

evidências sugerem que os ciclos de transmissão são independentes para cada área, uma vez 

que a distância mínima entre as áreas onde ocorreram as capturas é de 8 km, impossibilitando 

que o flebotomíneo voe de uma área para outra, tendo em vista que sua extensão de vôo é de, 

no máximo, um quilômetro (MORRISON et al. 1993).  

Lutzomyia longipalpis é o principal vetor da L. infantum e encontra-se distribuído em 

quase todo o estado da Bahia, tendo sido a espécie mais prevalente dos flebotomíneos (42,78%) 

entre os anos de 2009 a 2012 (RODGERS et al., 2019), com ocorrência registrada no município 

de Itapetinga (LIMA, 2010). Estudos indicam que a proliferação de flebotomíneos é maior na 

estação chuvosa (BRANDÃO-FILHO et al., 2003), sendo evidenciado por estudos ecológicos 

de flebotomíneos na Bahia que indicaram que a densidade populacional desses insetos, 

principalmente L. longipalpis, aumenta após o final dessa estação (SHERLOCK, 1996). Apesar 

do fato de que todos os animais encontrados infectados deste estudo tenham sido capturados na 

estação seca, época em que a proliferação de mosquitos é menor, nós identificamos a presença 

do parasita no hospedeiro, o que não quer dizer que a infecção tenha que ter ocorrido nesta 

estação, pois seu curso pode ser prolongado. 

Embora os cães sejam considerados os principais reservatórios de L. infantum no Brasil, 

o papel do marsupial Didelphis spp. como reservatório silvestre é sugerido por diversos autores, 

ressaltando-se que a sinantropia desses animais auxilia na conexão entre os ambientes silvestres 

e peridomésticos (QUINTAL et al., 2011; CARREIRA et al., 2012; HUMBERG et al., 2012; 

ROQUE; JANSEN, 2014; CARREIRA et al., 2017). O fato de ter sido encontrado DNA de 

Leishmania spp. em um número expressivo de indivíduos da espécie G. microtarsus é um forte 

indício de que esses animais possam atuar como fontes de infecção para os vetores, entretanto, 

são necessários estudos utilizando xenodiagnóstico com indivíduos dessa espécie e com os 

vetores competentes da região, a fim de comprovar a sua infecciosidade para esses vetores 

(LIMA et al., 2013). 
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Por fim, esses resultados sugerem que os seres humanos que habitam em casas situadas 

próximas aos fragmentos das matas 1, 6 e 7 estão susceptíveis a se infectarem com o agente da 

LV, uma vez que fêmeas de L. longipalpis conseguem se deslocar de 250 metros a 1 quilômetro 

de distância (MORRISON et al. 1993) e têm sido encontradas no intradomicílio e peridomicílio 

(MOTA et al., 2019). Essas áreas são antropizadas, com evidências de desmatamento, contendo 

casas e presença constante de seres humanos, cães e demais animais domésticos em seu interior 

e também nos arredores. Apesar de a Secretaria da Saúde do Estado da Bahia não ter relatado 

a infecção por L. infantum em cães na região estudada, esses animais também estão susceptíveis 

à infecção e considerados importantes reservatórios nos ambientes doméstico e silvestre 

(QUINNELL; COURTENAY, 2009) quando criados de forma livre (como no presente estudo). 

O mesmo pode estar ocorrendo com os indivíduos da espécie Didelphis spp., que embora não 

tenham sido encontrados infectados nesse estudo, também são susceptíveis à infecção, e além 

disso foram capturados em todas as áreas (Tabela 3). Uma vez infectados, esses marsupiais 

podem atuar como reservatórios silvestres e, por serem animais sinantrópicos, auxiliar na 

transmissão do agente no ambiente silvestre e peridoméstico (CARREIRA et al., 2017). De 

acordo com Quinnell e Courtenay (2009), os ciclos de transmissão silvestre e peridomicilar, 

bem como seus hospedeiros silvestres e domésticos estão relacionados, atuando de maneira 

conjunta e intensificando a transmissão do agente para os seres humanos.  

A possibilidade de pelo menos duas espécies de mamíferos silvestres de diferentes 

gêneros participarem do ciclo de transmissão de Leishmania spp. na região estudada demonstra 

o quanto os ciclos enzóoticos desse parasita são complexos, sendo considerado um enigma com 

diversas peculiaridades ainda não descobertas (ROQUE; JANSEN, 2014). Por fim, a 

antropização das áreas amostradas neste estudo pode modificar a dinâmica de transmissão de 

patógenos e proporcionar o aparecimento de zoonoses como a LV e LT (OSTFELD; KEESING, 

2012; TRÜEB et al., 2018). 

 

5.5 CONCLUSÃO 

 

Este estudo aborda o primeiro relato da infecção natural de N. lasiurus no estado da 

Bahia. O G. microtarsus é um hospedeiro de Leishmania spp. e L. infantum, sendo esse o 

primeiro relato do Brasil nessa espécie. Isso evidencia que o parasita está circulando entre os 

vetores e os reservatórios silvestres nos fragmentos de Mata Atlântica, havendo risco de 
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transmissão de Leishmania spp. para os seres humanos e animais domésticos que possuem um 

estreito convívio com os fragmentos de mata da região.   
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ANEXOS 

 

ANEXO A - Protocolo de Extração de DNA de tecido 

 

Isolamento do DNA 

 

- Pesar e transferir 100 mg de tecido para um tubo de eppendorf de 2,0mL livre de Dnase e 

Rnase. 

- Adicionar Nitrogênio líquido para o eppendorf 

- Macerar com o auxílio de um bastão de vidro 

- Adicionar 350 μL da solução A e vortequizar para a solução ficar uniformemente dispersa. 

- Incubar no banho maria seco a 65ºC por 10 minutos 

- Adicionar 150 μL da solução B e vortequizar vigorosamente ate que o precipitado se mova e 

a amostra fique uniformemente viscosa. 

- Adicionar 500 μL de clorofórmio e vortequizar ate a viscosidade diminua e a mistura fique 

homogênea. 

- Centrifugar na velocidade máxima por 20 minutos a 4ºC para separar as fases. 

- Transferir a fase superior para um novo tubo eppendorf livre de dnase e rnase de 1,5mL. 

Precipitação do DNA 

- Adicione 1 mL de etanol absoluto (-20ºC) à solução de DNA e agite rapidamente no vórtice. 

- Incube o tubo no gelo por 30 minutos 

- Centrifugue a velocidade máxima durante 15 minutos a 4ºC. 

- Remova o etanol e deixe o pellet com o auxilio de uma pipeta. 

- Adicione 500 μL de etanol (80%) e mistura invertendo o tubo 5 vezes 

- Centrifugue a velocidade máxima durante 5 minutos a 4ºC. Remova o etanol com o auxilio 

de uma pipeta. 

- Centrifugue a velocidade máxima durante 3 minutos a 4ºC. Remova o etanol com o auxilio 

de uma pipeta. 

- Ressuspender o sedimento em 100mL TE buffer. Adicione 2 μL de Rnase. 

- Incube a 37ºC por 30 minutos. 

- DNA está pronto para a realização da PCR. 
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APÊNDICES 

 

APÊNDICE A - Esquema representativo evidenciando a linha de pitfall (azul) e os transectos 

de 500 metros contendo 25 estações (laranja) localizados no interior da floresta e na pastagem. 
Fonte: Google Maps (2018). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 


