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CARNÍVOROS SELVAGENS GENERALISTAS COMO SENTINELAS PARA 
FILARIOSES E LEISHMANIOSE VISCERAL NO PARQUE NACIONAL DO 

IGUAÇU 
 
 

RESUMO – Carnívoros generalistas são pouco exigentes e apresentam 
hábitos alimentares variados e, devido a este comportamento oportunista, estes 
animais aproximam-se de populações humanas, tornando-se vulneráveis aos 
patógenos de animais domésticos, mas também podendo carrear patógenos para os 
animais domésticos e o homem. No Parque Nacional do Iguaçu (PARNA Iguaçu), os 
quatis e os graxains são espécies frequentes de carnívoros generalistas e 
oportunistas e com ampla distribuição no território do parque. Recentemente, foi 
diagnosticada por métodos parasitológicos tradicionais a presença de alguns 
gêneros de filarídeos com potencial zoonótico em carnívoros selvagens no interior 
do parque. Além disso, casos autóctones de leishmaniose visceral canina foram 
confirmados em cães domésticos e em humanos na região. Dessa forma, devido à 
importância para o cenário da saúde pública atual, esta pesquisa teve como 
objetivos o estudo das filarioses e leishmaniose visceral em carnívoros generalistas 
do PARNA Iguaçu, bem como entender a relação parasita-hospedeiro e os 
processos ecológicos que podem favorecer a transmissão desses agentes entre 
populações silvestres, domésticas e o homem. Para isso, foram capturados 284 
mamíferos selvagens, por meio de armadilhas Tomahawk e Sherman. Os animais 
foram contidos quimicamente para punção da jugular e coleta de amostras 
sanguíneas, para diagnóstico parasitológico, sorológico e molecular de filarídeos e 
tripanossomatídeos. Foram visitadas 64 propriedades rurais do entorno do PARNA, 
onde foram coletadas amostras de 226 cães domésticos. Foram realizadas ainda 
necropsias de 20 carnívoros selvagens atropelados na BR 469 (dentro do PARNA), 
visando às mesmas análises. O diagnóstico inicial de filarídeos foi realizado pelo 
teste de Knott modificado, posteriormente, seguiu-se a extração de DNA das 
amostras sanguíneas e de tecidos, realizada pela técnica de clorofórmio-álcool 
isoamílico. Para triagem molecular de filarídeos, as reações de PCR foram 
realizadas com amplificação da região 5S rDNA, posteriormente as amostras 
positivas passaram por novas reações de PCR com os genes Miosina e hsp70 de 
filarídeos, visando identificação das espécies. Com relação à pesquisa molecular de 
Trypanosomatidae, primeiramente foi realizada a PCR com primers do gene 
mitocondrial Citocromo B, e as amostras positivas, passaram por nova PCR com 
primers da região 18S rDNA de tripanosomatídeos. Todas as amostras positivas na 
PCR foram submetidas a PCR de sequenciamento com kit BigDye, em sequenciador 
ABI3130. Os eletroferogramas foram analisados e as sequências alinhadas junto às 
sequências do banco do NCBI. A partir destas, foram geradas árvores filogenéticas 
para cada gene estudado de cada grupo de parasitas. Foi realizada a RIFI para 
Leishmania infantum de todos os cães domésticos amostrados. Como resultados foi 
possível observar a presença de cinco espécies de filarídeos parasitando quatis 
(Nasua nasua) no PARNA Iguaçu: Mansonella sp. 1, Mansonela sp. 2, dois gêneros 
novos aqui identificados como Embainhada 1 e 2, e Dirofilaria immitis. Em cães 
domésticos, foi identificada a presença de Acanthocheilonema sp. Estes dados são 
inéditos na região em estudo, uma vez que pouco se conhece a respeito de 
filarídeos de animais selvagens da região neotropical. É importante ressaltar que os 
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quatis apresentaram alta prevalência de infecção de filarídeos (74,5%), podendo 
atuar como bons reservatórios destes nematódeos na região estudada. Alguns dos 
gêneros identificados são descritos como parasitas zoonóticos em outras regiões do 
Brasil e do mundo, o que alerta para a necessidade de vigilância em saúde, pois 
estes parasitas podem ter potencial zoonótico. Com relação aos tripanossomatídeos, 
apenas em cães domésticos foi detectada a presença de L. infantum em animais 
provenientes da cidade de Foz do Iguaçu, apesar de terem sido identificados cães 
positivos na RIFI para L. infantum (28,7%) em algumas propriedades do entorno do 
PARNA. Foi ainda identificada a presença de Trypanosoma cruzi em um quati da 
área turística das Cataratas do Iguaçu, sendo tipificado como T. cruzi DTU’s TcIV. É 
possível sugerir que os cães domésticos sejam os reservatórios de importância para 
a leishmaniose visceral em Foz do Iguaçu, PR, havendo necessidade de maior 
vigilância e ações no controle dos vetores e reservatórios domésticos, para evitar 
que o parasita adentre o PARNA e seja amplificado (spillback) nas inúmeras 
espécies de hospedeiros susceptíveis que habitam a mata atlântica do PARNA 
Iguaçu. A presença de T. cruzi em quatis é um alerta, pois estes animais atuam 
como bons sentinelas do ambiente selvagem, e, desta forma, demonstrando que T. 
cruzi está circulando na área florestal. Os dados obtidos nesta pesquisa indicam a 
ocorrência e circulação, no PARNA Iguaçu, de parasitas transmitidos por vetores 
que são de grande importância para a saúde pública em todo o mundo. Além disso, 
é possível sugerir que na região do PARNA Iguaçu os cães domésticos são 
responsáveis por manterem a circulação de L. infantum, enquanto os quatis são 
excelentes reservatórios de nematódeos filarídeos e podem atuar também como 
reservatórios de T. cruzi, conforme já relatado em outros biomas brasileiros, sendo 
um importante animal sentinela a ser monitorado por órgãos de vigilância em saúde 
na região estudada.  
 
 
Palavras-chave: Carnívoros selvagens, filarídeos, Leishmaniose Visceral, Mata 
Atlântica, Trypanosoma cruzi  
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WILD GENERALIST CARNIVORES AS SENTINELS FOR FILARIASES AND 
VISCERAL LEISHMANIASIS IN THE IGUAÇU NATIONAL PARK 

 
 
ABSTRACT - Generalist carnivores are undemanding and have varied eating 

habits, and, due to this opportunistic behavior, these animals are close to human 
populations, becoming vulnerable to domestic animal pathogens, but also being able 
to carry pathogens to domestic animals and man. In the Iguaçu National Park 
(PARNA Iguaçu), ring-tailed coatis and crab-eating foxes are common species of 
generalist and opportunistic carnivores with a wide distribution in the park's territory. 
Recently, by traditional parasitological methods, the presence of some filarids 
nematodes with zoonotic potential was diagnosed in wild carnivores from PARNA 
Iguaçu. Also, autochthonous cases of Canine Visceral Leishmaniasis have been 
confirmed in domestic dogs and humans in the region. Thus, due to the importance 
for the current public health, this research aims to study filariasis and visceral 
leishmaniasis in generalist carnivores from PARNA Iguaçu, as well as to understand 
the parasite-host relationship and the ecological processes that may favor 
transmission of these agents among wild populations, domestic dog and humans. 
For this, 284 wild mammals were captured using Tomahawk and Sherman traps. The 
animals were chemically contained for jugular puncture and collection of blood 
samples for parasitological, serological, and molecular diagnosis of filarids and 
trypanosomatids. Sixty-four rural properties were visited around PARNA, and 226 
samples were collected from domestic dogs. Necropsy of 20 wild carnivores run over 
in the BR 469 road (inside PARNA) was performed, aiming at the same analyzes. 
The modified Knott test performed the initial filariid diagnosis, subsequently followed 
by the DNA extraction from blood and tissue samples, through by the chloroform-
isoamyl alcohol technique. For molecular screening of filarids, the PCR reactions 
were performed with 5S rDNA region amplification, afterward new PCR reactions 
were performed with the filariid positive samples, with amplification of Myosin and 
hsp70 genes, aiming at species identification. Regarding the molecular research of 
Trypanosomatidae, PCR was first performed with primers from the mitochondrial 
Cytochrome B gene. New PCR was performed with the positive samples with 
amplification of the 18S rDNA region of trypanosomatids. All PCR positive samples 
were subjected to sequencing PCR with the BigDye kit, in an ABI3130 sequencer. 
The electropherograms were analyzed, and the sequences aligned with the NCBI 
bank sequences. From these, phylogenetic trees were generated for each gene 
studied in each group of parasites. Leishmania infantum IIFT was performed for all 
dogs sampled. As a result, it was possible to observe the presence of five species of 
filaridae parasitizing ring-tailed coatis (Nasua nasua) in PARNA Iguaçu: Mansonella 
sp1, Mansonela sp. 2, two new genera identified here as Embainhada 1 and 2, and 
Dirofilaria immitis. For domestic dogs, only Acanthocheilonema sp. was diagnosed. 
These data are unprecedented for the region under study, since the knowledge about 
filaridae of wild animals from the Neotropical region is limited. It is important to note 
that ring-tailed coatis showed a high prevalence of filarids infection (74.5%), and can 
act as good reservoirs for these nematodes in the studied region. Some of the 
identified genera are described as zoonotic parasites in other regions of Brazil and 
the world, warning to the need for health surveillance, once these parasites may also 
have zoonotic potential in this area. Regarding trypanosomatids, only L. infantum 
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was detected in domestic dogs from Foz do Iguaçu city, although positive dogs were 
identified in the IIFT for L. infantum (28.7%) in some rural properties surrounding the 
PARNA. Trypanosoma cruzi was also identified in a ring-tailed coati from Iguazu 
Falls tourist area and was typified as T. cruzi DTU’s TcIV. We can suggest that 
domestic dogs are the important visceral leishmaniasis reservoirs in Foz do Iguaçu, 
PR, requiring vigilance and actions to control vectors and domestic reservoirs aiming 
to prevent the parasite in wild mammals from PARNA Iguaçu because them can be 
amplified (spillback) in the many susceptible host species that inhabit the Atlantic 
forest of PARNA Iguaçu. The presence of T. cruzi in ring-tailed coatis is an alert, 
these animals act as good sentinels of the wild environment, and in this way, 
demonstrating that T. cruzi is circulating in the forest area. The data obtained in this 
research indicate the occurrence and circulation, in PARNA Iguaçu, of vector-borne 
parasites that are of great importance for public health worldwide. Furthermore, it is 
possible to suggest that domestic dogs are responsible for maintaining the circulation 
of L. infantum, while coatis are excellent reservoirs for filarid nematodes and can also 
act as reservoirs for T. cruzi in the PARNA Iguaçu region, as already reported for 
other Brazilian biomes, being an important sentinel animal to be monitored by health 
surveillance agencies in the studied region.  
 

Keywords: Wild carnivores, Filariases, Visceral Leishmaniasis, Atlantic Rainforest, 
Trypanosoma cruzi  
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CAPÍTULO I – CONSIDERAÇÕES GERAIS  

1. INTRODUÇÃO 

Nas últimas décadas, por causa de ações antrópicas, como desmatamento, 

queimadas e caça furtiva, os animais silvestres vêm sofrendo um declínio acentuado 

(Renctas, 2016). A interferência humana nos ecossistemas, especificamente na 

biodiversidade neotropical, contribui como ameaça à sobrevivência de carnívoros 

selvagens e exige estratégias urgentes de conservação in situ e ex situ, uma vez 

que carnívoros em ambiente natural representam a estabilidade do ecossistema pelo 

seu potencial de regular a população de espécies inferiores na cadeia alimentar 

(Salvador et al., 2011). Em todo o mundo, os carnívoros estão vivendo cada vez 

mais próximos dos seres humanos (Treves et al., 2006; Bateman e Fleming, 2012), 

resultando em risco de transmissão spillback e spillover de doenças, predações de 

animais domésticos e, como consequência, ocorre a matança retaliatória destes 

carnívoros em resposta a sua presença em ambientes urbanizados (Baker et al., 

2008; Ripple et al., 2014).  

Atualmente, em várias regiões do mundo, muitos carnívoros selvagens 

persistem em populações pequenas e fragmentadas que acabam sendo vulneráveis 

a doenças infecciosas, incluindo aquelas causadas por patógenos com ampla 

distribuição geográfica e de hospedeiros e que, por sua vez, podem representar 

riscos também para a saúde pública (Thorne e Williams, 1988; Young, 1994; Altizer 

et al., 2003; Smith et al., 2009). Neste âmbito, dentre as doenças infecciosas, as 

parasitoses por vezes têm sido ignoradas, uma vez que quantificar os seus efeitos 

na espécie hospedeira selvagem é desafiador (Gallu e Sachs, 2001). Entretanto é 

importante ressaltar que muitos parasitas humanos são de origem zoonótica e 

acarretam danos importantes, resultando em morbidade, mortalidade e trazem 

efeitos negativos sobre a economia devido aos altos custos com cuidados médicos, 

medicamentos e internações hospitalares (Gazzinelli et al., 2012).  

É sabido que os patógenos dos animais selvagens representam até 75% dos 

patógenos zoonóticos emergentes de seres humanos (Taylor et al., 2001). Além 

disso, estes parasitas podem afetar os esforços de conservação, agindo como uma 

ameaça que contribui para o comprometimento dos hospedeiros selvagens, e, 
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ocasionalmente, causando declínios populacionais graves (Cleveland et al., 2001). 

Neste sentido, algumas espécies de carnívoros selvagens podem atuar como 

espécies sentinelas, pois são capazes de refletirem as perturbações do meio 

ambiente, servindo como indicadores de conservação do ecossistema, e ajudam a 

esclarecer aspectos ecológicos e sanitários que vêm ocorrendo em uma 

determinada região (Deem et al., 2001; Aguirre et al., 2002).  

O Parque Nacional do Iguaçu (PARNA Iguaçu), unido ao Parque Nacional 

Iguazú, na Argentina, representa o mais importante contínuo biológico do Centro-Sul 

do continente sul-americano. Essas áreas são negativamente influenciadas pela 

intensa ocupação agrícola e urbana no lado brasileiro e agroflorestal no lado 

argentino, pela existência de quatro grandes usinas hidroelétricas em seu entorno, 

pela presença de estradas vicinais que cortam o Parque, além da pressão antrópica 

direta sobre as suas bordas e a ação de caçadores, pescadores e palmiteiros 

(Ricobom, 2001). São listadas no PARNA Iguaçu 17 espécies de carnívoros 

selvagens (Brocardo et al., 2019) que são de grande importância na dinâmica 

florestal, pois deslocam-se amplamente em seus territórios, atuando ativamente na 

cadeia trófica e, no caso dos carnívoros generalistas, agem como bons dispersores 

de sementes  (Alves-Costa, 1998; Costa, 2003). O onivorismo das espécies 

generalistas permite que muitos indivíduos se aproximem de habitações humanas 

em busca de alimentos, tornando-os mais vulneráveis ao contato com patógenos de 

animais domésticos (Irvine, 2006). 

As parasitoses em animais selvagens de vida livre podem estar latentes ou 

aparentes, dependendo do ciclo biológico do parasita, e apesar de a monitorização 

da saúde em animais selvagens de vida livre ser praticamente impossível e um 

desafio, ela deve ser priorizada em algumas áreas neste século (Galecki et al., 

2015). Segundo o conceito de “Uma Saúde”, que visa demonstrar a integração 

indissociável existente entre a saúde animal, humana e ambiental (OIE, 2016), o 

monitoramento de doenças em espécies sentinelas é uma forma válida de avaliar a 

circulação de patógenos em determinada área, fornecendo subsídios para outros 

estudos epidemiológicos. Além disso, nos últimos anos, tem sido observada 

expansão da ocorrência de zoonoses de transmissão vetorial para novas regiões 

geográficas (Barcellos et al., 2009), devido às mudanças climáticas decorrentes do 
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aquecimento global e da degradação ambiental, com consequente ampliação da 

distribuição de vetores e de patógenos associados entre animais selvagens, 

domésticos e os seres humanos (Pampiglione et al., 1995).  

Entre as parasitoses transmitidas por vetores estão as filarioses, que têm 

distribuição cosmopolita e são originadas pela infecção por helmintos da família 

Onchocercidae (Anderson, 2000). Esses parasitos podem ser encontrados em 

diferentes órgãos, desde tecido subcutâneo (Pampiglione et al., 2001) e cavidades 

corporais (Magnis et al., 2013) até órgãos importantes como coração e pulmões 

(Orihel e Eberhard, 1998). No PARNA Iguaçu, foram identificados por técnicas 

parasitológicas tradicionais, quatro gêneros de filarídeos com potencial zoonótico, 

Dirofilaria, Brugia, Acanthocheilonema e Mansonella, parasitando quatis (Nasua 

nasua) de vida livre, e dois filarídeos parasitando cães domésticos do seu entorno 

(Moraes et al., 2017). Não existem relatos de filarioses humanas no estado do 

Paraná, provavelmente por subnotificação, uma vez que também não existem 

registros de Dirofilaria immitis na região oeste paranaense, apesar de anticorpos 

contra o parasita terem sido detectados em 22% dos cães do entorno do PARNA 

Iguaçu (Moraes et al.,2017). Este fato sugere que, apesar de não existirem casos 

notificados, a circulação desses filarídeos na região é incontestável. 

Outra enfermidade zoonótica transmitida por vetores e de crescente 

preocupação é a leishmaniose visceral (Werneck, 2014). Essa enfermidade tem sido 

registrada em novas áreas, caracterizando franca expansão de sua área de 

ocorrência (Maia-Elkhoury et al., 2008; Souza et al., 2009). Até o ano de 2014, o 

estado do Paraná era considerado livre desta enfermidade, porém perdeu esse 

status com o registro dos primeiros casos de leishmaniose visceral canina. Logo no 

ano seguinte, foram registrados os primeiros casos humanos, com o primeiro óbito já 

no início de 2016 (Sesa, 2016). O município de Foz do Iguaçu tem importância 

fundamental na epidemiologia dessa zoonose em território paranaense por ter sido o 

local da primeira confirmação de caso autóctone. É importante ressaltar que este 

município recebe anualmente milhares de turistas de todo o mundo para visitação 

das famosas Cataratas do Iguaçu no Parque Nacional do Iguaçu (PARNA Iguaçu), 

correndo o risco de adquirir a doença durante a estadia na região. 
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  Dessa forma, devido à extrema importância para o cenário da saúde pública 

atual, bem como por ser uma ferramenta complementar na conservação da fauna 

silvestre local, esta pesquisa visou o estudo de filarioses e leishmaniose visceral em 

carnívoros generalistas no PARNA Iguaçu e cães domésticos do seu entorno, de 

modo a entender a relação parasito-hospedeiro estabelecida e a caracterização 

espacial destes agentes na área de abrangência do referido Parque. 
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2. REFERENCIAL TEÓRICO 

2.1 Carnívoros selvagens e parasitas zoonóticos transmitidos por vetores no 

Brasil 

 

Os animais da Ordem Carnivora desempenham importantes papéis na 

estrutura da comunidade e, suas populações podem ser indicadoras das condições 

dos ecossistemas, pois apresentam funções e efeitos críticos nos ecossistemas no 

qual ocorrem (Crooks e Souleacute, 1999; Miller, 2000; Schmitz et al., 2000). 

Apresentam diversidade de comportamentos e ecologia, tais como serem 

especialistas solitários ou altamente sociais, frugívoros a hipercarnívoros, 

estritamente selvagens ou generalistas que vivem em estreita proximidade com os 

seres humanos (Valkenburgh, 2009). Na ausência de grandes carnívoros 

predadores de topo, os mesocarnívoros podem aumentar sua abundância e super-

explorar vertebrados menores, levando a um controle da diversidade biológica 

(Crooks e Souleacute, 1999; Terborgh, 2001; Roemer et al., 2009). Entretanto, 

independentemente do tamanho corporal, os carnívoros selvagens geralmente estão 

entre os primeiros animais selvagens a desaparecerem devido ao aumento da 

pressão gerada pelos distúrbios ecológicos causados pela atividade humana 

(Morrison et al., 2007).  

As alterações ambientais são de grande impacto para os carnívoros 

selvagens já que afetam negativamente os esforços para sua conservação, além de 

intensificar o contato da fauna selvagem com animais domésticos e com os seres 

humanos, gerando um meio propício para ocorrência de novos padrões de doenças. 

Isso ocorre porque, nestas condições a resiliência natural dos ecossistemas sofre 

estresse e as barreiras para transmissão de doenças se reduzem, levando à 

emergência, ao ressurgimento e à redistribuição de doenças infecciosas e 

parasitárias (Aguirre, 2009).  

Os parasitas fazem parte da diversidade biológica, ocorrem em todo o mundo 

e estão entre os organismos mais antigos existentes na natureza (Zapalski e Hubert, 

2011). Dentre os parasitas, os helmintos são responsáveis direta ou indiretamente 
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pela regulação das densidades e dinâmicas das populações de seus hospedeiros 

em seus habitats (Thomas et al., 2002). No entanto, espécies patogênicas de 

parasitas podem ameaçar a conservação de seus hospedeiros naturais, pois quando 

novos hospedeiros são infectados com parasitas que não são parte de sua fauna 

parasitária, a patogenicidade e a epidemiologia da infecção se tornam imprevisíveis 

(Cunningharn et al., 2003). Muitos destes parasitas não são transmitidos de forma 

direta, sendo necessário um hospedeiro intermediário, um vetor ou a maturação no 

ambiente para que o parasita complete seu ciclo biológico (Jay, 1996). 

As doenças de carnívoros domésticos e selvagens transmitidas por vetores 

são de importância emergente na medicina veterinária e humana, devido ao 

potencial zoonótico destes patógenos (Otranto et al., 2009; Otranto e Dantas-Torres, 

2011; Colwell et al., 2011; Dantas-Torres et al., 2012). Carnívoros selvagens e 

domésticos compartilham muitas espécies de artrópodes parasitas e patógenos 

zoonóticos associados (Otranto et al., 2015a, 2015b), porém em todo o mundo não 

há vigilância e controle sistemático de doenças infecciosas em carnívoros 

selvagens, além da raiva em alguns países (Otranto e Deplazes, 2019).  

A infecção e a exposição a inúmeros parasitas transmitidos por vetores já 

foram relatadas em grande variedade de espécies de carnívoros selvagens 

pertencentes às famílias Canidae, Felidae, Mustelidae, Procyonidae, Ursidae, 

Viverridae, Hyaenidae e Herpestidae (Alvarado-Rybak et al., 2016). No Brasil, 

parasitas transmitidos por vetores já foram descritos em diversos carnívoros 

selvagens, como a infecção por Babesia spp. diagnosticada em cachorro-do-mato-

vinagre (Speothos venaticus), graxaim (Cerdocyon thous), raposinha-do-campo 

(Pseudolopex vetulus), lobo-guará (Chrysocyon brachyurus), onça-pintada (Panthera 

onca), gato-do-mato-pequeno (Leopardus tigrinus), gato-maracajá (Leopardus 

wiedii), jaguatirica (Leopardus pardalis), gato-palheiro(Leopardus colocolo), onça-

parda (Puma concolor) e gato-mourisco (Puma yagouaroundi) (André et al., 2011); 

por Rangelia vitalii em C. thous e Lycalopex gymnocercus (Soares et al., 2014; 

Fredo et al., 2015; De Quadros et al., 2015); por Cytauxzoon spp. em P. onca, L. 

wiedii, L. pardalis, P. concolor e P. yagouaroundi (Andre et al., 2009; Furtado, 2010).  

Parasitas da família Trypanosomatidae também têm sido relatados em 

carnívoros selvagens brasileiros. Estes parasitas apresentam grande diversidade de 
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hospedeiros e vetores, infectando animais invertebrados e vertebrados de 

praticamente todas as ordens, sendo assim, depois dos nematódeos, os eucariotos 

que apresentam maior variedade de hospedeiros e distribuição geográfica (Steven e 

Rambaut, 2001; Simpson et al., 2006; Maslov et al., 2013; Lukes et al., 2014). Nesta 

família, os gêneros Leishmania e Trypanosoma são os mais importantes para a 

saúde pública, com várias espécies que possuem como reservatórios carnívoros 

selvagens e domésticos.  

A presença de Trypanosoma cruzi foi descrita em C. thous (Albuquerque et 

al., 1968; Herrera et al., 2011; Rocha et al., 2013), L. pardalis (Herrera et al., 2011; 

Rocha et al., 2013), quatis (Nasua nasua) (Laison et al., 1979; Miles et al., 1981; 

Ferriolli e Barretto, 1968; Herrera et al., 2008; Alves et al., 2011; Rocha et al., 2013), 

mão-pelada (Procyon cancrivorus) (Barreto e Ferriolli, 1970; Rocha et al., 2013), C. 

brachyurus (Rocha et al., 2013), L. vetulus (Albuquerque e Barretto, 1970; Rocha et 

al., 2013), P. concolor (Rocha et al., 2013), irara (Eira barbara) (Deane, 1964; 

Barreto e Ribeiro, 1972), furão-pequeno (Galictis cuja) (Ferriolli e Barreto, 1969) e 

furão (Galictis vitatta) (Barreto e Albuquerque, 1971; Lisboa et al., 2009). Enquanto 

Trypanosoma evansi, responsável por causar o “mal das cadeiras” e que 

recentemente teve reportado o seu potenial zoonótico na Índia e no Vietnã (Joshi et 

al., 2005; Van Chau et al., 2016), já foi diagnosticado em C. thous,  L. pardalis 

(Herrera et al., 2011), N. nasua (Herrera et al., 2004; Aquino et al., 2010; Olifiers et 

al., 2015; Magalhães-Matos et al., 2016) e em P. cancrivorus (Magalhães-Matos et 

al., 2016) no Brasil. 

Ainda dentro da família Trypanosomatidae, os carnívoros selvagens são 

hospedeiros de algumas espécies do gênero Leishmania (Roque et al., 2014) . A 

espécie L. infantum (= sin L. chagasi) é o agente etiológico da leishmaniose visceral, 

tem como principal reservatório selvagem no Brasil o graxaim (C. thous) (Deane e 

Deane, 1954; Courtenay et al, 1996), mas também já foi detectada em outros 

carnívoros, como S. venaticus (Figueiredo et al., 2008; Lima et al., 2009), P. vetulus 

e C. brachyurus (Curi et al., 2006; Luppi, et al., 2008), P. concolor e P. onca 

(Dahroug et al., 2010), além da espécie L. shawi, agente etiológico da leishmaniose 

cutânea, diagnosticada em N. nasua  (Lainson e Shaw, 1987). 
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Além dos protozoários, alguns nematódeos zoonóticos são transmitidos por 

vetores, como os filarídeos, que tem o gênero Dirofilaria como o mais conhecido, 

principalmente por causa da distribuição mundial de duas espécies principais, 

Dirofilaria immitis e Dirofilaria repens, agentes etiológicos da dirofilariose canina e 

dirofilariose subcutânea, respectivamente (Otranto e Deplazes, 2019). No Brasil, 

foram descritos 26 gêneros com 91 espécies de filarídeos parasitando desde 

anfíbios até humanos (Vicente et al., 1997; Vieira et al., 2008; Moraes et al., 2017). 

Em carnívoros selvagens brasileiros, foram descritas Dirofilaria incrassata 

parasitando tecido subcutâneo de N. nasua e P. cancrivorus (Vicente et al., 1997); 

D. repens em tecido subcutâneo de C. thous e N. nasua (Noronha et al., 2002); D. 

spectans em pulmões e grandes vasos de E. barbara (Noronha et al. 2002), Lontra 

longicaudis (Noronha et al., 2002), Pteronura braziliensis (Vicente et al., 1997), além 

de Dirofilaria striata parasitando L. wiedii e P. concolor (Lent e Freitas, 1937; Vicente 

et al., 1997). Além dos gêneros Brugia sp., Dirofilaria sp., Acanthocheilonema sp. e 

Mansonella sp. que foram descritos em N. nasua recentemente (Moraes et al., 

2017). 

    

2.2 Filarioses zoonóticas e reservatórios selvagens 

 

Os filarídeos são nematódeos pertencentes à família Onchocercidae, com 

ciclo de vida indireto e vetores amplamente distribuídos em todo o mundo 

(Cavallazzi et al., 2002; Garcez, 2006). O potencial zoonótico dos filarídeos é bem 

conhecido e a gravidade da enfermidade é dependente principalmente da 

localização do parasito nos órgãos do hospedeiro, da resposta do hospedeiro e 

carga parasitária (Pampiglione et al., 2001; Labarthe e Guerrero, 2005; Silva; 

Langoni, 2009). Na medicina humana, as filarioses mais estudadas são a filariose 

brancroftiana, causada por Wuchereria brancofti, as filarioses linfáticas africanas e 

asiáticas, causadas por Brugia timori, B. pahangi, B malayi, Loa loa, Onchocerca 

volvulus (WHO, 2010; Ramaiah e Ottesen, 2014), Mansonella perstans e M. 

streptocerca, além da M. ozzardi comum apenas na América Latina, sendo a região 

amazônica endêmica para esta filariose no Brasil (Lima et al., 2016; Silva, 2016; 

Medeiros et al., 2017; Tang et al., 2018).  
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Entretanto, outros filarídeos que tem animais selvagens e domésticos como 

reservatórios são relatados por seu potencial zoonótico, principalmente as filárias do 

gênero Dirofilaria, que tem cães domésticos como hospedeiros principais, além de 

parasitar carnívoros selvagens (Pampiglione et al., 2001). As espécies D. repens e 

D. immitis são as mais comumente recuperadas de infecções humanas no 

continente europeu e no americano (McCall et al., 2008). Outras espécies do gênero 

que já foram relatadas em infecções humanas (Cabrera et al., 2018) são a D. ursi, 

que tem como hospedeiros o urso-preto-americano (Ursus americanus) e o urso-

preto-japonês (Ursos thiabetanus japonicus) (Uni et al., 1980; Yamada et al., 2017), 

D. subdermata, considerada como uma espécie do grupo chamado por Beaver et al. 

(1987) como Dirofilaria ursi-Like e que tem como hospedeiros definitivos porcos-

espinhos (Erethizon dorsatum) da região noroeste dos Estados Unidos e Canadá, 

além de D. tenuis, parasita de guaxinim (Procyon lotor) nos Estados Unidos 

(Canestri Trotti et al., 1997).  Com exceção da D. immits, que parasita coração, 

pulmões e grandes vasos (Simon et al., 2007), as outras espécies do gênero são 

parasitas de tecido subcutâneo, cavidades abdominal e torácica, olho (Beaver et al., 

1987; Eberhard e Lammie, 1991; Richardson e Krause, 2002), além de serem 

reportados como causa de neurite periférica em seres humanos (Vicent et al., 2013). 

Quanto ao gênero Brugia, bastante conhecido nos continentes africano e 

asiático pela elevada casuística de filarioses linfáticas em humanos, tem como 

espécies principais Brugia malayi e B. pahangi, cujos hospedeiros podem ser cães,  

gatos domésticos e macacos (Laing et al., 1960; Denham e McGreevy, 1977; Mak et 

al., 1982; Mak, 1984) e B. timori cujo reservatório animal não é conhecido (Fisher et 

al., 2004). A infecção humana por espécies do gênero Brugia era considerada até 

metade do século passado como de distribuição limitada àqueles continentes. 

Entretanto, já foram descritas três novas espécies zoonóticas nas Américas: B. 

lepori, cujo hospedeiro é o coelho selvagem do nordeste dos Estados Unidos da 

América (Compain et al., 2014), B. beaveri parasita de guaxinim e Bobcat (Lynx 

rufus) na América do Norte e B. guyanensis, parasitas de quatis na Guiana Inglesa, 

demonstrando que o gênero pode ter ampla distribuição geográfica (Richardson e 

Krause, 2002).  
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Dentre os filarídeos zoonóticos, ainda estão descritos parasitas do gênero 

Mansonella, com três espécies de importância para a saúde pública, M. perstas, M. 

streptocerca e M. ozzardi, porém apenas M. perstans e M. streptocerca têm relatos 

de hospedeiro animal (Marcos et al., 2012). M. perstans já foi relatada em gorilas 

(Gorilla gorilla) e chimpanzés (Pan troglodytes) (Nelson, 1965; Eberhard e Orihel, 

1982), mas como a infecção humana tem sido relatada em regiões em que estes 

grandes primatas não ocorrem, e vem sendo discutido se realmente M. perstans é 

uma zoonose (Simonsen et al., 2011). M. streptocerca também foi descrita como 

parasita de chipanzés nas florestas da África (Nurulhayati et al., 2018) e M.ozzardi, 

que não tem hospedeiro animal conhecido é de ocorrência restrita às Américas do 

Sul e Central, sendo no Brasil descrita pela primeira vez no Amazonas, em 1940, 

parasitando humanos e posteriormente já vem sendo detectada nos estados de 

Roraima, Acre e Mato Grosso (Medeiros et al., 2009). 

 Além dessas espécies mundialmente conhecidas, foi relatada a infecção 

humana num vilarejo em Gabão, na Africa, por Mansonella rodhaini, que tem os 

chipanzés da África Central como reservatórios (Richard-Lenoble et al., 1988). De 

acordo com Medeiros et al. (2015), existe a possibilidade de estas espécies 

ampliarem sua área de distribuição para áreas não endêmicas, facilitada pelo grande 

número de trabalhadores que chegam a estas regiões para trabalhos temporários, 

contraem a infecção e retornam para suas regiões onde, porventura, também há 

disponibilidade de vetores adequados para a manutenção do ciclo epidemiológico 

nessa nova área. 

  

2.3 Reservatórios silvestres e espécies de Trypanosomatidae de importância 

para a saúde pública no Brasil 

 

 A família Trypanosomatidae é constituída por eucariotos unicelulares e 

uniflagelados que pertencem à classe Kinetoplastea (Roger e Simpson, 2009). Com 

base em parâmetros tradicionais, os parasitos da família Trypanosomatidae foram 

distribuídos em 10 gêneros, sendo seis destes, Herpetomonas, Crithidia, 

Blastocrithidia, Leptomonas, Wallaceina e Sergeia, que abrigam parasitas 
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monoxênicos de insetos, o gênero Phytomonas, que engloba parasitas 

heteroxênicos de plantas e insetos, e os gêneros heteroxênicos Leishmania, 

Endotrypanum e Trypanosoma, que compreendem as espécies de importância 

médica e veterinária, sendo parasitas de insetos e de vertebrados (Hoare e Wallace, 

1966; Wallace, 1966; Wallace et al., 1983; Merzlyak et al., 2001). 

As leishmanioses são zoonoses negligenciadas, que tem como agentes 

etiológicos várias espécies de parasitos do gênero Leishmania, sendo endêmicas 

em grandes áreas dos trópicos, subtrópicos e da Bacia do Mediterrâneo, com graus 

variáveis de especificidade para hospedeiro (Herwaldt, 1999). São descritas 20 

espécies de Leishmania transmitidas aos seres humanos por mais de 30 espécies 

de flebotomíneos (Oryan et al., 2013; Shirian et al., 2014). As manifestações clínicas 

da doença são diversas, e são dependentes da espécie de Leishmania presente na 

infecção e da resposta do hospedeiro, podendo ser classificada em leishmaniose 

cutânea, leishmaniose mucocutânea, leishmaniose visceral, leishmaniose dérmica 

pós-Calazar (WHO, 1990; Saha et al., 2006). 

No Brasil, a leishmaniose visceral é um problema de saúde pública grave 

(Brasil, 2014a) e tem representado uma preocupação sanitária tanto pela sua 

expansão geográfica como pela tendência de urbanização (Souza, 2010). Tem como 

agente etiológico Leishmania infantum e é transmitida majoritariamente pela picada 

do flebotomínio Lutzomia longipalpis (Cunha e Chagas, 1937; Lainson e Shaw, 

1987; Rebêlo et al., 1996; Desjeux et al., 2004). Os reservatórios selvagens 

potenciais do agente etiológico da leishmaniose visceral no Brasil são raposa-do-

campo (Lycalopex vetulus) e o graxaim (C. thous), além do gambá-de-orelha-branca 

(Didelphis albiventris), como importante hospedeiro. Porém a principal fonte de 

infecção nas áreas urbanas para o vetor são os cães domésticos (Deane e Deane, 

1954; Deane, 1956; Sherlock et al., 1984; Sherlock, 1996).  

 Entretanto, em outros mamíferos selvagens brasileiros já foi descrita a 

infecção por L. infantum, como em lobo-guará (Curi et al., 2006), cachorro-vinagre 

(Figueiredo et al., 2008), onça-parda e onça-pintada (Dahroug et al., 2010), gambá-

de-orelha-branca (D. albiventris) e o gambá-comum (D. marsupialis), sendo estas 

consideradas apenas infecções esporádicas e de natureza benigna e inaparente, 

sugerindo uma antiga relação entre parasito e hospedeiro, porém ainda não é 
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conhecida a importância destes hospedeiros na transmissão da leishmaniose 

visceral no Brasil (Lainson, 2010). 

 Além da leishmaniose visceral, no Brasil ocorre a leishmaniose cutânea e a 

mucocutânea, listadas entre as oito doenças infectoparasitárias de maior 

importância pela Organização Mundial de Saúde (Pereira e Fonseca, 1994; Pinheiro 

et al., 2008). No Brasil, várias espécies de Leishmania são os agentes etiológicos 

das formas tegumentares da doença: L. braziliensis, L. guyanensis e L. 

amazonensis, agentes da forma cutânea e a mucosa da doença, e L. amazonesis, 

responsável da forma cutânea difusa (Piscopo e Azzopardi, 2007; Brasil, 2017). 

Como reservatórios selvagens da leishmaniose tegumentar, temos relatadas 

diversas espécies de pequenos roedores silvestres dos gêneros Proechimys, 

Oryzomys, Nectomys, Neacomys e Dasyprocta; os marsupiais Marmosa, 

Metachirus, Didelphis e Philander, além do graxaim (Laison, 2010). Embora 

geralmente interpretada como tal, a descrição de DNA de Leishmania em uma dada 

espécie de mamífero não é o suficiente para que se considere esta espécie um 

hospedeiro reservatório, pois como reservatório se entende um conjunto de espécies 

responsáveis pela manutenção duradoura e capaz de infectar os vetores de um 

parasita em um determinado meio ambiente (Roqu e Jansen, 2014).  

 Dentro do gênero Trypanosoma a principal espécie de importância para a 

medicina no Brasil é Trypanosoma cruzi. Este parasita é o agente etiológico da 

doença de Chagas, que tem distribuição espacial limitada primariamente ao 

continente americano em virtude da distribuição de mais de 140 espécies do inseto 

vetor (Triatominae, Hemiptera, Reduviidae), que são encontrados principalmente na 

região Neotropical (Patterson, 2007) sendo também conhecida como 

“tripanossomose americana” (WHO, 2015). É transmitida principalmente através das 

fezes dos insetos triatomíneos sugadores de sangue infectados, mas também pode 

ocorrer troficamente quando um predador ingere sangue ou tecidos infectados de 

um mamífero ou inseto infectado (Silveira e Dias, 2011; Messenger et al., 2015). 

Devido ao histórico de inúmeros projetos de controle do principal vetor no Brasil, o 

Triatoma infestans, verificou-se que a forma de transmissão oral foi a mais frequente 

neste século, entre os anos de 2000 a 2013 (1.081, 68,9%), seguida pela 

transmissão vetorial em 100 casos (6,4%) (Brasil, 2015). 
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 Por se tratar de um parasito flagelado multi-hospedeiro, o T. cruzi é capaz de 

infectar várias espécies de mamíferos silvestres e domésticos distribuídos em todas 

as regiões fitogeográficas do Brasil e, portanto, pode ser encontrado nos mais 

diversos nichos ecológicos e formar modalidades singulares de focos naturais de 

transmissão (Organização Pan-americana de Saúde, 2009; Roque et al., 2013; 

Brasil, 2014a; Coura, 2015; Messenger et al., 2015).  T. cruzi estabelece infecções 

estáveis e duradouras, que exibem peculiaridades inerentes às diferentes espécies 

hospedeiras e outros múltiplos fatores, como as subpopulações de parasitas, rota de 

infecção, estado nutricional do hospedeiro e infecção concomitante com diferentes 

T. cruzi DTUs (unidades discretas de tipagem) ou outros taxa parasitas (Jansen et 

al., 2015). 

As ordens Artiodactyla, Chiroptera, Primata, Carnivora, Rodentia, Cingulata, 

Pilosa e Didelphimorphia já demonstraram estar envolvidas no ciclo de transmissão 

de T. cruzi (Jansen et al., 2018), entretanto, são considerados como principais 

hospedeiros do parasita os primatas do gênero Alouatta, Cebus e Sapajus, os 

Didelphimorphia, morcegos dos gêneros Artibeus, Noctilio, Mormoops, Natalus, 

Pteronotus, Myiotis, Carollia, Desmodus, Glossophaga, Phyllostomus e Molossus, 

(Marinkelle, 1982; Thomas et al., 2007) e os quatis (N. nasua), devido às taxas mais 

altas de parasitemia, expressas por hemoculturas positivas, além da competência na 

manutenção de maior diversidade de T. cruzi DTUs e de outras espécies de 

Trypanosoma (Jansen, 2015). 
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CAPITÚLO II: FILOGENIA DE FILARÍDEOS ZOONÓTICOS (SPIRURIDA: 

ONCHOCERCIDAE) EM CARNÍVOROS SELVAGENS E CÃES 

DOMÉSTICOS DA MATA ATLÂNTICA BRASILEIRA 

 

1. INTRODUÇÃO 

Os filarídeos são helmintos cosmopolitas pertencentes à família 

Onchocercidae (ANDERSON, 2000), com 88 gêneros descritos no mundo 

(LEUFOULON et al., 2015). São responsáveis pelas filarioses, enfermidades 

originadas pela presença do nematódeo adulto em diferentes órgãos, desde tecido 

subcutâneo e cavidades corporais, até órgãos importantes como coração e pulmões 

de animais e humanos. A gravidade da doença é dependente do órgão-alvo 

acometido, resposta do hospedeiro e da intensidade parasitária (MAGNIS et al., 

2013).  

Os filarídeos possuem ciclo indireto e transmissão por vetores artrópodes 

hematófagos (ANDERSON, 2000), sendo várias espécies originalmente descritas 

em animais, como agentes etiológicos de infecção em humanos, dentro dos gêneros 

Dirofilaria, Onchocerca, Brugia, Dipetalonema, Acanthocheilonema, Mansonella 

(ORIHEL, EBERHARD, 1998).  Dentre os helmintos zoonóticos, os filarídeos 

possuem maior capacidade de aumentarem suas áreas de ocorrência devido a 

mudanças climáticas, que favorecem a expansão dos vetores para novas regiões e, 

portanto, se caracterizando como importante zoonose emergente (GORDON et al., 

2016). 

No Brasil, foram descritos 26 gêneros com 91 espécies de filarídeos 

parasitando desde anfíbios até humanos (VICENTE et al., 1997; VIEIRA et al., 2008; 

MORAES et al., 2017). Em carnívoros selvagens brasileiros, até o momento, foi 

relatada a ocorrência de sete espécies de filarídeos, sendo quatro destas 

identificadas por meio de técnicas parasitológicas tradicionais (MORAES et al., 

2017).  

O diagnóstico definitivo das filarioses é realizado com a utilização de técnicas 

parasitológicas convencionais, que se baseiam na concentração sanguínea e 

observação das microfilárias no esfregaço sanguíneo. Outras técnicas 
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complementares utilizadas são os testes sorológicos imunocromatográficos e 

imunoenzimáticos, histoquímica das microfilárias e mais recentemente, o diagnóstico 

molecular (RAMZY, 2002). No entanto, em animais selvagens, é comum a 

ocorrência de coinfecção por mais de uma espécie de filarídeo em um mesmo 

indivíduo (CONGA et al., 2018) o que dificulta até mesmo a identificação molecular. 

Além disso, a dificuldade de localização e coleta dos parasitas adultos no cadáver 

de animais selvagens impossibilita a descrição de possíveis novos taxa, sendo um 

desafio o estudo destes nematódeos em animais de vida livre (ORIHEL, 

EBERHARD, 1998).  

Dessa forma, tendo em vista a relevância patogênica destes parasitas, o 

relativo desconhecimento do perfil epidemiológico dessa parasitose, bem como o 

risco notório à saúde humana, tanto da população local quanto dos turistas que 

visitam o Parque Nacional do Iguaçu, a presente pesquisa visou descrever a 

diversidade de espécies de filarídeos de ocorrência em uma população de quatis de 

vida livre e cães domésticos do entorno deste importante remanescente de Mata 

Atlântica do Sul do Brasil e ampliar o conhecimento filogenético sobre as filarioses 

neotropicais. 

 

2. MATERIAL E MÉTODOS 

2.1 Área de estudo  

Os animais foram amostrados no Parque Nacional do Iguaçu (PARNA 

Iguaçu), localizado no oeste do Estado do Paraná, Brasil, entre as coordenadas 

geográficas 25o05’S e 25o40’S e 54o30’W e 54o40’W (IBAMA, 2000) (Figura 1).  Este 

parque é uma das áreas de proteção ambiental mais importantes do Brasil, dentro 

do Bioma Mata Atlântica, com grande biodiversidade, mas também com forte 

atividade turística (KROPF; BRITO, 2017). Além disso, a área de entorno do parque 

é antropizada, devido principalmente às atividades agropecuárias, que resultaram, 

ao longo dos anos, em desmatamento e facilitaram a presença de caçadores ilegais 

em seu interior (SILVA, 2018). 
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Figura 1. Localização geográfica do PARNA Iguaçu, Paraná, Brasil, e ponto de 

captura de carnívoros selvagens e amostragem de cães domésticos. 

   

2.2. Capturas e coleta de amostras 

Foram capturados 157 quatis (Nasua nasua), dois gatos-do-mato-pequenos 

(Leopardus guttulus), dois gatos-mouriscos (Herpailurus yaguoroundi) e uma 

jaguatirica (Leopardus pardalis), por meio de 12 armadilhas Tomahawk e pucás, no 

periodo entre agosto de 2014 e dezembro de 2017, totalizando 8.800 horas de 

campo. Foi utilizada como isca para as armadilhas a mistura de partes de frango ou 

bacon pré-cozido previamente com alguma fruta fresca (banana, abacaxi ou manga). 

Os animais foram sedados com a associação comercial de zolazepam e tiletamina 5 

mg/kg, intramuscular, para avaliação física, biometria e coleta de amostras. Cada 

animal foi identificado com um brinco numerado, para evitar recapturas. Foram 

colhidos 10 mL de sangue após venopunção da jugular. A idade dos animais foi 

estimada de acordo com Olifiers et al. (2010). Após os procedimentos necessários 

para esta pesquisa, os animais foram soltos no mesmo local de coleta após retorno 

Capturas 

Cães domésticos 
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da sedação. Além disso, foram amostrados quatro graxains (Cerdocyon thous) 

atropelados na rodovia PR-469, no interior do parque, realizada a necrópsia e 

colhidas amostras de baço e fígado para serem avaliadas quanto à presença de 

filarídeos. 

A amostragem de cães domésticos foi dividida nas áreas rural e urbana. A 

área rural do entorno do Parque foi estabelecida em um raio de até 1 km de 

distância entre as propriedades rurais e o limite do PARNA Iguaçu; além disso, 

capturas ocasionais de cães domésticos também ocorreram no interior do parque. 

Foram visitadas 64 propriedades rurais em oito municípios lindeiros ao Parque: Foz 

do Iguaçu, Santa Terezinha de Itaipu, São Miguel do Iguaçu, Matelândia, Céu Azul, 

Santa Tereza do Oeste, Lindoeste e Capitão Leônidas Marques o que resultou na 

amostragem de 141 cães na área rural, além de quatro cães capturados no interior 

do parque.   

A amostragem de cães da área urbana foi realizada em um abrigo particular 

no município de Foz do Iguaçu, com população de 180 cães. Após autorização dos 

proprietários, os cães foram contidos fisicamente para exame físico e coleta de 

amostras sanguíneas por punção da veia cefálica em tubos com e sem EDTA. No 

abrigo de cães foram avaliados 81 animais, totalizando a amostragem da pesquisa 

em 226 cães domésticos. 

2.3 Diagnóstico das filarioses 

2.3.1 Morfologia e morfometria das microfilárias 

 

Para a detecção de microfilárias, foi utilizada a técnica de concentração de 

Knott modificado por Newton e Wright (1956), para o qual 1 mL de sangue venoso 

foi adicionado em tubo de plástico cônico de 15 mL, contendo previamente 9 mL de 

formalina a 2%. O tubo foi centrifugado a 1.200 rpm durante cinco minutos. O fluido 

sobrenadante foi desprezado e com o sedimento foram feitos esfregaços em 

lâminas, que secaram à temperatura ambiente, e foram corados por Panótico rápido. 

A lâmina foi examinada ao microscópio, em aumento de 10x, com confirmação da 

morfologia em 40x. As características morfométricas e morfológicas das microfilárias 

foram obtidas em microscópio Olympus BX-51 dotado de câmera digital QColor 3, e 
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as imagens foram processadas pelo software analisador de imagens ImagePro Plus 

v. 4.0.  

2.3.3 Teste imunológico para a pesquisa de antígeno da Dirofilaria immitis 

 

O teste imunocromatrográfico Dirofilariose AG Test Kit® (ALERE, Estados 

Unidos da América) foi utilizado nesta pesquisa. O dispositivo de teste da 

embalagem foi colocado em uma superfície plana, seca, limpa, e o processamento e 

interpretação dos resultados realizados de acordo com as recomendações do 

fabricante. Esse teste tem 100% de sensibilidade e 98,6& de especificidade para D. 

immitis. Para os quatis esse teste foi utilizado como um complemento no diagnóstico 

de D. immitis nas amostras positivas nas análises moleculares.  

 

2.4 Estudos moleculares 

2.4.1 Extração de DNA e triagem para filarídeos  

A extração do DNA das amostras de sangue e tecidos foi realizada utilizando-

se o protocolo otimizado pelo Laboratório de Epidemiologia Molecular 

(FCAV/UNESP) de acordo com o proposto por Bag et al. (2016). Para triagem das 

amostras foram utilizados os oligonucleotídeos iniciadores das regiões S2/S16 (XIE; 

BAIN; WILLIAMS, 1994). As reações foram compostas por tampão 1X (KCl 50 mM, 

TRIS-HCl 200 mM, pH 8,4); 2 mM de MgCl2; 0,2 mM de dNTP’s; 0,5 U de Platinum 

Taq DNA polimerase (Invitrogen); 2,5 pmol de cada primer; BSA 0,001 mg, 100 ng 

de DNA genômico total e água pura estéril para 20 μL. A amplificação ocorreu em 

um termociclador Nexus (Eppendorf) programado para realizar um ciclo a 95°C por 3 

minutos; 35 ciclos a 94°C por 30 segundos, 52°C por 30 segundos, e 72°C por 40 

segundos; e um ciclo final a 72°C por 10 minutos. As amostras foram submetidas 

ainda para amplificação do gene GAPDH de mamíferos (BIRKENHEUER et al., 

2003), a fim de testar a viabilidade do DNA obtido para reações de PCR. 
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2.4.2 Identificação molecular e filogenia 

Com base nas sequências de diferentes regiões gênicas de filarídeos 

disponibilizadas por Lefoulon et al. (2015), as regiões que apresentaram maior 

acurácia na separação entre gêneros e espécies de filarídeos foram as codificadoras 

dos genes miosina e hsp70. Dessa forma, as reações de amplificação parcial dos 

genes miosina e hsp70 foram realizadas da mesma maneira descrita para a 

amplificação com os primers S2/S16 no item 2.4.1. Os fragmentos amplificados 

foram submetidos à PCR de sequenciamento utilizando-se o kit BigDye Terminator 

v3.1 (Applied Biosystems), conforme instruções do fabricante. O sequenciamento foi 

realizado por eletroforese de capilar em um sequenciador ABI3130 (Applied 

Biosystems). Os eletroferogramas gerados foram submetidos ao pacote de 

programas Phred/Phrap/Consed (GREEN, 1996; EWING; GREEN,1998; GORDON; 

ABAJIAN; GREEN, 1998) para verificação da qualidade de bases e corte das 

extremidades das sequências, levando-se em consideração bases com qualidade 

Phred igual ou superior a 20. As sequências qualificadas deste estudo e as do banco 

de dados do NCBI foram alinhadas utilizando-se a ferramenta MUSCLE (EDGAR, 

2004). Para as análises filogenéticas, o melhor modelo evolutivo foi selecionado de 

acordo com o critério de informação de Akaike (AIC) utilizando-se a ferramenta 

ModelTest 3.7 (POSADA; BUCKLEY, 2004).  

As árvores filogenéticas foram obtidas pela análise bayesiana utilizando-se o 

algoritmo Markov Chain Monte Carlo (MCMC), pelo software MrBayes 3.2.3 

(RONQUIST; HUELSENBECK, 2003). O modelo evolutivo utilizado foi 

correspondente ao tipo de substituição 6 para sequências de miosina, tipo de 

substituição 2 para o gene hsp70 e distribuição gamma para ambas as regiões. As 

análises foram realizadas em quatro cadeias com 10.000.000 de gerações, sendo as 

árvores amostradas a cada 100 gerações. Ao final das análises, obtendo-se desvio 

padrão inferior a 0,01, 25% das árvores geradas inicialmente foram descartadas. Os 

filogramas obtidos foram editados graficamente pelo software Dendroscope 3 

(HUSON; SCORNAVACCA, 2012). Foram utilizados como grupos externos as 

espécies Protuspirura muricola (Spiruridae) e Filaria latala (Filariidae), segundo 

proposto em estudos prévios de Onchocercidae (CASIRAGHI et al., 2004; 
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LEFOULON et al., 2015).  Os valores de distância genética entre as sequências 

foram obtidos pelo software PAUP 4.0b10 (SWOFFORD, 2002) utilizando o modelo 

evolutivo general time-reversible (GTR) de acordo com o critério de AIC. Os 

haplótipos foram determinados com o auxílio do software DnaSP6 (ROZAS et al., 

2017).  

 

2.5 Avaliação hematológica e bioquímica  

 

Uma alíquota de 3mL de sangue coletada, a partir de tubos acrescidos de K3-

EDTA, foi utilizada para realização de hemograma. Para as dosagens bioquímicas, 

foram utilizadas alíquotas de 4 ml de sangue colhidos em tubos a vácuo sem 

anticoagulante, para a obtenção de soro.  

Para a dosagem das concentrações de proteínas totais (PT, g/dL), de 

albumina (Alb, g/dL), de ureia (NNP, mg/dL), creatinina (CREA, mg/dL), as enzimas 

transaminase glutâmico oxalacética (TGO, U/L), transaminase glutâmico pirúvica 

(TGP, U/L) e fosfatase alcalina (FA,U/L) foram utilizados kits comerciais (LABTEST® 

Diagnóstica, Belo Horizonte, MG), com as leituras feitas em analisador bioquímico 

automático. A concentração das globulinas foi determinada pela diferença entre a 

dosagem de proteínas totais e de albumina. 

 

2.6 Interpretação dos dados e análise estatística  

 

Os animais avaliados foram divididos nos grupos “infectados” e “livres de 

infecção”. Para verificação da interferência das parasitoses sobre os parâmetros 

hematológicos e bioquímicos foi avaliada a normalidade da distribuição dos dados 

por meio do teste de Anderson-Darling. Quando possível, os dados heterocedásticos 

foram submetidos à transformação logarítmica ou radicial (SAMPAIO, 2010). Os 

dados homocedásticos, por sua vez, foram submetidos ao teste F para comparação 

de variância e, no caso de igualdade de variâncias, foi utilizado o teste t para 

comparação de dois grupos. Dados heterocedásticos que não apresentaram 

normalidade de distribuição mesmo após transformação, foram comparados pelo 

teste não-paramétrico de Wilcoxon (SIQUEIRA; TIBÚRCIO, 2011). Ainda foram 
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realizadas as análises multivariadas de Regressão Linear e Regressão Logística 

para verificar possível associação entre os parâmetros previamente citados. Os 

cálculos foram realizados utilizando o software R, com P ajustado em 0,05. 

2.7 Aspectos éticos  

Todos os procedimentos adotados nesta pesquisa foram aprovados pela 

Comissão de Ética no uso dos Animais (protocolos 07553/14; 11.510/16 e 

006106/19) e seguiram os padrões internacionais. As capturas foram autorizadas 

pelo Sistema de Autorização e Informação em Biodiversidade (SISBIO protocolo 

55594-6). 

 

3. RESULTADOS 

Dentre os carnívoros selvagens avaliados nesta pesquisa, apenas os quatis 

(N. nasua) apresentaram infecção por filarídeos. As prevalências de infecção por 

filarídeos nas amostras observadas no teste de Knott e no diagnóstico molecular 

foram de 84,4% (77,39%-89,59%) e 74,5% (67,67%-82,03%), respectivamente. Com 

relação aos cães domésticos, as prevalências no teste de Knott e no diagnóstico 

molecular foram de 7,96% (5,10%-12,26%) e 0,44% (0,08%-2,46%), 

respectivamente. Foram obtidas 134 sequências de filarídeos do gene codificador da 

miosina das amostras de quatis e duas de uma amostra de cão doméstico. Com 

relação ao gene hsp70, foram obtidas 22 sequências de filaríeos de quatis e duas de 

cão doméstico. 

 A espécie de microfilária dominante nas amostras de quatis avaliadas foi 

identificada pelas análises filogenéticas como pertencente ao gênero Mansonella. 

Esta espécie foi encontrada em 97,78% (93,67%-99,24%) das sequências das 

amostras analisadas. O subgrupo referente a esta espécie de Mansonella na árvore 

filogenética das sequências de miosina está representado pelos haplótipos Q2, 

Q10.1, Q36.1, Q50, Q54.1, Q73.1, Q99, Q146 e Q147.1 (Figura 2). Esta espécie 

apresentou identidade genética de 98,5% e 92,6% com Mansonella ozzardi no gene 

codificador de miosina e hsp70, respectivamente (Tabelas 1 e 2). Ainda no grupo do 
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gênero Mansonella observou-se que duas amostras, Q59 e Q98, agruparam fora do 

subgrupo da Mansonella predominante, cuja identidade genética no gene codificador 

da miosina é de 98,2% com M. ozzardi para a amostra Q59 e de 99,04% com M. 

ozzardi para a amostra Q98. Quando foram realizadas as análises filogenéticas para 

o gene hsp70, essas duas amostras aparecem agrupadas em um mesmo subgrupo, 

com 96,3% de identidade com a sequência de M. ozzardi do banco (Figura 3).  

Segundo os resultados das análises moleculares e morfológicas, concluiu-se 

que nenhuma das microfilárias presentes nos quatis estudados pertence à espécie 

M. ozzardi (identidade genética <98,7%). Além disso, é possível afirmar que as 

microfilárias presentes nas amostras Q59 e Q98 são do gênero Mansonella e 

diferem geneticamente da espécie de Mansonella predominante nos animais 

estudados. As microfilárias do gênero Mansonella detectadas nas amostras de 

quatis não foram identificadas em espécie, uma vez que não há sequências dos 

genes miosina e hsp70 para outras espécies do gênero no banco do NCBI, sendo 

assim classificadas aqui neste trabalho com Mansonela sp. 1 e Mansonella sp. 2. 

Devido à elevada prevalência de Mansonella spp. nos quatis estudados, é possível 

sugerir que estes carnívoros possam ser reservatórios de Mansonella spp. na Mata 

Atlântica do PARNA Iguaçu.  

As amostras Q10.2, Q36.2, Q54.2, Q73.2 e Q147.2 apresentaram coinfecção 

por Mansonella e outras duas espécies de microfilárias com bainha, as quais foram 

separadas na árvore filogenética em dois subgrupos no grupo dos filarídeos 

linfáticos (Figuras 2 e 3). De acordo com as análises das sequências, as microfilárias 

presentes nas amostras Q10.2, Q73.2, e Q147.2 foram classificadas como 

Embainhadas 1, enquanto as amostras Q36.2 e Q54.2, como Embainhadas 2. Nas 

árvores filogenéticas de hsp70, as amostras Embainhadas 1 e 2 permanecem em 

subgrupos diferentes e agrupadas próximas às espécies do gênero Brugia e 

Wuchereria bancrofti. Assim, pode-se sugerir que essas microfilárias encontradas 

pertencem ao grupo de filarídeos que causam as filarioses linfáticas e são dois 

gêneros distintos daqueles já identificados na literatura. 

Duas amostras de quati (Q73 e Q147) apresentaram coinfecção por três 

espécies de filarídeos, Mansonella sp., microfilária embainhada 1 e Dirofilaria 

immitis. Além da identificação molecular de D. immitis, as amostras Q73 e Q147 
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foram positivas também no teste imunocromatográfico para detecção do antígeno 

desta espécie de Dirofilaria. Como controle de especificidade deste teste, foram 

utilizadas amostras que possuíam outros gêneros de filarídeos, e estas não 

apresentaram resultado positivo. Este resultado corrobora a identificação molecular 

da microfilária presente nessas amostras. 

Em relação aos cães domésticos, apenas quatro amostras das 226 testadas 

foram positivas para filarídeos nas análises moleculares. Das quatro amostras 

positivas apenas uma, a C16, gerou sequências para análises filogenéticas, tendo 

sido possível a identificação da microfilária presente nesta amostra como 

Acanthocheilonema sp. Devido à ausência de sequências de miosina e hsp70 de A. 

reconditum no banco de dados não foi possível comparar a sequência obtida com a 

desta espécie.  
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Figura 2. Árvore filogenética bayesiana de sequências de haplotipos do gene codificador de 

miosina de microfilárias presentes em amostras de sangue de quati (Nasua nasua) e de cães 

domésticos do entorno do Parque Nacional de Iguaçu. As amostras do estudo estão em 

destaque. Os valores nos entrenós correspondem à confiabilidade dos ramos. 
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Figura 3. Árvore filogenética bayesiana de sequências de haplótipos do gene hsp70 de 

microfilárias presentes em amostras de sangue de quati (Nasua nasua) e de cães domésticos do 

entorno do Parque Nacional de Iguaçu. As amostras do estudo estão em destaque. Os valores 

nos entrenós correspondem à confiabilidade dos ramos. 
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Tabela 1. Identidade genética das sequências do gene codificador da Miosina dos 
haplótipos de filarídeos de quatis (Nasua nasua) e cães domésticos do Parque 
Nacional do Iguaçu com sequências depositadas no banco de dados do NCBI. 

Haplótipos pb Espécies  Identidade E-value* N° Acesso NCBI 

Q10.1 534 Mansonella ozzardi 98,50% 0,0 KP760243.1 

Q59 574 Mansonella ozzardi 98,26% 0,0 KP760243.1 

Q98 523 Mansonella ozzardi 99,04% 0,0 KP760243.1 

Q147.1 493 Mansonella ozzardi 98,58% 0,0 KP760243.1 

Q10.2 579 Brugia timori 97,61% 0,0 KP760218.1 

Q36.2 560 Brugia timori 98,74% 0,0 KP760218.1 

Q147.3 522 Dirofilaria immitis 98,66% 0,0 KP760229.1 

C16 512 Acanthocheilonema vitae 99,02% 0,0 KP760213.1 

*E-value é o valor do ruído referente à procura aleatória por sequências homólogas do 

banco de dados à sequência-alvo. Quanto mais próximo de zero este valor, maior é a 

significância do alinhamento entre as sequências. 

 

Tabela 2. Identidade genética das sequências do gene hsp70 dos haplótipos de 
filarídes de quatis (Nasua nasua) e cães domésticos do Parque Nacional do Iguaçu 
com sequências depositadas no banco de dados do NCBI. 

Haplótipos pb Espécies  Identidade E-value* N° Acesso NCBI 

Q147.1 446 Mansonella ozzardi 92,61% 0,0 KP760441.1 

Q59 383 Mansonella ozzardi 96,34% 3e-178 KP760441.1 

Q98 386 Mansonella ozzardi 96,37% 6e-180 KP760441.1 

Q147.2 490 Brugia timori 90,84% 0,0 KP760416.1 

Q36.2 472 Brugia pahangi 92,00% 0,0 KP760415.1 

Q147.3 351 Dirofilaria immitis 98,00% 1e-171 KP760427.1 

C16 506 Acanthocheilonema vitae 97,04% 0,0 KP760411.1 

*E-value é o valor do ruído referente à procura aleatória por sequências homólogas do 

banco de dados à sequência-alvo. Quanto mais próximo de zero este valor, maior é a 

significância do alinhamento entre as sequências. 

 

Os dados morfológicos das microfilárias são de grande importância para o 

diagnóstico das filarioses e foram associados aos resultados filogenéticos obtidos. 

Dessa forma, foi realizada a descrição morfológica (Figura 4) e morfométrica dos 

taxa identificados nesta pesquisa: 

I. Mansonella sp. 1: microfilaria delgada e sem bainha. Corpo - o espaço cefálico 

possui dois anfídeos bem definidos nas laterais ou no centro do espaço cefálico. 

Gancho cefálico ausente. O corpo é totalmentre preenchido por corpos celulares, 

com as estruturas anatômicas bem delimitadas, tendo o anel nervoso 27,1 ± 4,6 µm, 

poro excretor medindo 47 ± 4,3 µm e poro anal 46,2 ± 7,7 µm. Cauda - a cauda afina 

https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/KP760243.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=49A3WCH2016
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/KP760243.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=49A3WCH2016
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/KP760243.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=49A3WCH2016
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/KP760243.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=49A3WCH2016
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/KP760218.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=499U8CVF016
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/KP760218.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=4AJ1D6EP01R
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/KP760229.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=4AJR9YB1014
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/KP760213.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=4AH43PA3014
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/KP760441.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=4AGD9V5C01R
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/KP760441.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=498ZPH5C014
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/KP760441.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=498ZPH5C014
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/KP760416.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=498S31EF014
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/KP760415.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=498S31EF014
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/KP760427.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=498HAE9P016
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/KP760411.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=4AHFX3TU014
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gradativamente em formato de gancho. Possui corpos celulares pequenos 

coalescidos que se dispõem em fileira única até a sua extremidade final. 

Comprimento total 233,4 ± 27,2 µm. 

II. Mansonella sp. 2: microfilaria sem bainha. Corpo - espaço cefálico totalmente 

preenchido por corpos celulares. Gancho cefálico ausente. Corpos celulares 

coalescidos, porém com as estruturas anatômicas bem definidas, tendo o anel 

nervoso 55,3 ± 16,3 µm, poro excretor medindo 85,4 ± 11,1 µm e poro anal 56,7 ± 

4,1 µm. Cauda - afina abruptamente, não possui corpos celulares na sua 

extremidade. Comprimento total 276 ± 13,1 µm, largura de 5,4 ± 1,7 µm. 

III. Embainhada 1: Bainha - microfilaria embainhada em ambas as extremidades, a 

bainha anterior é mais curta e mede 13,7 ± 2,5 µm, a bainha posterior termina de 

forma alongada e cônica e mede 28,7 ± 4,1 µm. Ausência de gancho cefálico.  

Corpo: é totalmente preenchido por pequenos corpos celulares coalescidos. O poro 

excretor mede 71,5 ± 1,8 µm, o anel nervoso localiza-se no primeiro terço da porção 

anterior e mede 31,3 ± 2,2 µm. Cauda - poro anal mede 38,9 ± 1,9 µm; possui oito 

corpos celulares no início da cauda, com um espaço anucleado e finalizando com 

um único corpo celular na sua extremidade; a cauda afina abruptamente na sua 

porção final.  Comprimento total da microfilaria 208,8 ± 12,8 µm e largura: 60,2 ± 4,8 

µm. 

IV. Embainhada 2: Bainha - microfilaria com bainha curta em ambas as 

extremidades, a bainha anterior mede 5,5 ± 4,1 µm e a posterior 11,2 ± 3,7 µm. 

Corpo - o espaço cefálico possui um gancho e é desprovido de corpos celulares. O 

corpo é preenchido por inúmeros corpos celulares pequenos coalescidos.  No terço 

inicial os corpos celulares estão dispostos em menor quantidade e espaçados, o que 

caracteriza um padrão de pintas a esta porção da microfilaria. O poro excretor mede 

43,9 ± 4,2 µm, o anel nervoso não é visualizado. Cauda - possui oito corpos 

celulares enfileirados na cauda, com ausência de corpos celulares na extremidade 

final. O poro anal mede 38,1 ± 2,8 µm; a cauda afina suavemente na sua porção 

final.  Comprimento total 216,4 ± 6,5 µm e largura 60,8 ± 5,5 µm. 

V. Acantocheilonema sp.: Bainha - microfilaria sem bainha. Corpo - o espaço 

cefálico é desprovido de corpos celulares. O corpo é preenchido por inúmeros 

corpos celulares pequenos coalescidos.  O poro excretor mede 74,5 ± 5,2 µm, o anel 
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nervoso mede 25,5 ± 3 µm é visualizado. Cauda - possui cinco corpos celulares 

enfileirados na cauda, com ausência de corpos celulares na extremidade final. O 

poro anal mede 52,2 ± 12,6 µm; a cauda afina em formato pontiagudo na sua porção 

final.  Comprimento total 242,1 ± 7,5 µm e largura 46,7± 3,7 µm. 

Com relação à distribuição da infecção por filarídeos em quatis e cães 

domésticos do entorno do parque, os quatis que apresentaram infecção por D. 

immitis foram capturados na área de borda do Parque, enquanto as demais espécies 

identificadas apresentaram-se distribuídas igualmente tanto na borda quanto no 

interior do parque, principalmente na área turística aberta à visitação. Para os cães, 

foi observado que 88% dos casos de filarioses foram diagnosticados na porção 

Norte do entorno do parque. 

Nesta pesquisa não foi observada associação estatística entre a infecção por 

filarídeos e exames hematológicos e bioquímicos realizados nos animais.    
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Figura 4. Morfologia das microfilárias detectadas no teste de Knott em amostras de sangue de quatis (Nasua nasua) e cães 

domésticos do entorno do PARNA Iguaçu e Iguazú. 1. Mansonella ozzardi: A Anterior e posterior; 2. Acanthocheilonema sp: B: 

Anterior e posterior; 3. Mansonella sp – C: anterior e posterior; 4. Gênero novo Embainhada 2 – D: Anterior e posterior ; 5. Gênero 

novo Embainhada 1. – E: anterior e posterior. Microscopia de luz aumento 100x. 
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4. DISCUSSÃO 
 

A análise de diversidade de espécies de filarídeos presentes nos quatis da 

Mata Atlântica do Parque Nacional do Iguaçu mostrou a ocorrência de cinco 

espécies de nematódeos filarídeos, enquanto cães domésticos apresentaram 

infecção por apenas uma espécie. Dos filarídeos diagnosticados, apenas D. immitis 

é descrita no Brasil, o que indica a ausência de dados e o pouco conhecimento 

sobre os Onchocercidae neotropicais. Nas regiões de clima temperado, grande parte 

dos filarídeos de carnívoros selvagens é conhecida e inclui Dirofilaria immitis, D. 

repens, D. ursi, Dipetalonema arbuti, Onchocerca lupi, Acanthocheilonema 

reconditum e Acanthocheilonema dracunculoides (MARCONCINI et al., 1996; 

OTRANTO; DEPLAZES, 2019).  

Entretanto, para a região Neotropical, existem muitas lacunas de informação 

sobre a diversidade de espécies de oncocercídeos ante a grande possibilidade de 

hospedeiros disponíveis e variedade de Biomas que ocorrem em seu território. É 

sabido que, evolutivamente, o isolamento e as trocas de organismos entre os 

continentes ao longo do Período Terciário foram de grande importância para o 

estabelecimento desse grupo de nematódeos na América do Sul, uma vez que este 

continente passou a maior parte desse período geológico isolado dos demais 

continentes (KLEIN; RAJAN, 2002). Durante esse período ocorreu a principal 

diversificação dos Onchocercidae, devido ao aparecimento e radiação das aves e 

mamíferos, que se tornaram novos nichos de hospedeiros para esse grupo de 

parasitas (BAIN, 2002). 

Na América do Sul, a linhagem Dipetalonema é a mais ancestral e sofreu 

estágios adaptativos sucessivos. Primeiramente, era representada apenas por 

espécies parasitas de marsupiais e xenartros. Posteriormente, alguns gêneros da 

linhagem foram se especializando e apresentaram altas afinidades com os roedores 

caviomorfos e os macacos platirríneos (BAIN; BAKER; CHABAUD, 1982). Outro fato 

importante em relação à diversidade de filarídeos Neotropiciais foi a união das 

Américas após a formação do istmo do Panamá, que favoreceu um influxo de 

mamíferos do Neoártico para a região, trazendo consigo nova fauna filarial, como, 

por exemplo, os parasitas dos gêneros Brugia, Litomosoides e Cercopithifilaria 

(BAIN, 2002). 
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O entendimento do processo de diversificação dos Onchocercidae na região 

Neotropical é primordial para a compreensão da elevada riqueza de filarídeos 

observada neste estudo. Os nematódeos Onchocercidae podem ser divididos em 

cinco clados distintos. O Clado 1, composto por espécies basais parasitas de 

anfíbios e répteis; o Clado 2, composto por representantes da subfamília Setariinae; 

o Clado 3, formado por representantes ancestrais dos Dirofilariinae e 

Onchocercinae; o Clado 4, constituído pela linhagem Dipetalonema; e o Clado 5, 

composto por representantes mais derivados das subfamílias Dirofilariinae, 

Onchocercinae e Splendidofilariinae e agrupa os principais gêneros parasitas de 

humanos (LEFOULON et al., 2015). Nos quatis do PARNA Iguaçu foi possível 

observar que os filarídeos identificados pertencem aos Clados 3 e 5, enquanto a 

espécie diagnosticada nos cães domésticos pertence ao Clado 4. Das cinco 

espécies diagnosticadas nos quatis quatro pertencem ao clado 5, o que indica que 

os filarídeos que infectam os quatis, na região neotropical são constituídos 

primordialmente por espécies mais recentes e derivadas.  

Para a população de quatis estudada, Mansonella sp. foi o gênero  

predominante, e pela proximidade filogenética e agrupamento junto a M. ozzardi, 

pode-se sugerir que as duas espécies identificadas nos quatis possam  ser uma 

subespécie ou estar inserida num complexo da espécie M. ozzardi. O gênero 

Mansonella é diverso e possui como hospedeiros primatas, carnívoros, sciurídeos, 

tupaídeos e ungulados, além de seres humanos, principalmente na África e na 

América do Sul (ANDERSON, 2000). As espécies válidas de Mansonella são 

classificadas em sete subgêneros: Filyamagutia, Pseudolitomosa, Tupainema, 

Cutifilaria, Mansonella, Tetrapetalonema e Esslingeria (UNI; BAIN; TAKAOKA, 

2004). Mansonella (Tupainema) é um subgênero monoespecífico e parasita apenas 

tupaídeos. O subgênero Mansonella é parasita de carnívoros da região holártica e 

de sciurídeos e humanos na América do Sul. Mansonella (Tetrapetalonema) é um 

subgênero exclusivo de macacos platirrinos da America do Sul. O subgênero 

Mansonella (Esslingeria) é encontrado em macacos antropoides e humanos na 

África, e roedores caviomorfos na América do Sul. Mansonella (Cutifilaria) é descrito 

em cervídeos na Europa e na Ásia, Mansonella (Filaymagutia) é um subgênero 

recente, com descrição de uma única espécie parasitando Ursidae no Japão, e, por 
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último, o subgênero Mansonella (Pseudolitomosa) parasitando sciurídeos também 

no Japão (BAIN et al., 2015).  

A morfologia das microfilárias do gênero Mansonella, particularmente o 

arranjo dos corpos celulares na cauda, tem sido usada para delineamento desses 

subgêneros (EBERHARD; ORIHEL, 1984). Entretanto, pelas características 

morfológicas observadas nas microfilárias das espécies de Mansonella 

predominantes, não é possível inferir a qual subgênero ela pertence, uma vez que 

as microfilárias das espécies descritas parasitando carnívoros em outras regiões não 

possuem corpos celulares até a extremidade da cauda, e esta é uma das 

características marcantes da microfilária de Mansonella sp. encontrada nos quatis. A 

cauda com corpos celulares até a extremidade é descrita nos subgêneros M. 

(Cutifilaria), M. (Esslingeria) e M. (Tetrapetalonema), porém estes subgêneros nunca 

foram relacionados a hospedeiros da Ordem Carnivora. Com relação às 

características morfológicas da Mansonella sp. 2, é possível afirmar que ela 

pertence ao subgênero Mansonella.  

As características morfológicas das microfilárias associadas ao diagnóstico 

molecular realizado neste estudo demonstraram também a existência de dois novos 

gêneros de filarídeos, cujas microfilárias apresentam bainha. A bainha ocorre em 

algumas espécies que possuem como característica derivada a retenção da 

membrana quitinosa do ovo, mesmo após a extrusão da microfilária no útero 

gravídico da fêmea adulta (MCLAREN, 1972). Nestas espécies é a bainha e não a 

cutícula da microfilária que faz a interface parasita-hospedeiro, e por isso sua 

presença está relacionada com a evasão da resposta imune do hospedeiro, pois a 

composição da bainha a torna impermeável a proteínas grandes, como os 

anticorpos (ZAHNER et al., 1995). O fenótipo das embainhadas 2 identificado 

molecularmente nos quatis possui um gancho cefálico. Essa estrutura é comum a 

algumas espécies do gênero Brugia, Wuchereria e Loa e é utilizada pela microfilária 

na penetração dos tecidos durante a migração e maturação no hospedeiro 

intermediário. Após ingestão da microfilaria pelo hospedeiro intermediário, o gancho 

movimenta-se ativamente durante o período de migração entre o estômago e o tórax 

(LAURENCE; SIMPSON, 1968). Essas estruturas cefálicas, quando evertidas, giram 
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em torno do eixo de cada lábio da microfilária e ao fazê-lo tornam possível que a 

microfilária corte qualquer tecido à sua frente (ESSLINGER, 1962).  

Outra observação relevante quanto aos gêneros encontrados neste estudo, 

cujas microfilárias são embainhadas, é que estes estão agrupados filogeneticamente 

próximos a Wuchereria brancrofti, Brugia timori, B. malayi e B. pahangi, sendo estas 

espécies conhecidas por causarem as filarioses linfáticas humanas. Este achado 

pode sugerir que estas novas espécies também tenham como hábitat o sistema 

linfático de seus hospedeiros e que, pelas características evolutivas do clado ao qual 

pertencem e proximidade genética com espécies parasitas de humanos, também 

possam ter potencial zoonótico. Os filarídeos zoonóticos evoluíram num contexto de 

60 milhões de anos e são um grupo heterogêneo dentro da família Onchocercidae, 

que resultaram de dois processos evolutivos distintos: alguns parasitas de humanos 

evoluíram dos primatas e/ou os seres humanos foram infectados por filárias, que são 

fundamentalmente parasitas de um grupo hospedeiro zoologicamente não 

relacionado (KLEIN; RAJAN, 2002).  

A origem diversa das filarioses humanas demonstra a plasticidade destes 

nematódeos. Seus hospedeiros animais são diversos: carnívoros para as 

dirofilarioses (NOZAIS; BAIN; GENTILINI, 1995); ungulados como bovinos, cavalos 

e javalis para as onchocercoses (UNI et al., 2001; TAKAOKA et al., 2001); e 

macacos africanos para Mansonella rodhaini (cf (RICHARD-LENOBLE et al., 1988) e 

Meningonema perruzzi (cf (BOUSSINESQ et al., 1995)). Em áreas florestais, os 

reservatórios animais não são totalmente identificados e a ocorrência de outras 

espécies zoonóticas é imprevisível (BAIN, 2002). É importante ressaltar que, nos 

últimos 50 anos, muitas espécies de nematódeos filarídeos tornaram-se conhecidas 

mundialmente como patógenos emergentes de humanos (PAMPIGLIONE et al., 

1995, 2001; MCCALL et al., 2008; SIMON, 2012), com um aumento do número de 

casos ocorrendo em áreas não-endêmicas (OTRANTO et al., 2012; GENCHI et al., 

2011). 

Em relação a D. immitis diagnosticada nos quatis, além de ser uma zoonose 

emergente com distribuição mundial (OTRANTO et al., 2017), reflete outro aspecto 

importante em relação aos nematódeos filarídeos, que é o intercâmbio de D. immitis 

entre cães domésticos e populações de carnívoros selvagens. Dirofilaria immitis é 
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um parasita comum de canídeos, mas ocasionalmente tem sido isolado de outros 

hospedeiros (ORIHEL; EBERHARD, 1998). Os carnívoros selvagens são 

suscetíveis, e geralmente as infecções ocorrem mais frequentemente como um 

reflexo da infecção de cães domésticos, particularmente em territórios sobrepostos 

(OTRANTO et al., 2015). Entretanto, carnívoros microfilarêmicos infectados também 

podem, na presença de espécies vetoras competentes, atuar como hospedeiros 

reservatórios (IONICA et al., 2017). Nesta pesquisa, nenhum cão avaliado foi 

diagnosticado com D. immitis, porém a circulação desta espécie na população de 

carnívoros selvagens do PARNA Iguaçu pode ser reflexo do intercâmbio de 

parasitas ocorrido, em épocas passadas, entre esses dois hospedeiros, como já foi 

demonstrado para outros helmintos nesta mesma população (MORAES et al., 2017). 

A distribuição da infecção por filarídeos nos cães domésticos no entorno do 

PARNA Iguaçu concentrou-se na região norte do Parque. Nesta porção, a alteração 

da paisagem de Floresta Ombrófila Mista para Floresta Estacional Semidecídua é 

visível, com altitude média de 750 m (SOUZA et al., 2017). Esta porção norte 

corresponde à área de maior altitude e interiorização do PARNA Iguaçu no 

continente (OLIVEIRA-FILHO; FONTES, 2000) e há predomínio de Araucaria 

angustifolia nos vales dos maiores rios desta região, mantendo menores 

temperaturas e maior umidade ambiental por um maior período ao longo do dia 

(FERREIRA, 1999). A paisagem do entorno desta área é constituída em sua maioria 

por agropecuária, pois a declividade do solo nesta área não favorece a manutenção 

de grandes monoculturas de grãos. A topografia irregular, distúrbios antrópicos e a 

alteração da vegetação são incriminados como fatores que podem favorecer a 

manutenção de espécies vetoras e consequentemente o ciclo de enfermidades que 

são transmitidas por vetores. Para enfermidades como as filarioses que tem dípteros 

como vetores, é esperado que as prevalências sejam mais elevadas em altitudes 

mais baixas, onde as temperaturas mais quentes favorecem tanto a sobrevivência 

do mosquito quanto o desenvolvimento do parasita no seu vetor (BENDAS et al., 

2017), fato não observado nos resultados desta pesquisa. 

Entretanto, a espécie de filarídeo identificada nos cães do entorno do PARNA 

Iguaçu pertence ao gênero Acanthocheilonema, que tem como hospedeiros 

intermediários carrapatos, pulgas e piolhos (OTRANTO et al., 2013). No PARNA 
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Iguaçu, em vida livre foram identificadas seis espécies de carrapatos em ambas as 

porções do parque (Norte e Sudoeste), Amblyomma brasiliense, A. coelebs, A. 

incisum, A. ovale, Haemaphysalys juxtakochi e Ixodes aragaoi. Nesta comunidade 

de carrapatos foi observado um padrão temporal, com possível ciclo de vida anual 

para a maioria espécies identificadas, o que significa constância de prevalência de 

carrapatos, independentemente da estação do ano, na área estudada (SUZIN, 

2018). Este fato pode sugerir que o comportamento dos carrapatos no PARNA 

Iguaçu favoreça a manutenção de uma população abundante de vetores para esse 

parasita no entorno do parque e assim, apesar de os fatores ambientais e climáticos 

não serem tão favoráveis, é possível manter a prevalência da infecção por filarídeos 

nos cães domésticos.  

5. CONCLUSÃO 

 O sequenciamento parcial dos genes codificadores das proteínas miosina e 

hsp70 foi eficiente na identificação de gêneros e espécies de filarídeos presentes na 

população de carnívoros estudada.  Por meio dessas análises, cinco espécies de 

filarídeos foram identificadas em quatis presentes no PARNA Iguaçu e sugere-se 

que algumas destas espécies diagnosticadas possam ter potencial zoonótico e, 

portanto, torna-se necessária a realização continuada de inquéritos epidemiológicos 

em animais selvagens, domésticos e seres humanos na região estudada. 

Esta é a primeira pesquisa realizada visando o estudo filogenético de 

filarídeos de carnívoros selvagens brasileiros. Todas as espécies identificadas nesta 

pesquisa são novos registros nos hospedeiros estudados e na localização 

geográfica, sendo, portanto, este trabalho um marco inicial para a ampliação dos 

estudos moleculares de filarídeos de ocorrência na Região Neotropical. 
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CAPÍTULO III Leishmania infantum E Trypanosoma cruzi NA MATA 

ATLÂNTICA: RESERVATÓRIOS SELVAGENS E 

DOMÉSTICOS NA TRÍPLICE FRONTEIRA BRASIL-

ARGENTINA-PARAGUAI 

 

 

1. INTRODUÇÃO 
 

 

A família Trypanosomatidae (Euglenozoa: Kinetoplastida) inclui um grupo de 

protozoários de grande importância em saúde animal e saúde humana (STEVENS et 

al., 2001). Dos oito gêneros conhecidos dessa família, os de maior relevância são 

Leishmania, responsável pelas diversas formas clínicas da leishmaniose tegumentar 

e visceral, e o gênero Trypanosoma, que tem Trypanosoma cruzi como principal 

espécie de interesse em saúde humana, como agente etiológico da doença de 

Chagas, e T. evansi e T. vivax como parasitas de importância para a Medicina 

Veterinária na América (SILVA et al., 2002).  

A leishmaniose visceral encontra-se distribuída mundialmente, principalmente 

nos Países Mediterrâneos, na Américas Central e do Sul, na África Oriental e em 

algumas regiões Asiáticas. Já é endêmica em 89 países, tendo 350 milhões de 

pessoas em risco, 12 milhões de pacientes em tratamento e 400 mil novos casos por 

ano (ALVAR et al., 2012). É uma enfermidade que representa preocupação sanitária 

tanto pela sua expansão geográfica como pela tendência de urbanização. No Brasil 

a doença avança e encontra-se disseminada na periferia das grandes cidades do 

Nordeste, Centro-Oeste e Sudeste (SOUZA et al., 2010). São descritas 

aproximadamente 53 espécies de Leishmania dentro dos cinco subgêneros e 

complexos: Leishmania, Viannia, Sauroleishmania, Complexo enrietti e 

Paraleishmania, sem considerar as sinonímias. Destas espécies, 31 são descritas 

parasitando mamíferos e 20 como patogênicas para seres humanos (AKHOUNDI et 

al., 2016). Sua transmissão ocorre por meio de dípteros do gênero Lutzomyia no 

Novo mundo e pelo Phlebotomus no velho continente (MAROLI et al., 2013).  

No Estado do Paraná, o vetor da leishmaniose visceral foi descrito pela 

primeira vez em 2012, em Foz do Iguaçu (SANTOS et al., 2012). Os casos caninos 

autóctones já demonstravam a expansão rápida do agente (BISETTO-JUNIOR et al., 
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2014). O primeiro caso humano no estado do Paraná foi relatado em 2015. Apesar 

dos esforços do governo municipal e de agências estaduais de saúde, não foi 

possível conter a propagação do vetor e a dispersão do agente entre cães e 

humanos, levando a duas mortes em apenas dois anos na cidade de Foz do Iguaçu 

(SESA, 2016)  

Outro parasita de importância dentro da família Trypanosomatidae é 

Trypanosoma cruzi, transmitido pelo contato com fezes de triatomíneos infectados 

na pele e/ou membranas mucosas em solução de continuidade (RASSI et al., 2010) 

ou por via alimentar, pela ingestão acidental de triatomíneos junto com alimentos 

como açaí e caldo de cana (SHIKANAI-YASUDA; CARVALHO, 2012; MAGALHÃES-

SANTOS, 2014) e carne de caça (DIAS, 2006; COURA, 2015), enquanto a 

transmissão de T. evansi e T. vivax ocorre por meio da picada de vetores das 

famílias Tabanidae e Stomoxydae (SILVA et al., 2002), além de fômites.  

Atualmente, T. cruzi é encontrado circulando na natureza entre mais de uma 

centena de espécies de hospedeiros mamíferos representando sete diferentes 

ordens e entre dezenas de espécies de vetores (NOIREAU et al., 2009). Para T. 

evansi e T. vivax, os principais hospedeiros domésticos são bovinos, equinos e 

cães, enquanto os reservatórios silvestres variam de acordo com a espécie de 

Trypanosoma, sendo para T. evansi os carnívoros selvagens, capivaras e morcegos 

hematófagos, e os cervídeos para T. vivax (SILVA et al., 2002). 

Dessa forma, devido à importância para o cenário da saúde pública atual, 

esta pesquisa visou o estudo de parasitas zoonóticos da família  Trypanosomatidae 

em mamíferos selvagens e cães domésticos no PARNA Iguaçu, que é uma área-

chave para a conservação da Mata Atlântica do sul brasileiro e que está inserido no 

município onde foi identificado o primeiro relato autóctone de leishmaniose visceral 

americana em cães e humanos no estado do Paraná. 

 

2. MATERIAL E MÉTODOS 
 
 
2.1. Área de estudo  

 

A região de estudo localiza-se no Parque Nacional do Iguaçu, que é o único 

fragmento de mata atlântica de interior brasileira (Floresta Ombrófila Mista) com 
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mais de 185 mil ha, que mantém seus processos ecológicos, e sua diversidade de 

espécies proporcionada pela existência de um mosaico de ambientes (SOUZA, 

2017). O Parque Nacional do Iguaçu localiza-se na região Sul do País, no oeste do 

Estado do Paraná, e possui área total de 185.265 ha, com 420 km de perímetro 

(IBAMA, 2000) (Figura 1)  

Figura 1. Localização geográfica do PARNA Iguaçu. Os ícones representam os 

locais de coleta de cães domésticos e de mamíferos selvagens. 

 

2.2. Captura dos animais 
 
 

Foram capturados 251 mamíferos por meio de 17 armadilhas Tomahawk, 05 

armadilhas Sherman e puçás, no período entre 2014 e 2019. Os animais foram 

sedados com a associação comercial de zolazepam e tiletamina 5 mg/kg, 

intramuscular, para avaliação física, biometria e coleta de amostras. Cada animal foi 

identificado com um brinco numerado, para evitar recapturas. Foram colhidos 10 ml 

de sangue após venopunção da jugular em tubos com e sem EDTA. A idade dos 

animais foi estimada de acordo com Olifiers et al. (2010). A identificação de roedores 
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foi realizada no Museu Nacional/UFRJ. Além disso, foram coletadas amostras de 

baço e fígado de 33 mamíferos oriundos de atropelamento na BR 469, no interior do 

PARNA Iguaçu (Tabela 1). 

 

Tabela 1. Descrição das espécies de mamíferos selvagens capturadas no PARNA 
Iguaçu, cadáveres de mamíferos necropsiados, quantidade de indivíduos capturados 
por táxon e tipo de amostra analisada. 
 

IDENTIFICAÇÃO 
TAXONÔMICA 

Capturas Cadáveres TIPO DE AMOSTRA 

Carnivora 
     Cerdocyon thous 
     Nasua nasua 
     Leopardus pardalis 
     Leopardus guttulus 
     Herpailurus yagouaroundi 
     Panthera onca 
     Puma concolor 
Total 

 
-- 

157 
01 
01 
01 
01 
01 

162 

 
04 
17 
-- 
02 
-- 
-- 
-- 
23 

 
Baço e fígado 
Sangue total/baço e figado 
Sangue total 
Sangue total/baço e figado 
Sangue total 
Sangue total 
Sangue total 
 

Rodentia 
     Dasyprocta azarae 
     Myocastor coypus  
     Akodon sp. 
     Euryorizomys  
Total 

 
03 
-- 
15 
04 
22 

 
03 
01 
-- 
-- 
04 

 
Sangue total/baço e figado 
Baço e fígado 
Sangue total 
Sangue total 
 

Didelphimorfia 
      Didelphis aurita 
      D. albiventris 
      Caluromys lanatus 
      Philander frenatus 
      Metachirus nudicaudatus 
Total 

 
38 
15 
01 
06 
07 
67 

 
03 
-- 
-- 
-- 
-- 
03 

 
Sangue total/baço e figado 
Sangue total 
Sangue total 
Sangue total 
Sangue total 
 

Cingulata 
       Dasypus novemcinctus 
Total 

 
-- 
 

 
02 
02 

 
Baço e fígado 
 

Pilosa 
      Tamandua tetradactyla 
Total 

 
-- 
-- 

 
01 
01 

 
Baço e fígado 

 

A amostragem de cães domésticos foi dividida nas áreas rural e urbana. A 

área rural do entorno do Parque foi estabelecida em um raio de até  1 km de 

distância entre as propriedades rurais e o limite do PARNA Iguaçu; além disso, 

capturas ocasionais de cães domésticos também ocorreram no interior do parque. 

Foram visitadas 64 propriedades rurais em oito municípios lindeiros ao Parque: Foz 
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do Iguaçu, Santa Terezinha de Itaipu, São Miguel do Iguaçu, Matelândia, Céu Azul, 

Santa Tereza do Oeste, Lindoeste e Capitão Leônidas Marques, o que resultou na 

amostragem de 141 cães na área rural, além de quatro cães capturados no interior 

do parque.  A amostragem de cães da área urbana foi realizada em um abrigo 

particular no município de Foz do Iguaçu. Após autorização dos proprietários, os 

cães foram contidos fisicamente para exames físicos e coleta de amostras 

sanguíneas por punção da veia cefálica. No abrigo de cães, foram avaliados 81 

animais, totalizando a amostragem da pesquisa em 226 cães domésticos.  

 

2.3. Captura de triatomíneos 
 

Foram realizadas quatro campanhas de captura utilizado armadilhas do tipo 

luminosa (BERENGER et al., 2009). Em cada local escolhido foram instaladas duas 

armadilhas, dependendo do tamanho do ecótopo, por o período de uma noite.  

Foram coletados seis insetos pertencentes à família Reduviidae, sendo dois 

Brontostoma colossus, um Harpactor sp., dois Stenopoda sp. e um Apiomerus sp.  

As espécimes de reduvidae coletadas foram mantidas em tubo falcon de 50 mL 

contendo álcool etílico absoluto e foram encaminhados para o Departamento de 

Ciências Biológicas da Faculdade de Ciências Farmacêuticas, Universidade 

Estadual Paulista Júlio de Mesquita Filho, em Araraquara, SP, Brasil, onde foram 

identificados em nível de gênero por meio de chaves taxonômicas propostas por 

Lent & Wygodzinsky (1979) e Galvão (2014) e estão em fase de análises 

moleculares para identificação de espécie.  

 

2.4. Diagnósticos de Tripanosomatidae 
 

2.4.1 Diagnóstico sorológio de Leishmania spp. 

 

 O diagnóstico sorológico foi realizado comparando-se dois testes. O teste 

comercial DPP®, produzido pela Biomanguinhos/FIOCRUZ (Rio de Janeiro, Brasil), 

e a reação de imunofluorescência indireta (RIFI), que é um dos métodos sorológicos 

indicados pelo Ministério da Saúde para o diagnóstico de leishmaniose em cães 

domésticos. 
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 O DPP foi realizado de acordo com as recomendações do fabricante. A RIFI 

foi realizada no Laboratório de Imunopatologia do Departamento de Patologia 

Veterinária da FCAV/UNESP. Foram utilizadas lâminas comerciais Imunoteste 

Leishmania®, do laboratório Imunodot (Jaboticabal, Brasil) e soro IgG anti-cão 

conjugado com isotiocianato de fluoresceína (SIGMA-ALDRICH, Alemanha) diluído a 

1:64 em PBS contendo 1 mg% de Evan´s Blue. Foram consideradas amostras 

positivas as que titularam a partir da diluição 1:40. Todas as amostras positivas 

foram tituladas até tornarem-se negativas. 

 

2.4.2.  Diagnóstico molecular e sequenciamento 
 

A extração do DNA das amostras de sangue e tecidos foi realizada utilizando-

se o protocolo otimizado pelo Laboratório de Epidemiologia Molecular 

(FCAV/UNESP) de acordo com o proposto por Bag et al. (2016). Para triagem das 

amostras que apresentavam parasitas da família Trypanosomatidae foram utilizados 

os oligonucleotídeos iniciadores da região mitocondrial do Citocromo B CytB F1/R2 

(LOPES et al., 2016) para amplificação de uma banda de 377 pb. As reações foram 

compostas por tampão 1X (KCl 50 mM, TRIS-HCl 200 mM, pH 8,4); 2 mM de MgCl2; 

0,2 mM de dNTP’s; 0,5 U de Platinum Taq DNA polimerase (Invitrogen); 2,5 pmol de 

cada primer; BSA 0,001 mg, 100 ng de DNA genômico total e água pura estéril para 

20 μL. A amplificação ocorreu em um termociclador Nexus (Eppendorf) programado 

para realizar um ciclo a 95°C por 3 minutos; 35 ciclos a 94°C por 30 segundos, 52°C 

por 30 segundos, e 72°C por 40 segundos; e um ciclo final a 72°C por 10 minutos.  

As amostras positivas para o citocromo B foram também amplificadas para a 

região 18S rDNA de Trypanosomatidae utilizando-se os primers 18S-561 F/R 

(NOYES et al., 1999). Ambas as regiões foram submetidas à PCR de 

sequenciamento utilizando-se o kit BigDye Terminator v3.1 (Applied Biosystems), 

conforme instruções do fabricante. O sequenciamento foi realizado por eletroforese 

de capilar em um sequenciador ABI3130 (Applied Biosystems). Os eletroferogramas 

gerados foram submetidos ao pacote de programas Phred/Phrap/Consed (GREEN, 

1996; EWING; GREEN,1998; GORDON; ABAJIAN; GREEN, 1998) para verificação 

da qualidade de bases e corte das extremidades das sequências, levando-se em 

consideração bases com qualidade Phred igual ou superior a 20. As sequências 
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qualificadas deste estudo e as do banco de dados do NCBI foram alinhadas 

utilizando-se a ferramenta MUSCLE (EDGAR, 2004). Para as análises filogenéticas, 

o melhor modelo evolutivo foi selecionado de acordo com o critério de informação de 

Akaike (AIC) utilizando-se a ferramenta ModelTest 3.7 (POSADA; BUCKLEY, 2004).  

As árvores filogenéticas foram obtidas pela análise bayesiana utilizando-se o 

algoritmo Markov Chain Monte Carlo (MCMC) pelo software MrBayes 3.2.3 

(RONQUIST; HUELSENBECK, 2003). O modelo evolutivo utilizado foi 

correspondente ao tipo de substituição 6 e distribuição gamma. As análises foram 

realizadas em quatro cadeias com 10.000.000 de gerações, sendo as árvores 

amostradas a cada 100 gerações. Ao final das análises, obtendo-se desvio padrão 

inferior a 0,01, 25% das árvores geradas inicialmente foram descartadas. Os 

filogramas obtidos foram editados graficamente pelo software Dendroscope 3 

(HUSON; SCORNAVACCA, 2012). A árvore bayesiana de DTU’s de Trypanosoma 

cruzi foi editada  utilizando-se o software SplitsTree (HUSON; BRYANT, 2006). 

Foram utilizados como grupos externos, para enraizamento das árvores, 

Leptomonas mirabilis (JQ359729.1) para a região 18s rDNA e Endotrypanum 

monterogeii (AB434688.1) e Leptomonas pyrrhocoris (MF409189.1) para o 

Citocromo B. Como grupo externo para enraizamento da árvore de DTU’s de T. 

cruzi, foram utilizados três isolados de T. cruzi marinkellei de acordo com Ribeiro et 

al. ( 2018). 

 

2.5. Análise de dados 
 

 

Os animais avaliados foram categorizados em razão da presença de infecção 

parasitária. Para verificação da interferência da parasitose nos exames 

hematológicos e bioquímicos, foi avaliada a normalidade da distribuição dos dados, 

por meio do teste de Anderson-Darling. Quando houve normalidade dos dados, foi 

aplicado o teste F para comparação de variâncias. Em caso de igualdade de 

variâncias foi utilizado o teste t para comparação de duas amostras, e quando não 

houve igualdade das variâncias foi aplicado o teste t de Welch. Os cálculos foram 

realizados utilizando o software R. 
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Com a finalidade de verificar a concordância entre os testes sorológicos 

utilizados na pesquisa foi calculado o indicador Kappa, e calculados os fatores que 

influem na magnitude do Kappa (SIM; WRIGHT, 2005). Para isso foi utilizado o 

pacote EpiR do software R (STEVENSON, 2012). 

 

2.6 Aspectos éticos  
 

Todos os procedimentos adotados nesta pesquisa foram aprovados pela 

Comissão de Ética no uso dos Animais (protocolos 07553/14; 11.510/16 e 

006106/19) e seguiram os padrões internacionais. As capturas foram autorizadas 

pelo Sistema de Autorização e Informação em Biodiversidade (SISBIO protocolo 

55594-6). 

 

3. RESULTADOS 
 

 

Dentre as 510 amostras de carnívoros selvagens e cães domésticos 

analisadas, apenas três amostras de cães domésticos, oriundos do abrigo na cidade 

de Foz do Iguaçu, e uma de quati amplificaram as regiões de citocromo B e 18S de 

Trypanosomatidae, totalizando 1,3% (0,45%-3,8%) de prevalência nos cães da 

região e 0,35% (0,06%-1,97%) nos mamíferos selvagens. A espécie de 

Trypanosomatidae identificada nestes cães por meio do sequenciamento faz parte 

do complexo Donovani e é classificada como Leishmania infantum (Figura 2). 

Nenhum dos 284 mamíferos selvagens avaliados foi positivo na PCR para 

Leishmania spp., apesar de poderem atuar como reservatórios selvagens para os 

agentes etiológicos das leishmanioses tegumentar e visceral, sugerindo assim a 

importância do cão doméstico como principal reservatório para Leishmaniose 

Visceral na região estudada.  

Com relação à prevalência sorológica nos cães domésticos avaliados, 

observou-se 13,27% (9,46%-18,32%) de cães positivos no teste 

imunocromatográfico comercial DPP para Leishmania spp. e 28,76% (23,25%-

34,98%)) na reação de imunofluorescência indireta (RIFI). Destes cães positivos na 

RIFI, 8,4% (5,45%-12,76%) estão distribuídos na área rural do entorno do parque, 
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em quatro dos 14 municípios do oeste paranaense que fazem divisa com o PARNA 

Iguaçu. O restante dos animais positivos encontrava-se no abrigo de cães particular, 

na área urbana do município de Foz do Iguaçu. 

Na RIFI, as amostras foram tituladas nas diluições entre 1:40 e 1:1.280. Foi 

observado que 43,1% das amostras positivas titularam apenas na diluição 1:40; 

38,4% titularam nas diluições entre 1:80 e 1:160 e 18,4% das amostras titularam nas 

diluições entre 1:320 e 1:640. Nenhuma amostra titulou acima de 1:640. O teste de 

concordância de Kappa, comparando os resultados sorológicos obtidos nos testes 

DPP e na RIFI, demonstrou que a concordância entre os testes é de 0,55. Além 

disso, utilizando a RIFI como teste-ouro, foram calculadas a sensibilidade e 

especificidade do teste DPP nesta pesquisa. Pode-se observar que o teste DPP não 

foi muito sensível (46,1%) quando comparado com a RIFI, e apresentou 

especificidade de 100% e acurácia de 84,5%. 

A distribuição de reagentes no entorno do parque ocorreu em maior 

intensidade nos cães da região Norte do Parque, nos munícipios de Céu Azul, Santa 

Tereza do Oeste, Capitão Leônidas Marques e Lindoeste. Com relação ao efeito do 

parasitismo sobre os animais positivos na PCR e sorologia, não foi observada 

associação entre os exames hematológicos, função renal e hepática e a presença 

da infecção por L. infantum nos animais estudados. 

Apesar de não ser identificada a infecção por parasitas do gênero Leishmania 

em nenhum mamífero selvagem estudado, um achado de grande importância desta 

pesquisa foi a identificação molecular de Trypanosoma cruzi em um quati da região 

turística do PARNA Iguaçu, o que configura um dado inédito na região em estudo. 

De acordo com as análises filogenéticas realizadas com as sequências da região 

18S rDNA foi possível tipificar este T. cruzi como TcIV (Figura 3), conforme a 

classificação de tipagem atual em Unidades Discretas de Tipagem - DTU’s.  

 Após a identificação do T. cruzi em quati foram estabelecidas campanhas de 

captura de triatomíneos, visando a descrição dos vetores de doença de Chagas na 

região do PARNA Iguaçu, porém nenhum inseto Reduvidae coletado pertencia à 

subfamília Triatominae, não tendo, desta forma, participação no ci 

clo de transmissão de T. cruzi. 
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Figura 2. Árvores filogenéticas bayesianas (A) das sequências de citocromo B e (B) das 

sequências da região 18S rDNA, presentes em amostras de sangue de cães domésticos e quati 

(Nasua nasua) do Parque Nacional de Iguaçu. As amostras do estudo estão em destaque. Os 

valores nos entrenós correspondem à confiabilidade dos ramos. 

B 

A 
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Figura 3. Árvore filogenética bayesiana ‘split’ de sequências da região 18S rDNA de 

DTU’s de Trypanosoma cruzi do banco de dados e de um quati (N. nasua) do Parque 

Nacional do Iguaçu. 

 

4. DISCUSSÃO 
 

O resultado obtido no sequenciamento das regiões 18S rDNA e Citocromo B 

nas amostras demonstrou que L. infatum circula na população canina da cidade de 

Foz do Iguaçu, e apesar de nenhuma amostra de cão doméstico da área rural ter 

sido positiva nas análises moleculares, foi obtida uma prevalência sorológica 

importante na região rural de outros municípios que fazem divisa com o PARNA 

Iguaçu. A leishamniose visceral americana é uma doença tipicamente rural 

(ASSIMINA et al., 2008) sendo o ser humano e o cão doméstico as espécies mais 

comumente afetadas, embora outras espécies do gênero Leishmania também 

possam ser encontradas parasitando esses hospedeiros (ASHFORD, 2000). Dentre 

os animais domésticos, o cão é a espécie mais importante na epidemiologia da 

leishmaniose visceral americana (SILVA et al., 2005). 
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A partir dos filogramas obtidos nesta pesquisa foi possível observar que as 

amostras caninas agruparam-se num clado formado pelas espécies do complexo 

Donovani. A taxonomia do gênero Leishmania é complexa, uma vez que a 

identificação das espécies não se baseia apenas no diagnóstico molecular, mas 

também na diversidade clínica e geográfica observada nas espécies deste gênero 

(MAURÍCIO, 2018). Desse modo, taxonomistas classificaram as espécies de 

Leishmania que causam a leishmaniose visceral em humanos e cães domésticos, 

dentro do Complexo Donovani (FRAGA et al., 2010). Dentro do complexo Donovani, 

estão descritas quatro espécies: L. donovani (frequentemente dividida em sensu 

stricto, na Índia, e sensu lato, na África Oriental), L. infantum, L. archibaldi e L. 

chagasi. Na América do Sul, L. chagasi foi a nomenclatura adotada para a espécie 

responsável por causar a leishmaniose visceral na região, entretanto, alguns 

estudos, que incluíram várias linhagens de uma ampla faixa geográfica, acabaram 

por suportar a ideia de que L. infantum e L. chagasi sejam sinonímia. Estes estudos 

consideraram também que a epidemiologia nas regiões estudadas é muito 

semelhante, e, portanto, não haveria razões moleculares, clínicas ou 

epidemiológicas que justificassem a separação em duas espécies (KUHLS et al., 

2007; ZEMANOVA et al., 2007; MAURICIO et al., 2006).  

A circulação de Leishmania infantum em cães domésticos no município de 

Foz do Iguaçu foi verificada a partir de 2012, sendo observada uma prevalência de 

2,5% nos animais avaliados na fronteira com a Argentina e de 5,1% nos cães da 

região da fronteira com o Paraguai (DIAS et al., 2018). Como uma das principais 

rotas de dispersão de L. infatum no centro-sul do Brasil, a rota Paraguai-Brasil é 

suportada por análises de genotipagem molecular baseadas em marcadores 

microssatélites, onde verificou-se que as populações paraguaias de L. infantum 

estão presentes nas infecções caninas nos municípios de Foz do Iguaçu e também 

em municípios do Rio Grande do Sul (PASQUALI et al., 2019). Esses achados 

apoiam a hipótese de que o parasita está presente em Foz do Iguaçu há mais tempo 

do que se acreditava, uma vez que, a doença só foi reconhecida recentemente no 

município (THOMAZ-SOCCOL et al., 2017). Apesar destes trabalhos recentes, 

nenhuma pesquisa havia sido realizada com hospedeiros selvagens visando à 

identificação molecular de tripanossomatídeos na mata atlântica do PARNA Iguaçu. 
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Na presente pesquisa, apesar da prevalência nos cães domésticos, nenhum 

dos mamíferos selvagens avaliados foi positivo para L. infantum nas análises 

moleculares, podendo-se sugerir que na região de abrangência do PARNA Iguaçu 

os cães domésticos mantém o ciclo epidemiológico desta zoonose, e são seus 

reservatórios na área estudada (QUINNELL; COURTENAY, 2009). A infecção por L. 

infantum tem sido detectada em algumas espécies selvagens no Brasil, incluindo 

canídeos (FIGUEIREDO et al., 2008; LUPPI et al., 2008; SOUZA et al., 2010), 

primatas (MALTA et al., 2010) e felídeos (DAHROUG et al., 2010), porém até o 

momento não se sabe o papel destas espécies no ciclo epidemiológico desta 

enfermidade (LUPPI et al., 2008; MALTA et al., 2010). Entretanto roedores 

(OLIVEIRA et al., 2005) e marsupiais (SCHALLIG et al., 2007; SANTIAGO et al., 

2007), por possuírem hábitos sinantrópicos são citados como potenciais 

reservatórios e mantenedores do ciclo na área rural e periurbana (SOUZA et al., 

2014). Nesta pesquisa, não foi detectada a presença de Leishmania spp. em 

nenhum roedor e marsupial, sugerindo que as ações de controle da leishmaniose 

visceral em Foz do Iguaçu, importante cidade na Tríplice Fronteira do sul brasileiro, 

devem ser dirigidas para seu principal reservatório, o cão doméstico, e seus vetores 

na área urbana e periurbana. 

O vetor de L. infantum, o flebotomíneo Lutzomyia longipalpis, tem sido 

relatado na Argentina, Uruguai e Paraguai, em áreas que coincidem com a 

ocorrência de leismaniose visceral nesses países (COUSIÑO, 2006). Em Misiones, 

na Argentina, Lu. longipalpis foi encontrada na área urbana de Puerto Iguazú, que 

faz fronteira com a cidade de Foz do Iguaçu, Paraná (SALOMÓN et al., 2010). Em 

2012, Lu. longipalpis foi registrada na cidade de Foz do Iguaçu, sendo sugerido que 

esta espécie esteja dispersa em toda a área urbana de Foz do Iguaçu favorecendo o 

ciclo de transmissão da leishmaniose visceral entre cães domésticos e humanos 

(SANTOS et al., 2012). 

 Com relação à identificação de Trypanosoma cruzi em um quati da região 

turística do PARNA Iguaçu, este é o primeiro relato de diagnóstico molecular da 

infecção em quatis na Mata Atlântica do Sul do Brasil, pois estudos sobre a infecção 

por Trypanosomatidae em quatis foram realizados apenas no Pantanal, no Cerrado 

e na Amazônia (HERRERA et al., 2008; ROCHA et al., 2013; PORFÍRIO et al., 
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2018). Mamíferos selvagens das ordens Artiodactyla, Carnivora, Chiroptera, 

Cingulata, Didelphimorphia, Pilosa, Primata e Rodentia são hospedeiros conhecidos 

de T. cruzi (NOIREAU et al. 2009; JANSEN & ROQUE, 2010). Este parasita é o 

agente etiológico da doença de Chagas, uma das mais importantes infecções 

parasitárias na América latina (HOTEZ et al., 2008) e que enfrenta, na atualidade, 

desafios no cenário epidemiológico principalmente pela possibilidade de tránsmissão 

via oral, uma vez que medidas de controle previamente empregadas não são 

eficazes contra este cenário. Além disso, a compreensão do ciclo silvestre ainda 

está em andamento, pois apesar de T. cruzi ter sido descrito há mais de um século 

(CHAGAS, 1909), existem muitas questões abertas sobre sua ecologia e 

transmissão em ambientes selvagens (ROCHA et al., 2013). 

 Nos últimos anos, devido ao desenvolvimento de ferramentas moleculares 

foram identificados diferentes subtipos genéticos de T. cruzi. Esses subtipos são 

denominados Unidades Discretas de Tipagem (DTU) e servem para propor relações 

genéticas entre os diferentes isolados de T. cruzi, que foram classificados como TcI 

ao TcVI e TcBat. No Brasil, já foram descritas as sete DTUs (ZINGALES et al., 

2012). O subtipo genético identificado parasitando N. nasua do PARNA Iguaçu é do 

tipo TcIV, que tem sua origem na hibridização de TcI e TcII (WESTENBERGER et 

al., 2005; LEWIS et al., 2011) e já foi descrito na Mata Atlântica do sudeste brasileiro 

(DARIO, 2013). É proposto que o tipo TcIV esteja associado ao ciclo de transmissão 

silvestre arbórea, a primatas e a triatomíneos do gênero Rhodnius (YEO et al., 2005; 

MARCILI et al., 2009; ZINGALES et al., 2012), porém, por ser menos frequente que 

a ocorrência de TcI e TcII, a rota de transmissão desta DTU não está totalmente 

esclarecida. Entretanto, recentemente foram observados surtos de doença de 

Chagas por via oral, causados pelos DTU’s TcIII e TcIV, além de serem observados 

também em 50% dos triatomíneos coletados nas proximidades das casas e aldeias 

durante surtos na região amazônica (JANSEN et al., 2015). 

  No estado do Paraná, apenas um único trabalho relata a ocorrência de 

infecção por T. cruzi em triatomíneos e reservatórios na região Noroeste (TOLEDO 

et al., 1997). Apesar de o vetor de T. cruzi não ter sido capturado durante esta 

pesquisa, um espécime de Panstrongylus megistus (Reduviidae:Triatominae) foi 

coletado em 2016 no PARNA Iguaçu, durante outra pesquisa de campo (FONSECA; 
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BARROS, dados não publicados), e foi depositado no acervo da Coleção 

Entomológica Dr. José Maria Soares Barata de Triatominae da Faculdade de 

Ciências Farmacêuticas/UNESP, em Araraquara, SP, indicando a presença deste 

triatomíneo na região estudada.  

 Panstrongylus megistus é um dos principais vetores da doença de Chagas no 

Brasil devido a sua ampla distribuição geográfica (RÊBELO, 1999) e sua capacidade 

de domiciliação nas regiões Sudeste, Centro-Oeste e Nordeste (DIAS, 1987). Na 

região Sul, a ocorrência de P. megistus é mais comum no ambiente silvestre úmido, 

apesar de também já ter sido relatado em domicílios (JURBERG et al., 2004). Possui 

hábito alimentar eclético, podendo realizar sua alimentação em aves, humanos, 

cães, gatos, marsupiais, roedores, ruminantes domésticos, suínos, entre outros 

(CARCAVALLO et al., 1997; VILLELLA et al., 2010). Desta forma, os dados 

levantados aqui nesta pesquisa são de suma importância, uma vez que na mesma 

área estão presentes hospedeiros infectados e vetores competentes para a 

transmissão da enfermidade na região de abrangência do PARNA Iguaçu, sendo um 

alerta para os órgãos de vigilância em saúde. 

Há indícios epidemiológicos de que os carnívoros Neotropicais estejam 

envolvidos nas redes de transmissão de T. cruzi, embora esse potencial de 

amplificação e dispersão das populações do parasita seja variável, pois depende 

das características ecológicas das espécies hospedeiras e peculiaridades 

ambientais regionais (ALVES et al., 2011). Os procionídeos, como os quatis, são 

onívoros (NOWAK, 2005) e se alimentam de invertebrados e mamíferos e, portanto, 

pode-se sugerir que tenham um lugar no topo da cadeia de transmissão do T. cruzi 

(ALVES et al., 2011). Dessa forma, o achado da infecção por T. cruzi em quatis no 

PARNA Iguaçu pode ser decorrente também da dieta generalista deste carnívoro, 

composta principalmente por invertebrados, frutos e pequenos vertebrados (ALVES-

COSTA; FONSECA; CHRISTOFARO, 2004). Outro ponto importante a ressaltar é 

que, devido a esta plasticidade alimentar da espécie, muitas vezes alguns grupos de 

quatis se aproximam de áreas rurais e periurbanas permitindo que indivíduos se 

aproximem de habitações humanas, podendo então serem importantes reservatórios 

e manterem um ciclo silvático-rural da doença de Chagas na região estudada. 
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5. CONCLUSÃO 
 

 

 Os cães domésticos da área urbana e do entorno do PARNA Iguaçu são 

importantes hospedeiros de L. infatum na região estudada. Apesar da grande 

diversidade de espécies selvagens e de ambientes naturais que favorecem um ciclo 

selvagem de L. infantum, a infecção por este parasita não foi detectada em nenhum 

mamífero selvagem amostrado nesta pesquisa. Este achado alerta para a 

necessidade de que ações de controle dos vetores e reservatórios domésticos sejam 

implementadas na região estudada. Até o momento, a leishmaniose visceral vem 

ocorrendo nas áreas urbanas e periurbanas de Foz do Iguaçu, e estas ações 

visariam minimizar o risco de o parasita se estabelecer na área florestal, uma vez 

que a quantidade de espécies de hospedeiros susceptíveis à Leishmania spp que 

habitam o PARNA Iguaçu poderia amplificar o parasita (spillback), o que poderia 

levar a uma explosão de casos da doença em animais domésticos e seres humanos 

no entorno do PARNA Iguaçu.  

Além disso, a presença de T. cruzi na região é mais um fator de alerta, pois 

não há registros de sua presença no oeste paranaense, sendo este o primeiro relato 

do parasita no hospedeiro e na localização geográfica. Por se tratar de uma 

enfermidade de grande importância para a Saúde Pública e que, apesar das 

diversas ações para seu controle, continua em expansão pelo território nacional, é 

recomendada a implantação da vigilância entomológica e epidemiológica nas áreas 

rurais e periurbanas do entorno do PARNA Iguaçu, visando prevenir que ocorram 

casos da doença em humanos. 
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CAPÍTULO IV – CONSIDERAÇÕES FINAIS  
 
 

Os quatis do Parque Nacional do Iguaçu, dentre os carnívoros selvagens 

avaliados nesta pesquisa, demonstraram ser excelentes animais sentinelas para o 

estudo de agentes infecciosos com potencial zoonótico. A presença de cinco 

espécies de filarídeos parasitando este hospedeiro, além da infecção por 

Trypanosoma cruzi, indica o potencial desta espécie de carnívoro generalista como 

importante reservatório de patógenos na Mata Atlântica. Desta forma, é de suma 

importância que, em programas de vigilância em saúde, esta espécie seja incluída 

como espécie-chave em levantamentos e monitoramentos de enfermidades 

zoonóticas na região.  

Apesar do número crescente de casos de leishmaniose visceral canina na 

cidade de Foz do Iguaçu – PR, com base nos dados levantados nesta pesquisa é 

possível afirmar que Leishmania infantum tem circulado prioritariamente na área 

urbana da cidade, tendo os cães domésticos como reservatório da doença. Além 

disso, os mamíferos selvagens avaliados no PARNA Iguaçu não apresentaram 

infecção por Leishmania spp., apesar de poderem atuar como reservatórios de 

algumas espécies do gênero, e dessa forma, sugere-se que não tenham importância 

epidemiológica no ciclo da enfermidade que vêm ocorrendo na região atualmente. 

 

 


