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RESUMO 

 

O rio Paranaíba está localizado predominantemente no bioma Cerrado, com algumas 

manchas de Mata Atlântica. Os pequenos mamíferos são modelos aplicáveis no estudo de 

carrapatos e circulação de patógenos, inclusive em ambientes com diferentes graus de 

degradação. O presente estudo descreve as diferentes espécies de pequenos mamíferos 

não voadores no vale do rio Paranaíba, e a identificação destes como portadores renais de 

leptospiras patogênicas; investiga o papel de pequenos mamíferos não voadores silvestres 

e sinantrópicos na ecologia da leptospirose em uma propriedade rural na região sudeste 

do estado de Goiás e avalia o papel desses animais como hospedeiros para carrapatos em 

áreas de Cerrado no vale do rio Paranaíba. Foram capturados 72 pequenos mamíferos não 

voadores de três espécies de marsupiais (36,1%, 38 espécimes) e oito espécies de roedores 

(63,9%, 46 espécimes). Do total, 24 (33,33%) estavam positivos à PCR do gene lipL32 e 

apenas um espécime de marsupial, Gracilinanus agilis, foi reagente à técnica de 

aglutinação microscópica (MAT) para o sorovar Australis na diluição de 1/100. Frente a 

PCR, 10 roedores (34,48%) e 14 marsupiais (32,56%) foram positivos. Bovinos de 

propriedade na região sudeste do estado de Goiás reagiram principalmente para estirpes 

pertencentes ao sorogrupo Icterohaemorrhagiae, adaptados às espécies de pequenos mamíferos. 

Do total de pequenos mamíferos capturados, apenas 14 espécimes, correspondentes aos 

gêneros Nectomys, Cerradomys, Oecomys, Necromys e Gracilinanus estavam infestados 

por carrapatos. A riqueza de carrapatos foi de pelo menos 04 espécies no Alto Paranaíba 

(Ixodes sp., Ornithodoros sp., Amblyomma dubitatum, Amblyomma sculptum), além de 

larvas de Amblyomma sp.; 02 no Médio Paranaíba (Ornithodoros sp. e Amblyomma 

dubitatum) e larvas de Amblyomma sp.; e apenas 01 no Baixo Paranaíba (Ornithodoros 

sp.). Pequenos mamíferos não voadores cumprem o papel de veiculadores de leptospiras 

patogênicas no vale do rio Paranaíba. Este é o primeiro relato de identificação, via PCR, 

de Gracilinanus agilis, Calomys sp., Hylaeamys megacephalus e Oecomys bicolor como 

portadores renais e veiculadores de leptospiras patogênicas. Pequenos mamíferos 

desempenham relevante papel na ecologia da leptospirose em propriedade rural produtora 

de leite, favorecendo a infecção de bovinos. Carrapatos do gênero Ornithodoros sp. foram 

encontrados parasitando apenas o didelfídeo Gracilinanus agilis. O carrapato da espécie 

Amblyomma dubitatum foi o de maior ocorrência em pequenos mamíferos do vale do rio 

Paranaíba e este parece ser o primeiro registro desta espécie em Nectomys sp. no bioma 

Cerrado. Como também o primeiro registo de Ixodes loricatus parasitando Cerradomys 

sp. e Ixodes loricatus em Rhipidomys sp. no Brasil. 

 

Palavras-chave: Ecologia; Gracilinanus agilis; lipL32; Ecótono; Amblyoma dubtatum 

 

 

 

 

 



ABSTRACT 

 

The Paranaiba’s river is located predominantly without Cerrado biome, with some spots 

of Atlantic Forest. Small mammals are models and no study of ticks and circulation of 

pathogens, even in environments with different degrees of degradation. The present study 

describes the different species of small non-flying mammals in the Paranaíba River 

valley, and their identification as renal carriers of pathogenic leptospiras. Investigates the 

role of small non-flying wild and synanthropic mammals in the ecology of leptospirosis 

in a rural property in the southeastern region of the state of Goiás. In addition, evaluates 

the role of these animals as hosts for ticks in Cerrado areas, in the Paranaíba river valley. 

Seventy-two small non-flying mammals were captured from three species of marsupials 

and eight rodent species. Of these 72, 24 (33.33%) were positive for lipL32 gene PCR 

and only one specimen, Gracilinanus agilis, was MAT reagent for serovar Australis. 

Among the marsupials, 14 (32.56%) were PCR positive, and 10 rodent specimens 

(34.48%) were diagnosed as renal carriers by the same technique. Cattle owned in the 

southeastern region of the state of Goiás reacted mainly to strains belonging to the 

serogroup Icterohaemorrhagiae, maintained by small mammals. Of the total of small 

mammals captured, ticks infested only 14 animals, corresponding to the genera Nectomys, 

Cerradomys, Oecomys, Necromys and Gracilinanus. The tick richness was at least 04 

species in the Alto Paranaíba (Ixodes sp., Ornithodoros sp., Amblyomma dubitatum, 

Amblyomma sculptum) in addition to Amblyomma sp. 02 in the Middle Paranaíba 

(Ornithodoros sp. and Amblyomma dubitatum), and Amblyomma sp. and only 01 in the 

Low Paranaíba (Ornithodoros sp.). Small non-flying mammals play a role of pathogenic 

leptospires carriers in the Paranaíba river valley. This is the first report of PCR 

identification of Gracilinanus agilis, Calomys sp., Hylaeamys megacephala and Oecomys 

bicolor as renal carriers of pathogenic leptospires. Small mammals play a relevant role in 

the ecology of leptospirosis in rural dairy farms, favoring the infection of cattle. Ticks of 

the genus Ornithodoros sp. were found parasitizing only the didelid Gracilinanus sp. The 

Ambliomma dubitatum tick was the most frequent occurrence in small mammals in the 

Paranaíba river valley, and this seems to be the first record of this species in Nectomys 

sp. in the Cerrado biome. As well as the first, record of Ixodes loricatus parasitizing 

Cerradomys sp., and the first record of Ixodes loricatus in Rhipidomys sp. in Brazil. 

 

Keywords: Ecology; Gracilinanus agilis; lipL32; Ecotone; Amblyoma dubtatum 
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1. INTRODUÇÃO 

 

1.1 Leptospira e leptospirose 

 

A leptospirose é uma doença cosmopolita de maior ocorrência em regiões quentes 

e úmidas, que favorecem a sobrevivência da bactéria no ambiente. É transmitida entre 

mamíferos por contato direto entre animais infectados e pela exposição a água, solo e 

alimentos contaminados com a urina de animais portadores renais de Leptospira spp. No 

Brasil, o endemismo dessa doença favorece a exposição da população humana a 

ambientes contaminados e animais infectados, tanto selvagens quanto sinantrópicos e 

domésticos, representando uma ameaça persistente a saúde (FAINE et al., 1999; LEVETT 

et al., 2015; DE SOUZA et al., 2016). 

De caráter zoonotico, caracterizada pelo curso agudo entre os hospedeiros 

incidentais, e de curso crônico a subclínico entre os hospedeiros adaptados. Amplamente 

disseminada, de grande destaque no cenário mundial, causando graves prejuízos à saúde 

pública e à saúde animal. A presença em rebanhos comerciais implicam na diminuição 

da produtividade dos animais, e consequentemente na lucratividade na atividade pecuária 

(CALDAS, 1992; LANGONI et al., 2008; ELLIS, 2015).  

As infecções por leptospiras são classificadas em infecções incidentais e infecções 

por estirpes adaptadas aos hospedeiros. As infecções incidentais são causadas pelos 

sorovares não adaptados, como as infecções a partir de Copenhageni e 

Icterohaemorrhagiae (adaptados a roedores), Tarassovi e Pomona (associados à suínos) 

em bovinos. Já a outra forma de infecção está representada, por exemplo, pelos casos de 

leptospirose em bovinos causadas por sorovares do sorogrupo Sejroe, como Guaricura, 

Wolffi e Hardjo, nos seus genótipos Hardjobovis e Hardjoprajitno (LLANES; 

RESTREPO; RAJEEV, 2016; LOUREIRO et al., 2016; LUCCHESE et al., 2016; 

CORREIA; LOUREIRO; LILENBAUM, 2017). 

Leptospiras são espiroquetas, com aproximadamente 0,1 mm de diâmetro por 6 a 

20 mm de comprimento, pertencentes à família Leptospiraceae, ordem Spirochaetales. 

Possuem membrana composta de mosaico antigênico de lipopolissacarídeo (LPS), com 

aspecto estrutural e imunológico similar a outros microrganismos gram-negativos 

(PICARDEAU; BRENOT; GIRONS SAINT, 2001). São bactérias aeróbias obrigatórias 

com temperatura ótima de crescimento entre 28 a 30°C (FAINE et al., 1999). 
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A classificação fenotípica da Leptospira, antes dividida em Leptospira biflexa, 

saprófitas e Leptospira interrogans, patogênicas, foi substituída por uma classificação 

genotípica. Durante muito tempo a espécie Leptospira interrogans era considerada a 

única que causava leptospirose. Atualmente a família Leptospiraceae está dividida em 13 

espécies patogênicas, com mais de 260 sorovares (ADLER, 2014). A classificação dos 

sorovares é baseada na expressão dos epítopos superficiais em um mosaico de antígenos 

lipopolissacarídeos (LPS), enquanto a especificidade dos epítopos depende da sua 

composição e conformação dos açúcares. De acordo com Faine et al. (1999) as leptospiras 

não são hospedeiro-específicas, porém, alguns sorovares parecem apresentar afinidade a 

algumas espécies de hospedeiro.  

Com a classificação das espécies Leptospira alstonii sp. nov., Leptospira 

vanthielii sp. nov., Leptospira terpstrae sp. nov. e Leptospira yanagawae sp. nov., 

substituindo a nomenclatura de genomoespécies 1, 3, 4 e 5, respectivamente, têm-se 20 

espécies genomicamente classificadas, sendo nove espécies patogênicas, cinco 

intermediárias e seis saprófitas (SMYTHE et al., 2013). Existem ainda mais de 300 

sorovares distintos e 25 sorogrupos (PICARDEAU, 2013).  

 

1.2 Leptospirose em Bovinos 

 

No Brasil, em pesquisas mais recentes, a prevalência para leptospirose em bovinos 

variou heterogeneamente entre os estados da nação que já foram pesquisados. No estado 

de Goiás, de 4.571 amostras colhidas, 62,2% foram positivas para pelo menos um dos 

dezesseis sorovares testados de Leptospira, com predominância de aglutinações de mais 

de um sorovar (40,24%), seguidas principalmente pelos sorovares Wolffi (14,53%), 

Hardjo (12,70%), Grippotyphosa (10,55%) e Shermani (6,55%) (MARQUES et al., 

2010). Em outras pesquisas, realizadas especificamente na região sudeste do estado, 

próximo ao rio Paranaíba, encontraram uma soroprevalência de 18,9% entre bovinos do 

município de Ipameri (PAIM et al., 2016) e 81,1% entre vacas de rebanhos com relatos 

de perdas reprodutivas no município de Goiandira (MOREIRA et al., 2010). 

No estado de Minas gerais, entre 39.012 soros sanguíneos de bovinos provenientes 

de 398 municípios de Minas Gerais de 1980 a 2002, identificaram como sorovariedades 

mais freqüentes: Hardjo (amostra Norma), 23,7%, Hardjo (OMS), 19,7%, Hardjo 

(Hardjobovis), 13,8%, e Wolffi, 13,2%, indicando o caráter não incidental da leptospirose 

nesse estado (ARAUJO et al., 2005). 
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Para os resultados nos estados de Mato Grosso do Sul e São Paulo, observou-se 

uma leve semelhança, se comparado aos demais resultados soroepidemiológicos de 

outros estados do Brasil. No Mato Grosso do Sul 69,8% das amostras de soro foram 

reagentes ao teste de aglutinação microscópica (MAT), e São Paulo apresentou 49,4% de 

amostras positivas, ambos para um ou mais sorovares. Nestes casos, contudo, o sorovar 

Hardjo foi apontado como o mais prevalente, 65,6% e 46,0%, seguido do sorovar Wolffi, 

com 12,3% e 21,0%, respectivamente para os dois estados (CASTRO et al., 2008; 

FIGUEIREDO et al., 2009; MARQUES et al., 2010).  

Em Santa Catarina e no Maranhão a soropositividade dos animais testados foi de 

35%, sendo as respostas aos sorovares Icterohaemorrhagiae, Copenhageni, Hardjo e 

Wolffi os mais frequentes (SILVA et al., 2012; TOPAZIO et al., 2015). A mesma 

prevalência também foi observada no Paraná, entretanto, os anticorpos para o sorovar 

Hardjo foram observados em 54,7% das amostras (HASHIMOTO et al., 2012). 

Prevalência mais alta para leptospirose foi observada em estudo realizado no estado da 

Bahia com 77,9% de animais positivos, o sorovar Hardjo (Hadjoprajitno) foi o mais 

frequente (34,49%), seguido pelos sorovares Shermani e Wolffi (FIGUEIREDO et al., 

2009). 

 

1.3 Epidemiologia 

 

As leptospiras dependem de condições especiais no meio ambiente para que se 

mantenham vivas, como umidade e pH neutro à levemente alcalino, podendo, porém 

sobrevivem por um curto período em pH mais ácido e por até 03 meses em urina diluída 

com águas da chuva (AMATREDJO, 1975). Onde condições como estas são encontradas, 

a prevalência de infecção acidental em humanos é maior. Ambientes favoráveis para a 

sobrevivência de leptospiras são menos importantes na epidemiologia dos hospedeiros de 

manutenção (ELLIS, 2015). 

O ponto central da epidemiologia da leptospirose nos animais domésticos é o 

portador renal excretando leptospiras no ambiente. A transmissão sexual também é 

importante nessas espécies. Em teoria, qualquer leptospira patogênica pode infectar 

qualquer espécie animal. Entretanto, apenas um pequeno número de sorovares é 

endêmico em qualquer região ou país. Além disso, a leptospirose é uma doença que 

mostra uma nidalidade natural, e cada sorovar tende a ser mantida em hospedeiros de 

manutenção específicos (ADLER, 2014).  
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Portanto, em qualquer região, uma espécie animal será infectada por sorovares 

mantidos por essa espécie ou por sorovares mantidos por outras espécies animais 

presentes na área. O relativo importância dessas infecções incidentais é determinada pela 

oportunidade que fatores sociais, gerenciais e ambientais predominantes proporcionam 

contato e transmissão de leptospiras de outras espécies. Tal como acontece com os seres 

humanos, infecções incidentais são mais comuns em climas quentes e úmidos, com 

saneamento inadequado, controle inadequado de roedoressistemas mistos de manejo de 

animais domésticos levando a condições quefornecer contaminação ambiental por uma 

gama diversa de cepas de Leptospirae para a sobrevivência máxima dessas estirpes no 

ambiente (ADLER, 2014). 

Em humanos, a infecção por leptospiras pode ser causada por qualquer um dos 

sorovares patogênicos, o que torna complexo o estudo epidemiológico da doença (ELLIS, 

2015). Diversas espécies de mamíferos servem de reservatórios para o agente e mantém 

a transmissão da leptospirose na natureza. Como determinadas espécies de reservatórios 

costumam estar associadas a alguns sorovares, o conhecimento sobre quais são os 

reservatórios e os sorovares circulantes em uma região é essencial para o entendimento 

da epidemiologia da leptospirose no local (BHARTI et al., 2003; LEVETT, 2014). 

O período de incubação médio após a infecção de um hospedeiro humano por 

leptospiras patogênicas é de 7 a 14 dias. A infecção é capaz de produzir uma grande 

variedade de manifestações clínicas, como uma infecção subclínica seguida de 

soroconversão, uma doença febril aguda autolimitada e a de uma doença grave e 

potencialmente letal que pode se apresentar por qualquer combinação entre insuficiência 

renal aguda, icterícia, sangramentos e pneumonite (BHARTI et al., 2003; MCBRIDE et 

al., 2005; LEVETT, 2014). A forma grave, que se manifesta por icterícia, insuficiência 

renal aguda e sangramento (síndrome de Weil) tem letalidade >10%. A forma grave 

associada a sangramento pulmonar maciço é conhecida como síndrome de hemorragia 

pulmonar grave (SHPS) e apresenta uma letalidade >50%  (MCBRIDE et al., 2005; 

GOUVEIA et al., 2008). 

 

1.4 Reservatórios 

 

1.4.1 Reservatórios Selvagens 

 



21 
 

 
 

Existem três tipos de animais reservatórios de Leptospira spp., selvagens, os 

domésticos e os sinantrópicos. Os principais reservatórios selvagens são os pequenos 

mamíferos, os répteis e os anfíbios. Ainda não foi possível a identificação do papel das 

aves e dos insetos na manutenção e circulação de leptospiras, embora se acredite na sua 

possível contribuição na transmissão da leptospirose (FAINE et al., 1999).  

O sorovar Australis foi isolado de rato-d’água (Nectomys squamipes), e os 

sorovares Bataviae, Ballum, Icterohaemorrhagiae, Grippotyphosa e Castellonis 

apresentam como reservatórios espécies da família Didelphidae, representada pelos 

gambás (CORDEIRO et al., 1981; CORRÊA, 2007; LANGONI et al., 2008; JORGE et 

al., 2012). 

Animais domésticos, após a fase septicêmica da doença, sofrem uma colonização 

dos túbulos renais pelas leptospiras remanescente à essa primeira fase, e esses animais 

começam a eliminar leptospiras, através da urina, constituindo a fase leptospiúrica. Nos 

reservatórios selvagens e sinantrópicos não existem registros dos animais que apresentam 

sinais clínicos da doença, no entanto, eles eliminam leptospiras no ambiente, por semanas, 

meses ou por toda a vida (ELLIS, 2015; SMYTHE et al., 2013).  

 

1.4.2 Roedores sinantrópicos 

 

Dentre os reservatórios sinantrópicos os roedores são os reservatórios habituais 

das leptospiras no ambiente urbano. Acredita-se que entre os roedores sinantrópicos o 

rato de esgoto (Rattus norvegicus) tem o papel de maior risco com relação à transmissão 

da leptospirose no ambiente urbano já que numerosos estudos têm identificado esta 

espécie como o reservatório predominante de Leptospira na cercania dos domicílios de 

pessoas com a doença (VINETZ et al., 1996; PEZZELLA et al., 2004; FARIA et al., 

2008; MATTHIAS et al., 2008). 

Adicionalmente, os casos graves de leptospirose nas maiores cidades Brasileiras 

são causados predominantemente por um único sorovar Leptospira interrogans sorovar 

Copenhageni, o qual está associado ao R. norvegicus, embora os ratos de esgoto estejam 

associados também à manutenção de outros sorovares do sorogrupo Icterohaemorrhagiae 

( KO et al., 1999; BAROCCHI et al., 2001; ROMERO; YASUDA, 2006). 

 

1.5 Diagnóstico para leptospirose 

 



22 
 

 
 

1.5.1 Diagnóstico Indireto 

 

1.5.1.1 MAT 

 

O MAT é o procedimento laboratorial mais utilizado para o diagnóstico de 

Leptospirose. É considerado o teste diagnóstico ouro para leptospirose pela Organização 

Mundial de Saúde (OMS), e pela Organização Mundial de Saúde Animal (OIE) (ELLIS, 

2015; ADLER, 2014). Esse teste necessita de estirpes representativas dos principais 

sorogrupos conhecidos mais aqueles que são mantidos pelos animais reservatórios da 

região (ELLIS, 2015).  

Baseia-se na identificação da aglutinação do soro do paciente com antígenos vivos 

em microscópio de campo escuro. O teste é considerado específico e sensível na fase 

imune da doença, permitindo a identificação do sorogrupo infectante, sendo uma 

importante ferramenta clínico-epidemiológica. Porém, o teste possui baixa sensibilidade 

na fase inicial da doença (CRODA et al., 2007), bem como em casos crônicos, onde os 

títulos de anticorpos podem ser muito baixos (ELLIS et al., 2015).  

O MAT tem como desvantagem a não diferenciação de anticorpos vacinais 

daqueles produzidos pela infecção natural, embora os maiores títulos sejam indicativos 

desta última. Poucas reações falso-positivas ocorrem, já que os antígenos de superfície 

não são compartilhados com outros organismos. Porém, reações cruzadas causadas por 

exposição à leptospiras do mesmo sorogrupo podem ocorrer (SMITH et al., 1994). 

A interpretação do MAT é complicada pela já citada reação cruzada entre 

sorovares, principalmente na fase inicial da doença, em que se tem uma maior 

concentração de IgM, um anticorpo menos especifico que o IgG, e que pode aumentar as 

taxas de coaglutinações. Sendo assim, muitas vezes podem ocorrer títulos similares para 

todos os sorovares de um mesmo sorogrupo (LEVETT, 2014). 

 

1.5.2 Diagnóstico Direto 

 

1.5.2.3 Reação em Cadeia da Polimerase (PCR) 

 

Consegue-se amplificar o DNA de Leptospira spp. a partir de soro, urina, humor 

aquoso, líquor e vários órgãos pós-mortem (LEVETT, 2014). Já foram descritos ensaios 

de PCR quantitativos com inúmeros genes alvo, entre eles o lipL32, próprio de leptospiras 
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patogênicas (MERIEN et al., 2005; PALANIAPPAN et al., 2005; AHMED et al., 2009; 

STODDARD et al., 2009). Outros genes comuns à leptospiras patogênicas, utilizados em 

ensaios de PCR são o lig e lfb1 (AHMED et al., 2009). Em uma pesquisa realizada na 

Tailândia, de caso controle, numa população com alta prevalência, conseguiu-se 

comprovar que a técnica da PCR é mais sensível que o diagnóstico por isolamento 

(THAIPADUNPANIT et al., 2011). Entretanto, menos sensível que o Teste de 

Aglutinação Microscópica, caso não se tratar de uma espécie reservatório (BROWN et 

al., 1995).  

Ensaio de PCR em tempo real geralmente são usados para quantificar a carga 

bacteriana de Leptospira spp. em tecidos, fluidos, excreções e secreções (SEGURA et al., 

2005; AGAMPODI et al., 2012; TUBIANA et al., 2013). Uma limitação do diagnóstico 

baseado nesta técnica é a incapacidade de identificar o sorovar infectante, desta forma é 

uma ferramenta ainda limitada na vigilância epidemiológica de populações e áreas. A 

identificação do sorovar só é possível frente ao isolamento a partir de animais infectados 

ou portadores renais, embora acredita-se que essa identificação seja possível num futuro 

próximo (ADLER, 2014). 

 

1.5.2.4 Isolamento 

 

As leptospiras requerem meios especializados para o isolamento, são de difícil 

recuperação, o que diminui a sensibilidade deste método diagnóstico direto. É possível 

recuperar leptospiras a partir do sangue de animais em fase de leptospiremia e, 

principalmente, de urina e tecido renal de animais na fase crônica de leptospiúria. As 

culturas de sangue devem ser iniciadas assim que for possível identificar os sinais clínicos 

clássicos ao curso agudo da doença (ADLER, 2014).  

A urina pode ser cultivada a partir do início da segunda semana após aparecimento 

dos sinais clínicos.  A duração da excreção urinária varia, mas pode ser de várias semanas 

a meses (BAL et al., 1994). A contaminação natural desta excreta dificulta o crescimento 

das leptospiras, devendo-se usar meios de cultura seletivos, com adição de antibióticos, 

para favorecer o crescimento dessas espiroquetas.  As culturas são incubadas em 28-30° 

C e examinados semanalmente por microscopia de campo escuro, por até 16 semanas 

(MAGAJEVSKI et al., 2005; MIRAGLIA et al., 2003; ADLER, 2014).  

As leptospiras isoladas são identificadas por métodos sorológicos, ou mais 

recentemente, por técnicas moleculares. Os métodos sorológicos necessitam de 
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anticorpos monoclonais padrão para sua realização. Entretanto, para a produção destes 

anticorpos, necessita-se de laboratórios especializados e com mão de obra capacitada. 

Anticorpos monoclonais estão disponíveis para identificação de muitos sorovares, mas 

não para todos, principalmente para os novos isolados (KROVER et al., 1988; ADLER, 

2014). 

  

1.6 Carrapatos em pequenos mamíferos 

 

Carrapatos estão entre os principais artrópodes vetores de patógenos que afetam 

humanos e animais (GUIMARÃES; TUCCI; BARROS-BATTTESTI, 2001; 

JONGEJAN; UILENBERG, 2004). Têm, portanto, grande impacto na saúde pública, 

pecuária e conservação da biodiversidade (CLEAVELAND; LAURENSON; TAYLOR, 

2001). Estão envolvidos na epidemiologia de doenças humanas importantes, como 

Doença de Lyme, Febre das Montanhas Rochosas e Febre Maculosa Brasileira 

(THORNER; WALKER; PETRI, 1998; OSTFELD; KEESING, 2000; SANGIONI et al., 

2005). 

A perda de hábitat afeta as comunidades animais de forma muito variável, porém 

é comum que haja favorecimento de algumas espécies em detrimento de outras 

(ANDRÉN; ANDREN, 1994; BENNETT, 1990; BENDER; CONTRERAS; FAHRIG, 

1998; BROOKS et al., 2002; BUCHMANN et al., 2013; JOHNSTONE; LILL; REINA, 

2014; SCHLINKERT et al., 2016). Os grupos dos pequenos mamíferos não voadores, 

importantes hospedeiros de formas imaturas de carrapatos, e dos próprios carrapatos, 

como o Amblyomma sculptum, importantes vetores da febre maculosa no Brasil, são 

favorecidos por esses efeitos antropogênicos, como a perda de áreas florestadas, 

apresentando aumento de suas populações (OLIVER, 1989; GALVÃO et al., 2005; 

SZABÓ; PINTER; LABRUNA, 2013).  

 

1.7 Bioma Cerrado e a bacia do rio Paranaíba 

 

O bioma Cerrado é o segundo maior do Brasil, cobrindo originalmente 

aproximadamente de 2 milhões de km², o que corresponde a 23% do território do país 

(RATTER; RIBEIRO; BRIDGEWATER, 1997). Por ser uma área rica em espécies 

endêmicas e ameaçada por atividades humanas, é considerada um dos “hot spots” da 

biodiversidade global (CINCOTTA; WISNEWSKI; ENGELMAN, 2000).  
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Mais da metade de sua área original tornou-se pastagens e culturas anuais nos 

últimos 35 anos, restando apenas 20% da área original do bioma, dos quais somente 2,2% 

estão legalmente protegidos (MITTERMEIER et al., 1999). Estima-se que 20% das 

espécies de animais e plantas endêmicas do Cerrado, e ameaçadas de extinção, não 

ocorram nas áreas legalmente protegidas (KLINK et al., 2005). Isso chama a atenção para 

a importância da preservação de espécies também nessas áreas, que estão fora de parques 

e reservas ecológicas. 

A Bacia do rio Paranaíba está predominantemente inserida no bioma Cerrado, 

entretanto se caracteriza por uma região de ecótono, devido a ocorrência também de 

manchas características de Mata Atlântica. Em função de atividades antrópicas, como a 

bovinocultura de leite, em apenas 21,8% de sua área total ainda resta vegetação nativa 

(ANA, 2013). Está localizada dentro de uma das bacias leiteiras com maior índice de 

produção no Brasil, extrapolando os 30 litros produzidos ao dia, para cada km² 

(EMBRAPA, 2015).  

 

1.8 Justificativas 

 

No Brasil, os pequenos mamíferos não voadores detêm o maior número de 

espécies dentro da classe Mammalia. Esse grupo de animais é representado 

principalmente pelos roedores e marsupiais, que apresentam tanto espécies com ampla 

distribuição, quanto aquelas de ocorrência restrita a algumas áreas (FONSECA et al., 

1996; EMMONS; FEER, 1997). Os pequenos mamíferos, tanto em suas espécies 

selvagens quanto nas sinantrópicas, já foram caracterizados como importantes 

reservatórios de sorovares patogênicos de leptospiras (CORDEIRO et al., 1981; FAINE 

et al., 1999; CORRÊA, 2007; LANGONI et al., 2008; JORGE et al., 2012; LEVETT, 

2014; SOUZA et al., 2016), e também são considerados importantes hospedeiros para 

formas imaturas de carrapatos (OLIVER, 1989). 

As zoonoses parecem estar associadas, em algum nível, a alterações no equilíbrio 

natural entre hospedeiros, vetores e patógenos. Nesse sentido, estudos ecológicos sobre a 

interação entre hospedeiros, vetores e agentes etiológicos, são relevantes para a 

compreensão mais aprofundada das consequências de alterações ambientais (OSTFELD; 

KEESING, 2000; LOGIUDICE et al., 2003; WIMBERLY et al., 2008) e elaboração de 

ações mitigadoras dos problemas resultantes dessas alterações (BROWNSTEIN; 

HOLFORD; FISH, 2003; PRUSINSKI et al., 2006). 
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Informações sobre a importância pequenos mamíferos não voadores na cadeia 

epidemiológica da leptospirose ainda são escassas, e até então não se identificou seu 

verdadeiro papel na manutenção e circulação de leptospiras no ambiente. A PCR, apesar 

de ser considerada uma técnica adequada para identificação de reservatórios, e indicada 

para o diagnóstico de portadores renais, até agora foi muito pouco usada em estudos 

epidemiológicos na América Latina (FARIA et al., 2008; VIEIRA, PINTO; 

LILENBAUM, 2017). 

Os marsupiais dividem seu ambiente de vida com os roedores, desta forma são 

continuamente desafiados por patógenos e vetores comuns às duas espécies, e se infectam 

por contato indireto com este ambiente contaminado. Desta forma, se tornam importantes 

hospedeiros de Leptospira e carrapatos (CORDEIRO et al., 1981; FAINE et al., 1999; 

CORRÊA, 2007; LANGONI et al., 2008; JORGE et al., 2012; LEVETT, 2014; SOUZA, 

et al., 2016; FORNAZARI et al., 2018) 

O risco da infecção por leptospiras, e parasitismo por carrapato depende da 

ecologia das espécies de hospedeiros, como a área de vida, comportamento de 

forrageamento e contato com outras espécies (FORNAZARI et al., 2018). Por isso 

pequenos mamíferos são modelos interessantes para estudos abrangendo carrapatos e 

patógenos, por serem importantes mantenedores de fases imaturas de carrapatos  

(GUGLIELMONE; NAVA, 2011) e de agentes infecciosos, como a Leptospira, no 

ambiente (LEVETT, 2014; ELLIS, 2015; FORNAZARI et al., 2018). 

A importância econômica e a localização central da bacia do rio Paranaíba, a torna 

em uma área sujeita a forte e constante perda de hábitat, com alterações que podem afetar 

todas as relações entre flora, fauna e microbiota associada. Assim, avaliar e acompanhar 

as interações entre todos os componentes da biodiversidade, nessa área, torna-se de 

grande valor regional e também global na compreensão da dinâmica dessas relações.   

Em regiões que apresentem propriedades voltadas à atividade pecuária, nota-se a 

presença conjunta de fragmentos de mata, áreas de culturas perenes e anuais, e pastagens 

com diferentes graus de degradação. A atividade de bovinocultura, ao contrário das 

criações comerciais de aves e suínos, não se caracteriza pela aplicação de medidas rígidas 

de biossegurança, como o isolamento físico do ambiente desses animais. Os bovinos são 

uma espécie comercial criada em ambientes onde não se consegue restringir a presença 

de outras espécies domésticas, sinantrópicas e selvagens. 

Desse modo, roedores selvagens do entorno podem ser atraídos para as 

proximidades das áreas de manejo, das pastagens, assim como podem interagir com os 
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roedores sinantrópicos (Rattus norvegicus, Rattus rattus e Mus musculus) que habitam 

comumente nesses sistemas, devido ao armazenamento de alimento e disponibilidade de 

abrigos (LEUNG; CLARK, 2005). Desta forma o fluxo de parasitas e/ou patógenos pode 

ser mantido e veiculado tanto pelos animais de produção, como pelos pequenos 

mamíferos selvagens e sinantrópicos ( TIMM et al., 1987; KIJLSTRA et al., 2008;  

AKANDE, 2011; FARIÑA et al., 2012; BACKHANS et al., 2013; PINHEIRO et al., 

2013). 

 

1.9 Objetivos 

 

Esta pesquisa teve o objetivo de avaliar o potencial de roedores sinantrópicos e 

selvagens no fluxo de carrapatos e leptospiras patogênicas entre áreas de mata, pastagens, 

e ambientes com maior interferência antrópica (áreas de manejo de bovinos, paióis, silos, 

casas de máquinas, galinheiros, pocilgas e habitações rurais) no vale do rio Paranaíba. 

 

1.9.2 Objetivos específicos 

 

1. Investigar a circulação de leptospiras patogênicas em pequenos mamíferos 

não voadores com ocorrência no vale do rio Paranaíba. 

2. Identificar o papel de pequenos mamíferos não voadores selvagens e 

sinantrópicos na ecologia da leptospirose, em uma propriedade rural da região sudeste do 

estado de Goiás, compreendida em área de cerrado sob influência atlântica. 

3. Identificar sorovares comuns aos bovinos, em uma propriedade rural da 

região sudeste do estado de Goiás caracterizada com enzootia para leptospirose. 

4. Avaliar pequenos mamíferos não voadores como hospedeiros para 

carrapatos em áreas de Cerrado com diferentes características de fragmentação no vale 

do rio Paranaíba, nos estados de Minas Gerais e Goiás. 
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Marsupiais e roedores portadores renais de leptospiras patogênicas no vale do rio 1 

Paranaíba, Brasil. 2 

 3 

Resumo 4 

A bacia do rio Paranaíba está predominantemente inserida no bioma Cerrado, entretanto 5 

se caracteriza como região de ecótono, devido a ocorrência também de manchas 6 

características de Mata Atlântica. Pequenos mamíferos não voadores são animais que 7 

podem responder à fragmentação da vegetação natural, de modo diverso a outros grupos, 8 

com aumento de riqueza e abundância de espécies. Informações sobre a importância de 9 

pequenos mamíferos não voadores na cadeia epidemiológica da leptospirose ainda são 10 

escassas. O presente estudo descreve as diferentes espécies de pequenos mamíferos não 11 

voadores no vale do rio Paranaíba e identificação de marsupiais e roedores como 12 

portadores renais de leptospiras patogênicas. Foram capturados 72 pequenos mamíferos 13 

não voadores, de duas espécies de marsupiais (n = 39) e oito espécies de roedores (n = 14 

33). Dentre os marsupiais, 14 (32,56%) foram positivos à PCR, e 10 espécimes de 15 

roedores (34,48%) foram diagnosticados como portadores renais pela mesma técnica. 16 

Apenas um espécime de Gracilinanus agilis, foi reagente ao MAT (técnica da aglutinação 17 

microscópica) para o sorovar Australis em um título de 100. Pequenos mamíferos não 18 

voadores são importantes reservatórios, cumprindo um papel de veiculadores de 19 

leptospiras patogênicas no vale do rio Paranaíba, principalmente aquelas espécies capazes 20 

de promover uma interface entre os diferentes ambientes estudados (Calomys sp., 21 

Nectomys squamipes), e que apresentaram uma alta frequência de portadores renais 22 

(Gracilinanus agilis). É o primeiro relato de identificação, via PCR, de Gracilinanus 23 

agilis, Calomys sp., Hylaeamys megacephalus e Oecomys bicolor como portadores renais 24 

e veiculadores de leptospiras patogênicas. 25 

 26 

Palavras-chave: Gracilinanus agilis. Reservatório. Ecótono. Mata Atlântica. Cerrado. 27 

 28 

1. Introdução 29 

A leptospirose é uma doença cosmopolita, que ocorre com maior frequência em 30 

regiões quentes e úmidas, onde favorece a sobrevivência da bactéria no ambiente. É 31 

transmitida entre mamíferos tanto por contato direto entre animais infectados, quanto pela 32 
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exposição a água, solo e alimentos contaminados com a urina de animais portadores 33 

renais. No Brasil, o endemismo dessa doença favorece a exposição da população humana 34 

a ambientes contaminados e animais infectados, tanto selvagens quanto sinantrópicos e 35 

domésticos, representando uma ameaça persistente a saúde pública (de Souza et al., 2016; 36 

Faine et al., 1999). 37 

O bioma Cerrado é o segundo maior do Brasil, cobrindo originalmente cerca de 2 38 

milhões de km², o que corresponde a 23% do território do país (Ratter et al., 1997). Mais 39 

da metade de sua área original tornou-se pastagens e culturas anuais nos últimos 35 anos, 40 

restando apenas 20% de sua área original (Brooks et al., 2002). Isso chama a atenção para 41 

um contato cada vez mais íntimo entre os animais de produção, roedores sinantrópicos, 42 

humanos, e as espécies de pequenos mamíferos não voadores selvagens. Assim, o fluxo 43 

de Leptospira spp. no ambiente rural pode ser veiculado pelos pequenos mamíferos não 44 

voadores selvagens, como também pelos roedores sinantrópicos, animais de produção e 45 

de trabalho, aumentando o risco ocupacional da leptospirose para humanos (Akande, 46 

2011; Backhans et al., 2013; Miller et al., 2013; Silva, 2014).  47 

A bacia do rio Paranaíba está predominantemente inserida no bioma Cerrado, 48 

entretanto se caracteriza por uma região de ecótono, devido a ocorrência também de 49 

manchas características de Mata Atlântica. Em função de atividades antrópicas nesta 50 

região, como a bovinocultura, em apenas 21,8% de sua área total ainda resta vegetação 51 

nativa (Agência Nacional de Águas, 2013). Nesse sentido, tal região é uma área sujeita a 52 

forte e constante perda de hábitat, com alterações que podem afetar todas as relações entre 53 

flora, fauna e microbiota associada. Assim, avaliar e acompanhar as interações entre 54 

hospedeiros, agentes infeccioso e ambiente nessa área, torna-se de grande valor regional, 55 

devido as peculiaridades de espécies e da cobertura vegetal encontrada, e também global, 56 
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quando consideramos o conceito de saúde única, na compreensão da dinâmica dessas 57 

relações. 58 

Pequenos mamíferos não voadores são animais que podem responder à fragmentação 59 

de modo diverso a outros grupos, com aumento de riqueza e abundância de espécies 60 

(Pardini, 2004), e a proliferação destas espécies selvagens oportunistas e generalistas, por 61 

sua vez favorecem a proliferação e dispersão de patógenos no ambiente (Daszak et al., 62 

2004; Primack e Rodrigues, 2001). Roedores são os principais reservatórios de 63 

leptospiras nos meios urbano, rural e selvagens. Os marsupiais dividem seu ambiente de 64 

vida com os roedores, desta forma são continuamente desafiados, e se infectam por 65 

contato indireto com este ambiente contaminado. Sendo assim, se tornam importantes na 66 

epidemiologia da leptospirose (Fornazari et al., 2018).  67 

O risco da infecção por leptospiras depende da ecologia das espécies de hospedeiros, 68 

como a área de vida, comportamento de forrageamento e contato com outras espécies 69 

(Fornazari et al., 2018). Algumas doenças mantidas por pequenos mamíferos não 70 

voadores parecem estar associadas, em algum nível, a alterações no equilíbrio natural 71 

entre hospedeiros e patógenos. Nesse sentido, estudos ecológicos com pequenos 72 

mamíferos não voadores são relevantes para a compreensão mais aprofundada das 73 

consequências de alterações ambientais (LoGiudice et al., 2003; Ostfeld e Keesing, 2000) 74 

e elaboração de ações mitigadoras dos problemas resultantes dessas alterações 75 

(Brownstein et al., 2003; Fish, 1995; Prusinski et al., 2006).  76 

Informações sobre a importância pequenos mamíferos não voadores na cadeia 77 

epidemiológica da leptospirose ainda são escassas, e até então não se identificou seu 78 

verdadeiro papel na manutenção e circulação de leptospiras no ambiente. A PCR, apesar 79 

de ser considerada uma técnica adequada para identificação de reservatórios, e indicada 80 

para o diagnóstico de portadores renais, até agora foi pouco usada em estudos 81 
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epidemiológicos na América Latina (Faria et al., 2008; Vieira et al., 2017). Por isso, 82 

objetivou-se identificar quais as espécies mais frequentes de pequenos mamíferos não 83 

voadores de ocorrência no vale do Rio Paranaíba, e investigar a circulação de leptospiras 84 

patogênicas nessas espécies.  85 

 86 

2. Material e métodos  87 

2.1. Área de estudo 88 

O estudo foi conduzido em três áreas ao longo do vale do rio Paranaíba (Figura 1). A 89 

primeira área de coleta localiza-se no município de Ipiaçu, estado de Minas Gerais, 90 

classificado como região do Baixo Paranaíba (18,7770833S; 49,8978889W); a segunda 91 

área situa-se no município de Goiandira, Goiás, a representar o Médio Paranaíba 92 

(18,1630556S; 48,1354722W); e a terceira área situa-se no município de Guimarânia, 93 

Minas Gerais, no Alto Paranaíba (18,8101944S; 46,6755278W). 94 

Não foi atribuído grau diferente de degradação a essas três áreas, uma vez que todas 95 

se encontram altamente impactadas por agropecuária. Entretanto, há uma clara distinção 96 

entre elas, principalmente quanto à matriz e a complexidade representada pelas áreas de 97 

mata. A matriz da área do Baixo Paranaíba (Figura 2A) é composta principalmente de 98 

cana, com pequenas e isoladas manchas de vegetação nativa, remanescentes florestais 99 

degradados de Cerrado. A matriz do Médio Paranaíba (Figura 2B) é caracterizada pela 100 

presença de pastagens com muitos fragmentos de matas nativas (formações florestais de 101 

Cerrado e de Mata Atlântica) sobre solos rochosos e pouco profundos. E na matriz do 102 

Alto Paranaíba (Figura 2C) identificou-se maior parte da área utilizada para agricultura 103 

(cará, soja, milho e eucalipto), mas com faixas de mata (formações florestais de Cerrado 104 

e de Mata Atlântica) conectadas entre si e margeando corpos d’água.  105 

 106 
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2.2. Ambientes de captura de pequenos mamíferos 107 

As capturas de pequenos mamíferos não voadores foram conduzidas, em cada área, 108 

em quatro ambientes distintos:  109 

1. Ambiente antrópico: Considerou-se ambiente antrópico os locais próximos 110 

a habitações humanas, paióis, casas de máquinas, galpões de armazenamento de insumos. 111 

2. Mata estacional decidual e semidecidual: Considerou-se como mata 112 

estacional decidual e semidecidual as formações compostas por estrato arbóreo que 113 

durante a estação seca perde toda ou parte das folhas, segundo a classificação de Oliveira-114 

Filho e Ratter (2002). 115 

3. Matas ribeirinhas: Considerou-se como matas ribeirinhas, seguindo a 116 

caracterização de Oliveira-Filho e Ratter (2002), aquelas matas estacionais semideciduais 117 

ou deciduais que acompanham a margem de cursos d’água.   118 

4. Pasto sujo: Considerou-se pasto sujo a área utilizada para pastoreio do 119 

gado, com predomínio do capim Brachiaria decumbens em sua altura máxima de 120 

crescimento. O pasto amostrado é margeado por alguma das matas já descritas e utilizadas 121 

para coleta de pequenos mamíferos não voadores. 122 

O clima da região é do tipo Aw de Köppen (Köppen, 1948), caracterizado por uma 123 

estação seca de abril a setembro e uma estação úmida de outubro a março, podendo haver 124 

variações quanto ao início e término de cada estação climática.  Os mapas com a 125 

caracterização das áreas de coleta foram elaborados a partir de bancos de dados públicos 126 

disponibilizados pelo Google Earth®, e Instituto Brasileiro de Geografia e Estatística 127 

(IBGE). Utilizou-se as ferramentas dos programas Google Earth® e ArcGis® para a 128 

confecção destes mapas.  129 

 130 

2.3. Questões éticas 131 
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Os procedimentos realizados em animais neste estudo foram autorizados pela 132 

Comissão de Ética no Uso de Animais (CEUA) da Universidade Federal de Uberlândia 133 

sob número de protocolo 151/16. Os procedimentos realizados com pequenos mamíferos 134 

não voadores foram também autorizados pelo Instituto Brasileiro do Meio Ambiente 135 

(IBAMA), por meio do Instituto Chico Mendes de Conservação e Biodiversidade 136 

(ICMBio), sob número de protocolo no Sistema de Autorização e Informação em 137 

Biodiversidade (SISBIO) 52983/1.  138 
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                                        139 

Figura 1. Distribuição espacial dos biomas Mata Atlântica e Cerrado, e localização dos pontos de coletas de pequenos mamíferos não voadores no 140 

vale do rio Paranaíba, Brasil, 2016. 141 
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                                                        142 

 143 

Figura 2. Matriz de cobertura vegetal dos pontos de coletas na região do vale do rio Paranaíba, municípios de Ipiaçu-MG (Baixo Paranaíba), 144 

Goiandira-GO (Médio Paranaíba) e Guimarânia-MG (Alto Paranaíba), 2016. Fonte: Google Earth. 145 

 146 

 147 

             148 
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2.4. Captura de pequenos mamíferos 149 

Em cada um dos três sítios de estudo, duas campanhas foram conduzidas para captura 150 

de pequenos mamíferos não voadores, uma ao final da estação chuvosa (precipitação 151 

acumulada de outubro de 2015 a março de 2016: 1260 mm) e outra no final da seca 152 

(precipitação acumulada de abril a setembro de 2016: 195 mm) (INPE, 2016). 153 

Foram utilizadas armadilhas dos tipos Sherman e Tomahawk, iscadas com rodelas de 154 

banana cobertas por farelo de paçoca (Ramos, 2013; Limongi et al., 2016; Ramirez, 155 

2017). Nos ambientes antrópicos, foram utilizadas, em média, oito armadilhas tipo 156 

Sherman colocadas em variados pontos considerados propícios. Para os ambientes de 157 

mata decidual e semidecidual, assim como matas ribeirinhas, 50 armadilhas tipo Sherman 158 

foram montadas em cada uma das duas fisionomias, dispostas em linhas com estações de 159 

captura a cada dez metros, em que uma armadilha era instalada sobre o solo e outra sobre 160 

uma árvore em cada estação. No ambiente de pasto sujo, oito armadilhas tipo Tomahawk, 161 

e oito tipos Sherman foram colocadas linearmente sobre o solo a cada dez metros. Todas 162 

as armadilhas foram inspecionadas diariamente pela manhã, tendo a isca trocada a cada 163 

48 horas ou reposta quando necessário.  164 

Os animais capturados foram anestesiados por uma associação de cloridrato de 165 

tiletamina 250mg com cloridrato de zolazepam 250mg na dose de 0,1mL/Kg pela via 166 

intramuscular (Silva, 2014) para biometria e sexagem. As fêmeas prenhes e em 167 

amamentação foram acondicionadas em sacos de algodão até o retorno completo da 168 

anestesia, e posteriormente soltas nos seus respectivos locais de captura. Os demais 169 

espécimes foram eutanasiados por exsanguinação intracardíaca (CFMV, 2013; 170 

CONCEA, 2013). 171 

 172 

 173 
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2.5. Coleta de Material Biológico 174 

Os animais não eutanasiados foram submetidos apenas à punção sanguínea pela veia 175 

lateral da cauda (Lee e Goosens, 2015). Nos animais eutanasiados, a coleta de sangue foi 176 

feita pelo método da exsanguinação intracardíaca (CFMV, 2013; CONCEA, 2013; Silva, 177 

2014). As amostras de sangue foram armazenadas em microtubos até a retração do 178 

coágulo, e posterirormente fez-se a separação do soro sanguíneo. As amostras de soro 179 

foram devidamente identificadas e armazenadas a -20 °C. 180 

Também nos espécimes eutanasiados, fez-se uma incisão abdominal para retirada dos 181 

rins. Em seguida, tão logo retirou-se o órgão, próximo a um bico de Bunsen com chama 182 

azul, por meio de bisturi esterilizado, um rim de cada espécime foi recortado e adicionado 183 

em um tubo esterilizado contendo meio de cultura líquido Ellighausen, McCullough, 184 

Johnson e Harris – DifcoR (EMJH), enriquecido em 15% com soro sanguíneo de coelho 185 

(inativado a 60 °C por 30 minutos), e adicionado de 5-fluorouracil a 300mg/L, e ácido 186 

nalidixico na concentração de 20mg/L. Posteriormente cada amostra foi identificada e 187 

incubada à temperatura de 28°C por 48 horas, e posteriormente, uma alíquota foi repicada 188 

em meio EMJH com 15% de enriquecimento com soro sanguíneo de coelho para tentativa 189 

de isolamento de Leptospira, o restante da amostra com o tecido renal foi congelada a -190 

80°C para aplicação do diagnóstico pela PCR (Ellis et al., 1982; Magajevski et al., 2005; 191 

Thiermann, 1980). 192 

 193 

2.6. Sorologia  194 

As amostras de soro sanguíneo de pequenos mamíferos não voadores foram 195 

encaminhadas ao Laboratório de Doenças Infectocontagiosas da Faculdade de Medicina 196 

Veterinária da Universidade Federal de Uberlândia, para a detecção de anticorpos contra 197 

25 sorovares de Leptospira spp, com 21 sorovares de cepas padrão (Australis, 198 
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Autumnalis, Bataviae, Bratislava, Canicola, Castelonis, Copenhageni, Cynopteri, 199 

Djasiman, Guaricura, Grippotyphosa, Hardjobovis, Hardjoprajitno, Hebdomadis, 200 

Icterohaemorrhagiae, Javanica, Panama, Sejroe, Shermani, Tarassovi e Wolffi), e quatro 201 

sorovares de estirpes de isolados de pequenos mamíferos não voadores sinantrópicos e 202 

selvagens no Brasil (Brasiliensis, Pomona e 2 diferentes estirpes de Copenhageni) 203 

(Quadro 1). Tais coleções de cepas padrão e de estirpes de isolados brasileiros foram 204 

gentilmente doadas pelo Laboratório de Bacteriologia Veterinária do Departamento de 205 

Microbiologia e Parasitologia da Universidade Federal Fluminense.   206 

O diagnóstico sorológico foi feito pela técnica da aglutinação microscópica (MAT), 207 

padronizando-se reação maior ou igual a 50% de aglutinação de antígenos por campo a 208 

uma diluição final de 1:100 do soro sanguíneo (Desvars et al., 2013; Dos Santos Paixão 209 

et al., 2014; Faine et al., 1999; Faria et al., 2008; Vieira et al., 2016). 210 

 211 

2.7. PCR 212 

Os fragmentos renais foram enviados ao Laboratório de Bacteriologia Veterinária da 213 

Universidade Federal Fluminense para realização de extração de DNA e ensaio da PCR 214 

para detecção do gene lipL32, comum a estirpes patogênicas de Leptospiras. A extração 215 

de DNA de tecido foi realizada com Kit DNeasy® blood & Tissue Kit (Qiagen) conforme 216 

instruções do fabricante. Uma etapa prévia de lavagem e digestão do tecido foi realizada: 217 

duas lavagens com 2 ml de tampão PBS 1X por duas horas cada e com 20µl de Proteinase 218 

K 20 mg/ml (Invitrogen®) á 56°C até completa digestão. 219 

No ensaio da PCR para a detecção do gene lipL32 foram empregados os primers 220 

lipL32-45F (5′-AAG CAT TAC CGC TTG TGG TG-3′) e lipL32-286R (5′-GAA CTC 221 

CCA TTT CAG CGA TT-3′), projetados por Stoddard et al. (2009), na qual amplifica 222 

um fragmento de 243pb. A reação foi realizada com volume final de 25µl contendo: 3,5 223 
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mM de MgCl2; 7,5 pmol de cada primer; 1X GoTaqReaction Buffer; 250µM de cada 224 

desoxinucleotideo trifosfatado (dNTP), 0,5 U de GoTaq® DNA Polymerase (Promega) e 225 

6 µl de DNA. Seguindo o programa de temperaturas: desnaturação inicial de 94°C por 2 226 

minutos; 40 ciclos de 94°C por 30 segundos, 52°C por 30 segundos e 72°C por um 227 

minuto; e extensão final de 72°C por 5 minutos. Foi utilizado a estirpe padrão L. 228 

interrogans sorovar Copenhageni estirpe FIOCRUZ L1-130 como controle positivo para 229 

as reações de PCR.  230 

A eletroforese foi realizada em gel de agarose 2% com tampão 0,5 X TBE (Tris – 231 

ácido bórico – EDTA) e o DNA presente nos produtos de PCR foi corado com uma 232 

solução 20X Gel Red® (Biotium) e visualizados sob luz ultravioleta.  233 

 234 

2.8. Análise Estatística 235 

A análise estatística foi realizada por meio do teste de associação não-paramétrico de 236 

qui-quadrado, para verificar a significância da associação dos fatores estudados. O 237 

software estatístico R Core Team (2016) foi utilizado para realização dos testes. 238 
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Quadro 1. Antígenos empregados na técnica de soroaglutinação microscópica (MAT), segundo a cepa, espécie, sorogrupo, sorovar, hospedeiro, instituição de 239 

origem e ano do isolamento.  240 

Cepas Padrão 

Cepa Espécie Sorogrupo Sorovar Hospedeiro Instituição de Origem Ano 

Sponselee L. borgpeterseni Sejroe Hardjobovis -  Instituto Pasteur - 

Moskva V L. kirschneri Grippotyphosa Grippotyphosa - Instituto Pasteur - 

Hond Utrecht IV L. interrogans Canicola Canicola - Instituto Pasteur - 

Ballico L. interrogans Australis Australis - Instituto Pasteur - 

Akiyami L. interrogans Autumnalis Autumnalis -  Instituto Pasteur - 

Verdun L. interrogans Icterohaemorrhagiae Icterohaemorrhagiae - Instituto Pasteur - 

M84 L. borgpetersenii Sejroe Sejroe - Instituto Pasteur - 

Djasiman L. interrogans Djasiman Djasiman - Instituto Pasteur - 

Van Tienen L. interrogans Bataviae Bataviae - Instituto Pasteur - 

Castellon 3 L. borgpetersenii Ballum Castellonis - Instituto Pasteur - 

CZ 214k L. noguchi Panama Panama - Instituto Pasteur - 

Jez Bratislava L. interrogans Australis Bratislava - FIOCRUZ - 

1342K L. santarosai Shermani Shermani - Instituto Pasteur - 

M20 L. interrogans Icterohaemorrhagiae Copenhageni - FIOCRUZ - 

Poi L. borgpetersenii Javanica Javanica - Instituto Pasteur - 

Perepelitsin L. borgpetersenii Tarassovi Tarassovi - Instituto Pasteur - 

3705 L. interrogans Sejroe Wolffi - Instituto Pasteur - 

3522C L. kirschneri Cynopteri Cynopteri - Instituto Pasteur - 

BOV G L. santarosai Sejroe Guaricura - FIOCRUZ - 

Hardjoprajitno L. interrogans Sejroe Hardjoprajitno - OMS - 

Hebdomadis L.interrogans Hebdomadis Hebdomadis - Instituto Pasteur - 

Estirpes de Isolados no Brasil (pequenos mamíferos não voadores) 

AN776 L. sanarosai Bataviae Brasiliensis Gambá Instituto Biológico de São Paulo 1961 

M10/99 L. interrogans Icterohaemorrhagiae Copenhageni Rattus norvegicus Fundação Parque Zoológico de São Paulo 1999 

Rato L. interrogans Icterohaemorrhagiae Copenhageni Rattus norvegicus Instituto Biológico de São Paulo 1999 

M36/05 L. kirschineri Pomona Não caracterizado Rattus sp VPS/FMVZ/USP 2005 

 241 
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3. Resultados 242 

Foram capturados 72 pequenos mamíferos não voadores, sendo 39 pertencentes a 243 

ordem Marsupialia (54,17%) das espécies Gracilinanus agilis (n=34/87,2%), Micoureus 244 

paraguayanus (n=4/10,3%) e Didelphis albiventris (n=1/2,5%), e 33 roedores (45,83%) 245 

das espécies Akodon sp. (n=3/9,1%), Calomys sp. (n=4/12,1%), Cerradomys subflavus 246 

(n=4/12,1%), Hylaeamys megacephalus (n=4/12,1%), Nectomys squamipes (n=3/9,1%), 247 

Oecomys bicolor (n=10/30,3%), Rhipidomys sp. (n=1/3,1%), Mus musculus (n=1/3%) e 248 

Rattus rattus (n=3/9,1%). Apenas um animal, da espécie Gracilinanus agilis, foi 249 

sororreagente ao MAT (1,38%), para o sorovar Australis, e este animal também era 250 

positivo à PCR. 251 

Dos 72 pequenos mamíferos não voadores capturados nesse estudo, 24 (33,33%) 252 

estavam positivos à PCR do gene lipL32, próprio de leptospiras patogênicas. Dentre os 253 

marsupiais, apenas a espécie Gracilinanus agilis (n=4/41,8%) foi positiva à PCR. E entre 254 

roedores, 10 espécimes (30,3%) foram diagnosticados como portadores renais, das 255 

espécies Akodon sp. (n=1/10%), Calomys sp. (n=2/20%), Hylaeamys megacephalus 256 

(n=2/20%); Nectomys squamipes (n=3/30%) e Oecomys bicolor (n=2/20%). Esses dados 257 

estão ilustrados na Tabela 1. 258 

 259 

 260 

 261 

 262 

 263 

 264 

 265 
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Tabela 1. Pequenos mamíferos não voadores capturados e positivos à PCR do gene lipL32 266 

de Leptospiras patogênicas e reagentes ao MAT em suas respectivas áreas de captura, 267 

vale do rio Paranaíba, Brasil, 2016. 268 

 Área Capturados PCR MAT 

n n % n % 

 

Roedores 

Alto Paranaíba 10 3 30 0 0 

Médio Paranaíba 14 6 42,86 0 0 

Baixo Paranaíba 9 1 11,11 0 0 

Total Roedores 33 10 30,30 0 0 

 

Marsupiais 

Alto Paranaíba 17 3b 17,65b 0 0 

Médio Paranaíba 14 9a 64,29a 0 0 

Baixo Paranaíba 8 2b 25b 1 12,5 

Total Marsupiais 39 14 35,89 1 2,56 

Pequenos Mamíferos Total 72 24 33,33 1 1,38 

*Letras diferentes entre linhas indicam diferenças estatísticas significantes (p<0,05), 269 

 270 

Para todos os parâmetros estudados (área de captura, ambiente de captura, local 271 

de instalação da armadilha, época do ano, idade, sexo) foram identificadas somente 272 

diferenças estatísticas significantes para marsupiais infectados entre as áreas de coleta (p 273 

= 0,0086), em que a frequência de animais portadores renais de Leptospiras patogênicas 274 

na área do Médio Paranaíba (64,29%) foi maior quando comparada à frequência de 275 

portadores renais das áreas do Alto Paranaíba (17,65%) e Baixo Paranaíba (16,67%) 276 

(Tabela 1). 277 
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Em relação aos ambientes de captura (Tabela 2, Figuras 3, 4 e 5), pôde-se observar 278 

que entre os sete animais apanhados no ambiente antrópico nenhum foi positivo a 279 

qualquer método de diagnóstico empregado neste estudo (MAT e PCR). Neste ambiente 280 

identificou-se as espécies sinantrópicas Rattus rattus, Mus musculus, e duas espécies 281 

selvagens: Calomys sp. (um indivíduo capturado no Alto Paranaíba), e Cerradomys 282 

subflavus (um indivíduo no Baixo Paranaíba). 283 

O ambiente de matas ribeirinhas foi o de maior número de pequenos mamíferos 284 

não voadores capturados, 19 roedores (seis positivos à PCR) e 16 marsupiais (três 285 

positivos à PCR). Dentre os seis roedores identificados como portadores renais, três eram 286 

da espécie Nectomys squamipes (dois do Alto Paranaíba, e um no Médio Paranaíba), 287 

seguido de dois espécimes de Oecomys bicolor (Médio e Baixo Paranaíba), e um Akodon 288 

sp. capturado em armadilha de solo no Alto Paranaíba. Dentre os marsupiais didelfídeos 289 

capturados em matas ribeirinhas, três foram positivos à PCR, dois da região do Alto 290 

Paranaíba, e um do Médio Paranaíba, todos da espécie Gracilinanus agilis. 291 

O ambiente de matas decíduas e semidecíduas foi o segundo em quantidade de 292 

animais capturados (total de 25). Entre os roedores capturaram-se apenas três espécimes, 293 

um Akodon sp. na região do Alto Paranaíba e negativo à PCR, um Oecomys bicolor no 294 

Médio Paranaíba, também negativo à PCR, e um Hylaeamys megacephalus também no 295 

Médio Paranaíba, entretanto positivo à PCR. Foi o ambiente de maior número de 296 

marsupiais capturados (22 animais), com um Micoureus paraguayanus, positivo à PCR, 297 

pertencente ao Alto Paranaíba, e 21 Gracilinanus agilis nas áreas de Médio (11 animais 298 

capturados, oito positivos a PCR) e Baixo Paranaíba (seis animais capturados, dois 299 

positivos à PCR).   300 
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Tabela 2. Pequenos mamíferos não voadores capturados e positivos à PCR do gene lipL32 de Leptospiras patogênicas em suas respectivas áreas e 301 

ambientes de captura, vale do rio Paranaíba, Brasil, 2016. 302 

 Área Capturados Ambiente Antrópico Pasto Sujo Mata Decidual e 

Semidecidual 

Matas Ribeirinhas 

n n PCR (n/%) n PCR (n/%) n PCR (n/%) n PCR (n/%) 

 

Roedores 

Alto Paranaíba 10 2 0 1 0  1 0 6 2 (33,33) 

Médio Paranaíba 14 3 0 3 2 (66.67) 2 1 (50) 6 3 (50) 

Baixo Paranaíba 9 2 0 0 0 0 0 7 1 (14,29) 

Total Roedores 33 7 0 4 2 (50) 3 1 (33,33) 19 6 (31,58) 

 

Marsupiais 

Alto Paranaíba 17 0 0 0 0 5 1 (20) 12 2 (16,66) 

Médio Paranaíba 14 0 0 0 0 11 8 (72,72) 3 1 (33,33) 

Baixo Paranaíba 08 0 0 0 0 6 2 (33,33) 1 0 

Total Marsupiais 39 0 0 0 0 22 11 (50) 16 3 (18,75) 

Pequenos Mamíferos Total 72 7 0 4 2 (50) 25 12 (48) 35 9 (25,71) 

 303 
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 305 

 306 

Figura 3. Distribuição de pequenos mamíferos não voadores capturados no Alto Paranaíba e positivos à PCR para o gene lipL32 em seus respectivos 307 

ambientes de captura, vale do rio Paranaíba, Brasil, 2016. 308 

 309 
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 311 

Figura 4. Distribuição de pequenos mamíferos não voadores capturados no Médio Paranaíba e positivos à PCR para o gene lipL32 em seus 312 

respectivos ambientes de captura, vale do rio Paranaíba, Brasil, 2016. 313 

 314 
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 315 

 316 

 317 

Figura 5. Distribuição de pequenos mamíferos não voadores capturados no Baixo Paranaíba e positivos à PCR para o gene lipL32 em seus 318 

respectivos ambientes de captura, vale do rio Paranaíba, Brasil, 2016. 319 
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No ambiente de Pasto Sujo houve apenas quatro capturas, e somente de roedores. 320 

Um espécime de Cerradomys subflavus no Alto Paranaíba e negativo na PCR, e três 321 

espécimes de Calomys sp. no Médio Paranaíba, em que dois deles eram portadores renais 322 

de Leptospiras patogênicas. 323 

 Para o local de instalação das armadilhas, pôde-se notar, numericamente, que 324 

houve mais pequenos mamíferos não voadores portadores renais (41,18%) capturados no 325 

solo do que nas árvores das matas (27,03%), com destaque para a frequência de 326 

marsupiais positivos à PCR e oriundos de armadilhas de solo (54,54%), seguidos pelos 327 

roedores positivos à PCR e também oriundos de armadilhas de solo (34,78%). Entre os 328 

marsupiais capturados nas armadilhas de árvores, 29,63% eram portadores renais de 329 

Leptospiras patogênicas, e 20% dos roedores capturados nas árvores, foram positivos à 330 

PCR (tabela 3). 331 

Embora não tenha havido diferenças estatísticas significantes entre a frequência 332 

de pequenos mamíferos não voadores capturados e positivos à PCR nas diferentes épocas 333 

de captura (final das chuvas e final da seca), observa-se uma tendência numérica no 334 

sucesso de captura de pequenos mamíferos não voadores entre as áreas de captura de cada 335 

época do ano. Nota-se que na área do Alto Paranaíba capturou-se 11 animais ao final do 336 

período chuvoso, e 16 ao final do período seco, o que demostra uma aceitável paridade 337 

entre o número de capturados nas respectivas épocas do ano, quando comparado aos 338 

resultados de Médio (cinco capturas ao final do período chuvoso, e 23 capturas ao final 339 

do período seco) e Baixo Paranaíba (quatro capturas ao final do período chuvoso, e 12 340 

capturas ao final do período seco).  341 

Os dados sobre estação do ano podem ser observados na Tabela 3, os dados 342 

referentes a idade e sexo frente aos resultados de PCR estão descritos na Tabela 4, e dados 343 

sobre sucesso de captura estão ilustrados na Tabela 5. 344 
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Tabela 3. Pequenos mamíferos não voadores capturados e positivos à PCR do gene lipL32 de Leptospiras patogênicas em seus respectivos locais 345 

de instalação da armadilha, e estação do ano. Vale do rio Paranaíba, Brasil, 2016. 346 

Pequenos mamíferos 

não voadores 

Área de coleta Capturas Local da armadilha Estação de coleta 

Árvore Solo Final do período chuvoso Final do período seco 

n n PCR (n/%) n PCR (n/%) n PCR (n/%) n PCR (n/%) 

 

Roedores 

Alto Paranaíba 10 1 0 9 3 (33,34) 4 2 (50) 6 0 

Médio Paranaíba 14 3 1 (33,33) 11 5 (45,46) 4 1 (25) 10 5 (50) 

Baixo Paranaíba 9 6 1 (16,67) 3 0 3 0 6 1 (16,66) 

Total roedores 33 10 2 (20) 23 8 (34,78) 11 3 (27,28) 22 6 (27,27) 

 

Marsupiais 

Alto Paranaíba 17 13 2 (15,39) 4 1 (25) 7 1 (14,29) 10 2 (20) 

Médio Paranaíba 14 8 4 (50) 6 5 (83,33) 1 0 13 9 (69,24) 

Baixo Paranaíba 8 6 2 (33,34) 1 0 1 0 6 2 (33,33) 

Total marsupiais 39 27 8 (29,63) 11 6 (54,54) 9 1 (11,11) 29 13 (49,83) 

Total de Pequenos Mamíferos não voadores 72 37 10 (27,03) 34 14 (41,18) 20 3 (15) 51 19 (37,25) 
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Tabela 4. Pequenos mamíferos não voadores capturados e positivos à PCR do gene lipL32 de Leptospiras patogênicas e ao MAT, em suas 347 

respectivas categorias sexual e etária, vale do rio Paranaíba, Brasil, 2016. 348 

Pequenos 

Mamíferos 

 Capturas PCR MAT 

 n n % n % 

Roedor Fêmea 16 5 31,25 0 0 

Macho 18 5 27,77 0 0 

Marsupial Fêmea 19 7 36,84 0 0 

Macho 18 7 38,88 1 5,55 

Roedor Jovem 8 2 25 0 0 

Adulto 26 8 30,77 0 0 

Marsupial Jovem 2 0 0 0 0 

Adulto 35 14 40 1 2,86 

 349 
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Tabela 5. Sucesso de captura de pequenos mamíferos não voadores em suas respectivas áreas e ambientes de captura, vale do rio Paranaíba, Brasil, 350 

2016. 351 

 Ambientes de Captura 

Área de Captura Ambiente Antrópico (%) Pasto Sujo (%) Matas Deciduais e 

Semideciduais (%) 

Matas Ribeirinhas (%) 

Alto Paranaíba 3,13 0,78 1,5 4,5 

Médio Paranaíba 4,69 2,34 3,25 2,25 

Baixo Paranaíba 3,13 0 1,5 2,25 

 352 

 353 

 354 

 355 

 356 

 357 
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4. Discussão 358 

Sabe-se bem que os roedores e marsupiais são importantes reservatórios de 359 

Leptospiras patogênicas, pois se mantém infectados por um longo período sem manifestar 360 

a doença, entretanto considera-se a ordem Rodentia como a principal delas na manutenção 361 

deste patógeno no ambiente, inclusive entre os animais selvagens (Adler e de la Peña 362 

Moctezuma, 2010; Andersen-Ranberg et al., 2016; Cheema et al., 2007; Costa et al., 363 

2014; Da Silva et al., 2010; Faria et al., 2008; Nakamura et al., 2013; Reilly, 1970). Neste 364 

estudo, apenas um espécime de pequeno mamífero, Gracilinanus agilis, foi reagente ao 365 

MAT para leptospirose, e somente para o sorovar Australis no título de 100. Este animal 366 

também foi positivo à PCR, e capturado no ambiente de mata decídua e semidecídua, na 367 

região do Baixo Paranaíba.  368 

Apesar de outros autores já terem demostrado uma maior taxa de soroprevalência 369 

para leptospirose tanto em marsupiais, quanto em roedores (Bunnell et al., 2000; Costa et 370 

al., 2014; Desvars et al., 2013; Dos Santos Paixão et al., 2014; Faria et al., 2008; 371 

Lilenbaum et al., 1993; Stritof Majetic et al., 2014; Vieira et al., 2016; Villanueva et al., 372 

2014; Yalin et al., 2011), já foi evidenciado em outras pesquisas que exames sorológicos 373 

em hospedeiros reservatórios tendem a uma menor sensibilidade. Podendo apresentarem 374 

títulos de anticorpos indetectáveis, devido à relação mais estreita durante o processo 375 

evolutivo de ambas espécies (hospedeiro e parasito). Neste processo a patogenicidade e 376 

virulência do agente etiológico ao hospedeiro é diminuída, bem como a resposta 377 

imunológica do hospedeiro à infecção do parasito (Ellis, 2015; Muthukkaruppan et al., 378 

2007; Sunbul et al., 2001; Vinetz et al., 1996). 379 

Até o presente momento nenhum estudo relatou a ocorrência de anticorpos anti-380 

leptospira, nem de genes de Leptospiras patogênicas amplificados a partir de tecido renal 381 

ou urina, ou mesmo isolamento de Leptospira spp. na espécie Gracilinanus agilis. As 382 
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informações já produzidas em outras pesquisas relatam tais informações, em sua maioria, 383 

para os marsupiais gambás e Caluromys, que são considerados os carreadores e/ou 384 

reservatórios dos sorovares Castellonis, Brasiliensis, Bratislava, Andamana, Canicola, 385 

Icterohaemorrhagiae, Pomona, Grippotyphosa, Autumnalis, Wolffi e Bataviae (Fornazari 386 

et al., 2018; Jorge et al., 2012; Lins e Lopes, 1984; Silva, 2014; Vieira et al., 2017). 387 

Sorovares do sorogrupo Australis geralmente estão associados aos hospedeiros, em 388 

ambientes selvagens, da ordem dos Primatas e Cingulatas. E o sorovar Australis também 389 

já foi isolado do rato-d ´água, Nectomys squamipes (Cordeiro et al., 1981; Corrêa, 2007; 390 

Santa Rosa et al., 1975). 391 

Pesquisas envolvendo diagnóstico por PCR em tecido renal para estudo 392 

epidemiológico da infecção, ou de portadores renais de Leptospiras patogênicas em 393 

pequenos mamíferos não voadores são bastante escassos, principalmente nos biomas 394 

brasileiros. A PCR vem sendo mais utilizada para diagnósticos confirmatórios em animais 395 

já sabidamente reagentes ao MAT, ou com isolamento de alguma estirpe a partir de urina 396 

e tecidos, para espécies selvagens de mamíferos não marsupiais e roedores, ou 397 

especificamente entre roedores sinantrópicos (Bunnell et al., 2000; Costa et al., 2014; 398 

Desvars et al., 2013; Dos Santos Paixão et al., 2014; Fornazari et al., 2018; Jorge et al., 399 

2012; Stritof Majetic et al., 2014; Vieira et al., 2017, 2016). 400 

Em pesquisas já realizados na América Latina, empregando a mesma técnica de 401 

reação em cadeia da polimerase, identificaram-se em média 39% de positivos entre os 402 

didelfídeos, e 20% entre os roedores (Bunnell et al., 2000; Vieira et al., 2017). Em uma 403 

pesquisa semelhante, executado na China, dentre 38 roedores selvagens capturados e 404 

submetidos à PCR de rim com primer lipL32, apenas oito animais (16%) foram positivos. 405 

Neste estudo, para tecido renal de pequenos mamíferos não voadores, 33,33% foram 406 

positivos à PCR para gene lipL32 (33,33% entre os didelfídeos, e 34,48% entre roedores). 407 



63 
 

 
 

Desta forma, verifica-se uma maior frequência de roedores portadores renais de 408 

Leptospiras patogênicas no vale do rio Paranaíba, quando comparados aos dados médios 409 

já descritos por outros autores. 410 

Desta forma, identifica-se neste estudo o papel inédito dos Gracilinanus agilis 411 

como portadores renais e veiculadores de Leptospiras patogênicas no vale do rio 412 

Paranaíba, confirmado pelas técnicas diagnósticas da PCR e MAT. Além do ineditismo, 413 

reforça-se a importância do papel deste marsupial na cadeia epidemiológica da 414 

leptospirose no vale do rio Paranaíba, visto que dos 34 representantes dessa espécie que 415 

foram capturados nas três regiões de estudo, 41,18% (14 animais) foram confirmados 416 

como portadores renais pelo exame direto da PCR. 417 

É importante frisar que o único animal deste estudo, Gracilinanus agilis, que 418 

apresentou aglutininas anti-Leptospiras, e para o sorovar Australis, foi comprovado como 419 

portador renal pelo método direto da PCR. Aventa-se a possibilidade de infecção por 420 

contato indireto deste espécime de Gracilinanus agilis com o ambiente contaminado por 421 

algum portador renal selvagen Primatas, Cingulados, Nectomys squamipes, ou mesmo 422 

animais domésticos como os bovinos, que tinham livre acesso ao ambiente onde se 423 

capturou este marsupial. 424 

Não houve diferenças estatísticas significantes quando se comparou a frequência 425 

de roedores e marsupiais portadores renais de Leptospiras patogênicas. Desta forma, 426 

subentende-se que as duas espécies apresentam importâncias semelhantes na manutenção 427 

e veiculação de Leptospiras patogênicas no vale do rio Paranaíba, apesar de outros 428 

pesquisadores apontarem os roedores como principais reservatórios de Leptospiras 429 

patogênicas em ambiente silvestre (Adler e de la Peña Moctezuma, 2010; Andersen-430 

Ranberg et al., 2016; Cheema et al., 2007; Costa et al., 2014; Da Silva et al., 2010; Faria 431 

et al., 2008; Nakamura et al., 2013; Reilly, 1970). 432 
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Entretanto houve diferenças estatísticas significantes para marsupiais infectados 433 

entre as áreas de coleta (p = 0,0086), em que a frequência de animais portadores renais 434 

de Leptospiras patogênicas na área do Médio Paranaíba (64,29%) foi maior quando 435 

comparada à frequência de portadores renais das áreas do Alto Paranaíba (17,65%) e 436 

Baixo Paranaíba (16,67%). Uma possível justificativa para essa maior frequência de 437 

marsupiais portadores renais na área do Médio Paranaíba é o efeito borda, dado que nesta 438 

área de estudo verificou-se a composição de um mosaico entre áreas de pastagens e matas 439 

(deciduais, semideciduais e ribeirinhas), a que os bovinos tinham livre acesso. Essa 440 

composição de matriz vegetal, aliada ao pastoreio do gado, intensificou o efeito borda 441 

nos fragmentos de mata da área do Médio Paranaíba em relação as demais áreas de 442 

pesquisa, o que gerou uma alteração na estrutura da vegetação, compactando o solo, 443 

favorecendo a proliferação de espécies selvagens oportunistas e generalistas, por sua vez 444 

favorecendo a proliferação e dispersão de patógenos neste ambiente (Daszak et al., 2004; 445 

Primack e Rodrigues, 2001).  446 

Os Gracilinanus agilis são animais arborícolas (Emmons e Feer, 1997), desta 447 

forma foram capturados somente nos ambientes com formação arbórea (mata estacional 448 

decidual e semidecidual, e matas ribeirinhas) com destaque para a mata estacional 449 

decidual e semidecidual, no Médio Paranaíba, onde dos 11 animais amostrados, 8 450 

(72,72%) foram positivos à PCR. Quando se avalia a proporção de portadores renais entre 451 

os Gracilinanus agilis capturados na campanha do final da estação seca, 69,23% dos 452 

animais foram identificados como portadores renais.  453 

Tais fatos podem ter aumentado o risco de infecção dos marsupiais na área do 454 

Médio Paranaíba, em detrimento das outras duas áreas de captura, visto que o risco de 455 

infecção depende da ecologia das espécies de hospedeiro, como área de vida, 456 

comportamento de forrageamento e contato com outros animais (Fornazari et al., 2018). 457 
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Em épocas secas do ano, poucos são os locais com água para hidratação dos animais, 458 

resultando em aglomeração e acesso de diferentes espécies em um só local de 459 

dessedentação.  460 

E sabendo que Gracilinanus agilis apresentam uma dieta mais seletiva 461 

(insetívora), nota-se a necessidade desta espécie em ampliar sua área de forrageamento 462 

durante o período seco do ano (escassez de alimentos), aumentando assim contato com 463 

solo, e com diferentes ambientes. Desta forma são mais desafiados pelas Leptospiras 464 

eliminadas por outras espécies animais (selvagens ou domésticas), com status de 465 

portadoras renais, em sua área de vida, se tornando também portadores (Bagagli et al., 466 

1998; Drancourt et al., 2006; Ko et al., 1999; Martins et al., 2006; Neto e Ramos-Elorduy, 467 

2006; Pinheiro et al., 2002; Sarkar et al., 2002). 468 

Gracilinanus agilis é uma espécie que se reproduz por semelparidade, ou seja, 469 

possuem um único evento reprodutivo, seguido da morte de seus indivíduos. Esses 470 

didelfídeos apresentam em média 1,3 anos de vida, em que os machos adultos morrem 471 

todos até dezembro de cada ano. É entre os meses de agosto a outubro que esses animais 472 

manifestam pior condição corporal, se tornando mais susceptíveis a infecções e 473 

parasitismos (Lopes e Leiner, 2015). Essa característica própria da espécie pode explicar 474 

uma maior frequência destes animais positivos à PCR ao final do período seco 475 

(campanhas de captura realizadas no mês de setembro), em que, dos 13 espécimes de 476 

Gracilinanus agilis positivos à PCR, 9 (69,23%) eram machos adultos. 477 

Se considerarmos que não houve diferença estatística significante entre a 478 

frequência de jovens e adultos diagnosticados como portadores renais, e ponderando que 479 

o tempo médio de vida de Gracilinanus agilis seja tão curto, e mesmo assim apresentaram 480 

frequências tão consideráveis de portadores renais, pode-se inferir o alto desafio que esse 481 
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ambiente oferece aos pequenos mamíferos não voadores, demonstrando o alto grau de 482 

contaminação das áreas estudadas. 483 

Entre as nove espécies de roedores capturadas, cinco apresentavam pelo menos 484 

um de seus espécimes como portador renal de Leptospiras patogênicas, com exceção da 485 

espécie Cerradomys subflavus (três Alto Paranaíba e um no Baixo Paranaíba) e 486 

Rhipidomys sp. (um espécime no Alto Paranaíba) em que nenhum de seus representantes 487 

capturados foram positivos à PCR. A espécie com maior número de indivíduos 488 

capturados foi Oecomys bicolor, totalizando 10 animais, com dois positivos à PCR. A 489 

área com captura de maior número de indivíduos dessa espécie foi o Baixo Paranaíba 490 

(sete capturados, um portador renal), seguido pela área do Médio Paranaíba (três 491 

capturados, um portador renal).  492 

Oecomis bicolor trata-se de uma espécie arborícola, que habita as áreas florestais 493 

da Amazônia, de Mata Atlântica, além de matas de galeria e formações florestais do 494 

Cerrado e do Pantanal. Apresenta hábito noturno, e é comumente capturado em 495 

vegetações com lianas (Bonvicino et al., 2008; Emmons e Feer, 1997). Foi a espécie de 496 

roedor com menor frequência de indivíduos identificados como portadores renais de 497 

Leptospiras patogênicas (20%), o que pode ser explicado por seu comportamento mais 498 

arborícola, desta forma não apresenta grande contato com o solo e poças dágua, que 499 

geralmente estão associados à fatores de risco para infecções pelo contato indireto nos 500 

ambientes rural e silvestre (Bagagli et al., 1998; Drancourt et al., 2006; Fornazari et al., 501 

2018). 502 

Uma outra espécie de roedor selvagem identificada como portadora renal foi 503 

Hylaeamys megacephala (3 positivos na PCR), com quatro espécimes capturados em 504 

armadilhas de solo, em matas decidual e semidecidual (um animal) e matas ribeirinhas 505 

(três animais), especificamente na área do Médio Paranaíba. Se caracteriza por ser uma 506 
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espécie terrestre que habita formações florestais e vegetações abertas de Cerrado, Mata 507 

Atlântica, Floresta Amazônica, Caatinga e Pantanal (Bonvicino et al., 2008). E 508 

propriamente por seu comportamento terrestre, pode-se inferir que esta espécie está 509 

continuamente exposta e desafiada por sítios contaminados por Leptospira spp. (solo e 510 

poças d’água) a partir da urina de outros portadores renais (Bagagli et al., 1998; Drancourt 511 

et al., 2006; Fornazari et al., 2018). 512 

Foram capturados quatro espécimes de Calomys sp., três oriundos da área do 513 

Médio Paranaíba (três exemplares, dois positivos à PCR) e um do Alto Paranaíba, 514 

capturado no ambiente antrópico, e identificado como não portador renal. Essa espécie é 515 

terrestre, habita formações florestais e abertas da Caatinga, do Cerrado e do Pantanal, 516 

além de algumas formações florestais da Mata Atlântica em seu limite com o Cerrado 517 

(Bonvicino et al., 2008). Os dois representantes desta espécie, identificados como 518 

portadores renais de Leptospiras, foram capturados no ambiente de pasto sujo, que 519 

margeava a borda da mata, e que representava um importante local de interface entre a 520 

área de vida das espécies de pequenos mamíferos não voadores selvagens e dos bovinos.  521 

Outra característica importante do gênero Calomys é a sua considerável área de 522 

vida, em média de 0,32 hectares, o que implica tanto num maior desafio desses animais a 523 

infecções a partir do ambiente (solo), e mesmo a dispersão de Leptospiras a partir 524 

daqueles indivíduos portadores renais, dessa espécie. Verificou-se o comportamento 525 

sinantrópico de Calomys sp. neste estudo, e embora tenha sido negativo à PCR, é 526 

evidenciada a importância da vigilância epidemiológica destes animais para compreensão 527 

e predição de possíveis casos humanos. Sendo assim esses animais se configuram como 528 

importantes agentes eliminadores de Leptospiras nesse ambiente, incrementando o risco 529 

de infecção tanto de bovinos, quanto das demais espécies selvagens ali coabitantes 530 

(Bagagli et al., 1998; Drancourt et al., 2006; Fornazari et al., 2018; Rocha et al., 2016). 531 
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As outras duas espécies de roedores capturadas no vale do rio Paranaíba, que 532 

também foram positivas à PCR , Akodon sp. e Nectomys squamipes, já foram relatadas 533 

como portadoras renais de Leptospiras patogênicas por isolamento desde a década de 534 

1960 (Corrêa et al., 1965-67; Santa Rosa et al., 1975). Akodon sp. é característico de 535 

ambientes de Mata Atlântica e/ou com influência Atlântica, como é o caso do vale do rio 536 

Paranaíba. Três representantes dessa espécie foram coletados na área do Alto Paranaíba, 537 

em armadilhas de solo e ambiente de matas ribeirinhas, e um deles foi caracterizado como 538 

portador renal pela PCR. A espécie Nectomys squamipes também foi capturada na área 539 

do Alto Paranaíba (dois espécimes), e na área do Médio Paranaíba (um espécime) em 540 

ambiente de matas ribeirinhas, e todos foram positivos à PCR. 541 

Nectomys squamipes são ratos semiaquáticos, conhecidos como rato-d´água, e 542 

pela característica de seu ambiente de vida, os mesmos se tornam mais susceptíveis ao 543 

contato com água contaminada por urina de outros animais portadores renais, aumentando 544 

seu risco de infecção. Também constituem uma importante interface entre os ambientes 545 

aquático e terrestre, promovendo a circulação de Leptospiras patogênicas entre os dois 546 

ecossistemas (Bonvicino et al., 2008; Cordeiro et al., 1981; Emmons e Feer, 1997; Fávero 547 

et al., 2017; Ko et al., 1999; Martins et al., 2006; Pinheiro et al., 2002; Ramos, 2007; 548 

Sarkar et al., 2002). 549 

Geralmente a frequência de portadores renais está relacionada à idade e ao sexo, 550 

em que pequenos mamíferos não voadores machos e adultos apresentam-se em maiores 551 

taxas de prevalência para os diferentes métodos de diagnósticos geralmente utilizados 552 

(MAT, PCR, isolamento) (Desvars et al., 2013; Easterbrook et al., 2007; Fornazari et al., 553 

2018; Himsworth et al., 2013; Krojgaard et al., 2009). 554 

Um dos fatores que influenciam no sucesso de captura de pequenos mamíferos 555 

não voadores em ambiente de Cerrado é justamente a época do ano. Durante o período 556 
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chuvoso existe maior disponibilidade de alimentos no ambiente, o que implica em um 557 

menor trabalho para roedores e marsupiais em consegui-los, resultando até na diminuição 558 

de suas áreas de vida.  Já no período seco essa disponibilidade de alimentos diminui, e os 559 

animais precisam forragear e se arriscar mais para se alimentar, além do que se nota uma 560 

maior atividade de machos por ser a ocasião de acasalamento (Rocha et al., 2016; Vieira, 561 

1997). Por isso verificou-se uma maior abundância de pequenos mamíferos não voadores 562 

ao final da estação seca, com um maior número de animais capturados nas três áreas de 563 

estudo. 564 

Entretanto, na área do Alto Paranaíba nota-se uma menor discrepância entre o 565 

número de animais capturados nas diferentes épocas do ano (11 animais na estação 566 

chuvosa, e 16 na estação seca), bem como para frequência de portadores renais (três 567 

animais em cada estação). Credita-se esse fato a características próprias deste ambiente, 568 

o qual possuía uma matriz de matas mais úmidas, em que não se notou tanta diferenciação 569 

na sua cobertura foliar e na umidade da liteira.  570 

Considerando que a PCR seja apontada como adequada técnica epidemiológica 571 

para detecção de reservatórios (Dos Santos Paixão et al., 2014; Faria et al., 2008; Vieira 572 

et al., 2016), acredita-se que os pequenos mamíferos não voadores se configuram como 573 

agentes de destaque na epidemiologia da leptospirose no vale do rio Paranaíba. 574 

Desta forma verificou-se que pequenos mamíferos não voadores são importantes 575 

reservatórios, cumprindo um papel de veiculadores de Leptospiras patogênicas no vale 576 

do rio Paranaíba, principalmente aquelas espécies capazes de promover uma interface 577 

entre os diferentes ambientes estudados (Calomys sp., Nectomys squamipes), ou mesmo 578 

que apresentaram uma alta frequência de portadores renais, como Gracilinanus agilis. 579 

Pôde-se observar que estes marsupiais, independentemente da intensidade da ação 580 

antrópica nos ambientes florestados das áreas estudadas, se mostraram importantes 581 
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mantenedores e veiculadores de Leptospiras patogênicas. Acredita-se ser o primeiro 582 

relato da identificação, via PCR, de Gracilinanus agilis, Calomys sp., Hylaeamys 583 

megacephala e Oecomys bicolor como portadores renais e veiculadores de Leptospiras 584 

patogênicas. 585 
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Papel de marsupiais e roedores na manutenção e veiculação de leptospiras 860 

patogênicas em rebanho bovino com leptospirose 861 

 862 

Resumo 863 

A leptospirose é uma doença cosmopolita de maior ocorrência em regiões quentes e 864 

úmidas, que favorecem a sobrevivência da bactéria no ambiente. Objetivou-se investigar o papel 865 

de pequenos mamíferos não voadores selvagens e sinantrópicos na ecologia da leptospirose em 866 

uma propriedade rural produtora de leite na região sudeste do estado de Goiás, compreendida em 867 

área de Cerrado sob influência atlântica. Aplicou-se a técnica da aglutinação microscópica (MAT) 868 

e PCR (gene lipL32), para identificação dos reservatórios. Foram estudados 28 pequenos 869 

mamíferos não voadores, 14 marsupiais e 14 roedores. Nenhum animal reagiu ao MAT, entretanto 870 

53,57% dos pequenos mamíferos foram positivos à PCR, 64,29% dos marsupiais e 42,86% dos 871 

roedores. Bovinos da mesma propriedade reagiram principalmente para estirpes pertencentes ao 872 

sorogrupo Icterohaemorrhagiae, seguidos pelos sorogrupos Sejroe e Tarassovi. Pequenos 873 

mamíferos não voadores desempenham relevante papel na ecologia da leptospirose na 874 

propriedade estudada. Esses se confirmaram como importantes vias de manutenção e 875 

circulação de leptospiras patogênicas neste ambiente, favorecendo a infecção das espécies 876 

comunicantes, como os bovinos.  877 

 878 

Palavras-chave: Gracilinanus agilis. lipL32. Cerrado. Bovinos. Ecologia. Ambiente. 879 

 880 

 881 

1. Introdução 882 

A leptospirose é uma doença cosmopolita de maior ocorrência em regiões quentes 883 

e úmidas, que favorecem a sobrevivência da bactéria no ambiente. É transmitida entre 884 

mamíferos por contato direto entre animais infectados e pela exposição a água, solo e 885 
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alimentos contaminados com a urina de animais portadores renais de Leptospira spp. No 886 

Brasil, o endemismo dessa doença favorece a exposição da população humana a 887 

ambientes contaminados e animais infectados, tanto selvagens quanto sinantrópicos e 888 

domésticos, representando uma ameaça persistente a saúde pública (de Souza et al., 2016; 889 

Faine et al., 1999; Levett et al., 2015). 890 

No Brasil, os pequenos mamíferos não voadores detêm o maior número de 891 

espécies dentro da classe Mammalia. São representados principalmente pelos roedores e 892 

marsupiais, que apresentam tanto espécies com ampla distribuição, quanto aquelas de 893 

ocorrência restrita a algumas áreas (Emmons e Feer, 1997; Fonseca et al., 1996). Os 894 

pequenos mamíferos, tanto nas espécies selvagens quanto nas sinantrópicas, já foram 895 

caracterizados como importantes reservatórios de sorovares patogênicos de leptospiras.  896 

Sorovariedades do sorogrupo Icterohaemorrhagiae, de grande importância 897 

zoonótica, foram descritas sendo albergadas e disseminadas por ratos-de-esgoto (Rattus 898 

novergicus). O sorovar Australis foi isolado de rato-d’água (Nectomys squamipes), e os 899 

sorovares Bataviae, Ballum, Icterohaemorrhagiae, Grippotyphosa e Castellonis 900 

apresentam como reservatórios espécies da família Didelphidae, representada pelos 901 

gambás (Cordeiro et al., 1981; Corrêa, 2007; Jorge et al., 2012; Langoni et al., 2008).  902 

O bioma Cerrado é o segundo maior do Brasil, cobrindo originalmente cerca de 2 903 

milhões de km², o que corresponde a 23% do território do país (Oliveira-Filho e Ratter, 904 

2002). Mais da metade da área original tornou-se pastagens e culturas nos últimos 35 905 

anos, restando apenas 20% de sua área original (Mittermeier et al., 1999). Isso chama a 906 

atenção para um contato cada vez mais íntimo entre os animais de produção, roedores 907 

sinantrópicos, humanos, e as espécies de pequenos mamíferos selvagens, fato que 908 

intensifica o fluxo de Leptospira spp. no ambiente rural,  aumentando o risco ocupacional 909 
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da leptospirose para humanos (Akande, 2011; Backhans et al., 2013; Miller et al., 2013; 910 

Silva, 2014).  911 

A porção sudeste do estado de Goiás, região limítrofe banhada pelo rio Paranaíba, 912 

está predominantemente inserida no bioma Cerrado, entretanto se caracteriza por uma 913 

região de ecótono, devido a ocorrência também de manchas características de Mata 914 

Atlântica. Em função de atividades antrópicas nesta região, como a bovinocultura, 58% 915 

da área de Mata Atlântica e 74,3% da área de Cerrado já foram desmatadas (Agência 916 

Nacional de Águas, 2013). Nesse sentido, tal localidade é uma área sujeita a forte e 917 

constante perda de hábitat, com alterações que podem afetar todas as relações entre flora, 918 

fauna e microbiota associada. Assim, avaliar e acompanhar as interações entre 919 

hospedeiros, agentes infecciosos e ambiente nessa área, torna-se de grande valor quando 920 

consideramos o conceito de saúde única, na compreensão da dinâmica dessas relações.   921 

Determinantes de doenças são características que afetam a saúde de uma 922 

população. O conhecimento destes, facilitam a identificação das categorias de animais 923 

que estão particularmente em risco de desenvolver doença. Os determinantes associados 924 

ao hospedeiro, agente etiológico, ou meio ambiente não exercem seus efeitos 925 

isoladamente, mas interagem entre si para induzirem a doença (Thrusfield, 2010). Dentre 926 

os fatores de risco que facilitam essa interação estão o convívio entre animais domésticos 927 

e selvagens, e as mudanças climáticas e no uso do solo, que resultam em desequilíbrio 928 

nas relações ecológicas, principalmente, entre reservatórios, vetores e patógenos (Cutler 929 

et al., 2010). 930 

A bovinocultura encontra-se constantemente ameaçada pela ocorrência de 931 

leptospirose. No entanto, mesmo com medidas profiláticas, a leptospirose ocorre em 932 

bovinos nessa região. Por esta razão e pela presença de pequenos mamíferos não 933 

voadores, objetivou-se investigar o papel destes pequenos mamíferos, selvagens e 934 
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sinantrópicos, na ecologia da leptospirose em uma propriedade rural da região sudeste do 935 

estado de Goiás, compreendida em área de Cerrado sob influência atlântica.  936 

 937 

2. Material e Métodos 938 

2.1. Local 939 

O estudo foi realizado na Fazenda Mata da Fartura, no município de Goiandira, 940 

localizada no sudeste do estado de Goiás sob as coordenadas geográficas 18,1630556S; 941 

48,1354722W. Esta é uma propriedade de aproximadamente 68 hectares, caracterizada 942 

pela presença de pastagens com muitos fragmentos de matas nativas (formações florestais 943 

de Cerrado com influência de Mata Atlântica – área de ecótono) sobre solos rochosos e 944 

pouco profundos, e intercomunicantes entre si, e com livre acesso para bovinos. 945 

A propriedade apresenta a bovinocultura de leite como sua principal atividade 946 

produtiva, entretanto, entre os meses de maio e agosto recebe bois para confinamento e 947 

posterior destino ao corte. Essa realidade caracteriza um maior fluxo de animais naquele 948 

ambiente, sem a realização de quarentena. Além das atividades pecuárias comerciais, 949 

encontram-se produções extensivas de suínos e aves para subsistência. Esses animais são 950 

criados de forma promíscua, em pocilgas e aviários rudimentares, e algumas vezes têm 951 

contato com as demais espécies domésticas da propriedade, representadas por cães e 952 

equinos para o trabalho. 953 

As fontes de água utilizadas são um poço artesiano e o ribeirão Mata da Fartura, 954 

tributário do rio Paranaíba, e que corta a propriedade. Ambas as fontes de água não 955 

passam por tratamento. Os animais são dessedentados tanto em cochos, como diretamente 956 

no curso d’água. A pocilga apresenta um receptáculo que é abastecido continuamente por 957 

um desvio artificial do riacho, e tem o excesso desta água drenado novamente para o 958 
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mesmo riacho. Esse layout de produção pecuária é muito comum nas propriedades rurais 959 

brasileiras. 960 

O clima da região é do tipo Aw de Koopen (Köppen, 1948), caracterizado por uma 961 

estação seca de abril a setembro e uma estação úmida de outubro a março, podendo haver 962 

variações quanto ao início e término de cada estação climática.  Os mapas com a 963 

caracterização das áreas de coleta foram elaborados a partir de bancos de dados públicos 964 

disponibilizados pelo Google Earth®, e Instituto Brasileiro de Geografia e Estatística 965 

(IBGE). Utilizou-se as ferramentas dos programas Google Earth® e ArcGis® para a 966 

confecção destes mapas. 967 

 968 

2.2. Questões éticas 969 

Os procedimentos realizados nos animais deste estudo foram autorizados pela 970 

Comissão de Ética no Uso de Animais (CEUA) da Universidade Federal de Uberlândia 971 

sob número de protocolo 151/16. Os procedimentos realizados com os pequenos 972 

mamíferos não voadores foram também autorizados pelo Instituto Brasileiro do Meio 973 

Ambiente (IBAMA), por meio do Instituto Chico Mendes de Conservação e 974 

Biodiversidade (ICMBio), sob número de protocolo no Sistema de Autorização e 975 

Informação em Biodiversidade (SISBIO) 52983/1. 976 

 977 

2.3.Bovinos 978 

As amostras de sangue foram colhidas por meio de venopunção asséptica da veia 979 

coccígea com tubos a vácuo sem anticoagulante, no volume de 10 ml, identificados 980 

individualmente e mantidos em temperatura ambiente até a coagulação. Após o repouso 981 

e retração do coágulo, fez-se a extração do soro sanguíneo de cada amostra, que foi 982 
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devidamente identificada e armazenada a temperatura de -20 °C até o momento das 983 

análises. 984 

Foram coletadas amostras de sangue de 66 bovinos, sendo um touro e 46 fêmeas 985 

adultas (acima de 48 meses), sete novilhos e 12 novilhas (entre 6 e 24 meses). Todos os 986 

bovinos desta propriedade, e acima de 6 meses de idade foram incluídos neste trabalho. 987 

Esse rebanho era composto por animais de aptidão leiteira, das raças Gir e mestiças 988 

Gir/Holandês sem grau de sangue definido. A coleta nos bovinos foi realizada no final da 989 

estação úmida do ano de 2016. 990 

Para se caracterizar o aspecto enzoótico da leptospirose neste rebanho, comparou-991 

se os dados de prevalência deste trabalho com os achados soroepidemiológicos desta 992 

mesma propriedade no ano de 2006, em que 87,2% dos animais testados reagiram ao 993 

MAT (Moreira et al., 2010). 994 

 995 

2.4. Ambientes de captura dos pequenos mamíferos 996 

As capturas de pequenos mamíferos foram conduzidas em quatro ambientes 997 

distintos da propriedade (Figura 1):  998 

5. Ambiente antrópico: Considerou-se ambiente antrópico os locais próximos 999 

a habitações humanas, paióis, casas de máquinas, galpões de armazenamento de insumos. 1000 

6. Mata estacional decidual e semidecidual: Considerou-se como mata 1001 

estacional decidual e semidecidual as formações compostas por estrato arbóreo que 1002 

durante a estação seca perde toda ou parte das folhas, segundo a classificação de Oliveira-1003 

Filho e Ratter (2002). 1004 

7. Matas ribeirinhas: Considerou-se como matas ribeirinhas, seguindo a 1005 

caracterização de Oliveira-Filho e Ratter (2002), aquelas matas estacionais semideciduais 1006 

ou deciduais que acompanham a margem do Ribeirão Mata da Fartura.   1007 
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8. Pasto sujo: Considerou-se pasto sujo a área utilizada para pastoreio do 1008 

gado, com predomínio do capim Brachiaria decumbens em sua altura máxima de 1009 

crescimento. O pasto amostrado é margeado por alguma das matas já descritas e utilizadas 1010 

para coleta de pequenos mamíferos. 1011 

 1012 

Figura 1 - Mapa do uso e ocupação do solo e transectos de captura de pequenos mamíferos 1013 

não voadores. Fazenda Mata da Fartura, Goiandira - Goiás, Brasil, 2016. 1014 

  1015 

 1016 

2.5. Captura dos pequenos mamíferos 1017 

Duas campanhas, de quatro noites cada, foram conduzidas para captura de 1018 

pequenos mamíferos, uma ao final da estação chuvosa (precipitação acumulada de 1019 

outubro de 2015 a março de 2016: 1260 mm) e outra no final da seca (precipitação 1020 

acumulada de abril a setembro de 2016: 195 mm) (INPE, 2016).  1021 

Foram utilizadas armadilhas dos modelos Sherman e Tomahawk, iscadas com 1022 

rodelas de banana cobertas por farelo de paçoca. Para captura no ambiente antrópico 1023 
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foram utilizadas, em média, oito armadilhas tipo Sherman colocadas em variados pontos 1024 

considerados propícios. Para os ambientes de mata decidual e semidecidual, e de matas 1025 

ribeirinhas, 50 armadilhas tipo Sherman foram montadas em cada uma das duas 1026 

fisionomias, dispostas em linhas com estações de captura a cada dez metros, sendo uma 1027 

armadilha armada sobre o solo e outra sobre uma árvore em cada estação. Na área de 1028 

pasto, oito armadilhas tipo Tomahawk, e oito, tipo Sherman, foram colocadas linearmente 1029 

sobre o solo a cada dez metros. Todas as armadilhas foram inspecionadas diariamente 1030 

pela manhã, com a isca trocada a cada 48 horas ou reposta quando necessário.  1031 

Os animais capturados foram contidos farmacologicamente com associação de 1032 

cloridrato de tiletamina 250mg e cloridrato de zolazepam 250mg na dose de 0,1ml/kg, 1033 

pela via intramuscular (Silva, 2014) para biometria e sexagem. As fêmeas prenhes e em 1034 

amamentação foram acondicionadas em sacos de algodão até a recuperação completa, e 1035 

posteriormente soltas nos seus respectivos locais de captura. Os demais espécimes foram 1036 

eutanasiados por exsanguinação intracardíaca (CFMV, 2013; CONCEA, 2013). 1037 

 1038 

2.6. Coleta de Material Biológico 1039 

2.6.1. Pequenos Mamíferos 1040 

Os animais não eutanasiados foram submetidos apenas à punção sanguínea na veia 1041 

lateral da cauda (Lee e Goosens, 2015). Naqueles eutanasiados, coletou-se sangue pelo 1042 

método da exsanguinação intracardíaca. As amostras de sangue foram armazenadas em 1043 

microtubos até a retração do coágulo, e posterirormente fez-se a separação do soro 1044 

sanguíneo. As amostras de soro foram devidamente identificadas e armazenadas a -20 °C 1045 

(CFMV, 2013; CONCEA; Silva, 2014). 1046 

Também nos espécimes eutanasiados, fez-se uma incisão abdominal para retirada 1047 

dos rins. Tão logo retirou-se os órgão, próximo a um bico de Bunsen com chama azul, e 1048 
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utilizando bisturi estéril, cada rim foi recortado e adicionado em um tubo esterilizado 1049 

contendo meio de cultura líquido Ellighausen, McCullough, Johnson e Harris – DifcoR 1050 

(EMJH), enriquecido em 15% com soro sanguíneo de coelho (inativado a 60°C por 30 1051 

minutos), e adicionado de 5-fluorouracil a 300 mg/L, e ácido nalidixico na concentração 1052 

de 20mg/L. Posteriormente cada amostra foi identificada e incubada à temperatura de 1053 

28°C por 48 horas, para depois ser congelada a -80°C (Ellis et al., 1982; Magajevski et 1054 

al., 2005; Thiermann, 1980). 1055 

 1056 

2.6.2. Sorologia  1057 

  As amostras de soro sanguíneo de bovinos e pequenos mamíferos foram 1058 

encaminhadas ao Laboratório de Doenças Infecto-contagiosas da Faculdade de Medicina 1059 

Veterinária da Universidade Federal de Uberlândia, para a detecção de anticorpos contra 1060 

25 sorovares de Leptospira spp, sendo 21 sorovares de cepas padrão (Australis, 1061 

Autumnalis, Bataviae, Bratislava, Canicola, Castelonis, Copenhageni, Cynopteri, 1062 

Djasiman, Guaricura, Grippotyphosa, Hardjobovis, Hardjoprajitno, Hebdomadis, 1063 

Icterohaemorrhagiae, Javanica, Panama, Sejroe, Shermani, Tarassovi e Wolffi), e quatro 1064 

sorovares de estirpes de isolados de pequenos mamíferos sinantrópicos e selvagens no 1065 

Brasil (Brasiliensis, Pomona e 2 cepas diferentes de Copenhageni) (Quadro 1).  1066 

Tais coleções de cepas padrão e de estirpes de isolados brasileiros foram 1067 

gentilmente doadas pelo Laboratório de Bacteriologia Veterinária do Departamento de 1068 

Microbiologia e Parasitologia da Universidade Federal Fluminense.   1069 

O diagnóstico sorológico foi feito pelo método de Soroaglutinação Microscópica 1070 

(MAT), padronizando-se reagente maior ou igual a 50% de aglutinação de antígenos por 1071 

campo a uma diluição final de 1:100 do soro sanguíneo, tanto em bovinos como em 1072 
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roedores e marsupiais (Faine et al., 1999; Faria et al., 2008; Jorge et al., 2012; dos Santos 1073 

Paixão et al., 2014; Majetic et al., 2014; Silva, 2014). 1074 

 1075 

2.6.3. PCR 1076 

Os fragmentos renais foram enviados ao Laboratório de Bacteriologia Veterinária 1077 

da Universidade Federal Fluminense para realização de extração de DNA e ensaio da 1078 

PCR para detecção do gene lipL32, comum a estirpes patogênicas de leptospiras. A 1079 

extração de DNA de tecido foi realizada com Kit DNeasy® blood & Tissue Kit (Qiagen) 1080 

conforme instruções do fabricante. Uma etapa prévia de lavagem e digestão do tecido foi 1081 

realizada: duas lavagens com 2 ml de tampão PBS 1 vez por duas horas cada e com 20µl 1082 

de Proteinase K 20 mg/ml (Invitrogen®) à 56°C até completa digestão. 1083 

No ensaio da PCR para a detecção do gene lipL32 foram empregados os primers 1084 

lipL32-45F (5′-AAG CAT TAC CGC TTG TGG TG-3′) e lipL32-286R (5′-GAA CTC 1085 

CCA TTT CAG CGA TT-3′), projetados por Stoddard et al. (2009), na qual amplifica-se 1086 

um fragmento de 243pb. A reação foi realizada com volume final de 25µl contendo: 3,5 1087 

mM de MgCl2; 7,5 pmol de cada primer; 1 vez GoTaqReaction Buffer; 250µM de cada 1088 

desoxinucleotideo trifosfatado (dNTP), 0,5 U de GoTaq® DNA Polymerase (Promega) e 1089 

6 µl de DNA. Seguindo o programa de temperaturas: desnaturação inicial de 94°C por 2 1090 

minutos; 40 ciclos de 94°C por 30 segundos, 52°C por 30 segundos e 72°C por 1 minuto; 1091 

e extensão final de 72°C por 5 minutos. Foi utilizado a estirpe padrão L. interrogans 1092 

sorovar Copenhageni estirpe FIOCRUZ L1-130 como controle positivo para as reações 1093 

de PCR.A eletroforese foi realizada em gel de agarose 2% com tampão 0,5 X TBE (Tris 1094 

– ácido bórico – EDTA). O DNA presente nos produtos de PCR foi corado com uma 1095 

solução 20X Gel Red® (Biotium) e visualizados sob luz ultravioleta.  1096 

 1097 
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2.7. Análise Estatística 1098 

A análise estatística foi realizada por meio do teste de associação não-paramétrico 1099 

de qui-quadrado, para verificar a significância da associação dos fatores estudados. O 1100 

software estatístico R Core Team (2016) foi utilizado para realização dos testes.  1101 
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Quadro 1. Antígenos empregados na técnica de soroaglutinação microscópica (MAT), segundo a cepa, espécie, sorogrupo, sorovar, hospedeiro, instituição de 1102 

origem e ano do isolamento.  1103 

Cepas Padrão 

Cepa Espécie Sorogrupo Sorovar Hospedeiro Instituição de Origem Ano 

Sponselee L. borgpeterseni Sejroe Hardjobovis -  Instituto Pasteur - 

Moskva V L. kirschneri Grippotyphosa Grippotyphosa - Instituto Pasteur - 

Hond Utrecht IV L. interrogans Canicola Canicola - Instituto Pasteur - 

Ballico L. interrogans Australis Australis - Instituto Pasteur - 

Akiyami L. interrogans Autumnalis Autumnalis -  Instituto Pasteur - 

Verdun L. interrogans Icterohaemorrhagiae Icterohaemorrhagiae - Instituto Pasteur - 

M84 L. borgpetersenii Sejroe Sejroe - Instituto Pasteur - 

Djasiman L. interrogans Djasiman Djasiman - Instituto Pasteur - 

Van Tienen L. interrogans Bataviae Bataviae - Instituto Pasteur - 

Castellon 3 L. borgpetersenii Ballum Castellonis - Instituto Pasteur - 

CZ 214k L. noguchi Panama Panama - Instituto Pasteur - 

Jez Bratislava L. interrogans Australis Bratislava - FIOCRUZ - 

1342K L. santarosai Shermani Shermani - Instituto Pasteur - 

M20 L. interrogans Icterohaemorrhagiae Copenhageni - FIOCRUZ - 

Poi L. borgpetersenii Javanica Javanica - Instituto Pasteur - 

Perepelitsin L. borgpetersenii Tarassovi Tarassovi - Instituto Pasteur - 

3705 L. interrogans Sejroe Wolffi - Instituto Pasteur - 

3522C L. kirschneri Cynopteri Cynopteri - Instituto Pasteur - 

BOV G L. santarosai Sejroe Guaricura - FIOCRUZ - 

Hardjoprajitno L. interrogans Sejroe Hardjoprajitno - OMS - 

Hebdomadis L.interrogans Hebdomadis Hebdomadis - Instituto Pasteur - 

Estirpes de Isolados no Brasil (pequenos mamíferos não voadores) 

AN776 L. sanarosai Bataviae Brasiliensis Gambá Instituto Biológico de São Paulo 1961 

M10/99 L. interrogans Icterohaemorrhagiae Copenhageni Rattus norvegicus Fundação Parque Zoológico de São Paulo 1999 

Rato L. interrogans Icterohaemorrhagiae Copenhageni Rattus norvegicus Instituto Biológico de São Paulo 1999 

M36/05 L. kirschineri Pomona Não caracterizado Rattus sp VPS/FMVZ/USP 2005 

1104 
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3. Resultados 1105 

3.1. Bovinos 1106 

Dos 66 bovinos, 60 (90,91%) foram reagentes ao MAT para pelo menos um 1107 

sorovar de leptospirose (Tabela 1), o que sugere comportamento enzoótico neste rebanho, 1108 

dada a manutenção da prevalência em taxas semelhantes (87,2%) desde o ano de 2006 1109 

(Moreira et al., 2010). É importante ressaltar que nenhuma medida de controle para 1110 

leptospirose foi adotada após o diagnóstico de 2006. O manejo sanitário, alimentar e de 1111 

dessendentação, bem como os insumos e instalações utilizados, não foram modificados. 1112 

Houve diferenças estatísticas significantes somente entre a faixa etária (p = 0,0087), em 1113 

que animais acima de 24 meses se apresentavam com maior frequência de aglutininas 1114 

anti-leptospiras patogênicas, se comparados aos animais abaixo de 24 meses de idade. 1115 

 1116 

Tabela 1 - Frequência de bovinos reagentes ao MAT para leptospirose e suas respectivas 1117 

categorias etária e sexual, Goiandira – GO, 2016. 1118 

Categoria Número de amostras Animais reagentes ao 

MAT 

Reagentes ao MAT 

(%) 

Fêmea 58 53 91,37 

Macho 8 7 87,5 

Idade 6 – 24 meses 19 14b 73,68b 

Idade > 24 meses 47 46a 97,87a 

Total 66 60 90,91 

Letras diferentes entre linhas indicam diferenças estatísticas significantes (p<0,05) 1119 

 1120 

Em ordem decrescente de frequência, encontrou-se reagentes para os seguintes 1121 

sorovares (Tabela 2): Icterohaemorrhagiae e Pomona cepa M36/05 (n=31/51,66%); 1122 

Copenhageni cepa M10/99 (n=29/48,33%); Tarassovi (n=27/45%); Copenhageni cepa 1123 
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Rato (n=17/28,33%); Shermani (n=14/23,33%); Guaricura e Hardjoprajitino 1124 

(n=11/18,33%); Australis, Bratislava e Djasiman (n=4/6,67%); Hebdomadis, 1125 

Copenhageni cepa padrão e Wolffi (n=3/5%); Bataviae e Javanica (n=2/3,33%); 1126 

Autumnalis, Brasiliensis, Canicola e Grippotyphosa (n=1/1,66%). 1127 

Dentre os animais reagentes ao MAT para leptospirose, verificou-se maiores 1128 

títulos de anticorpos contra os sorovares Copenhageni (M10/99), Guaricura, Tarassovi e 1129 

Icterohaemorrhagiae, que alcançaram a diluição de 800. Seguidos dos sorovares Pomona 1130 

e Wolffi que aglutinaram no maior título de 400; e Australis, Copenhageni (cepa padrão), 1131 

Copenhageni (cepa Rato), Hardjoprajitno e Hebdomadis que obtiveram maior título a 1132 

diluição 200 (Tabela 3). 1133 

Dentre todas as reações de aglutinação para os 25 sorovares testados, que foram 1134 

num total de 200, pôde-se verificar que em 40% delas (80 reações), as amostras de soro 1135 

sanguíneo dos bovinos deste estudo reagiram contra sorovares pertencentes ao sorogrupo 1136 

Icterohaemorrhagiae, seguidos pelos sorogrupos Pomona (15,5%), Tarassovi (13,5%), 1137 

Sejroe (12,5%), Shermani (7%), Australis (4%), Djasiman (2%), Bataviae e Hebdomadis 1138 

(1,5%), Javanica (1%), e Autumnalis e Canicola (0,5%). E os maiores títulos de 1139 

anticorpos foram encontrados reagentes para os sorogrupos Icterohaemorrhagiae, Sejroe 1140 

e Tarassovi na diluição de 1/800. 1141 

Tentou-se o isolamento de leptospiras a partir da urina de bovinos, bem como da 1142 

urina e tecido renal de pequenos mamíferos (Magajevski et al., 2005, Silva, 2014), porém 1143 

não houve sucesso. 1144 

A maior parte das coaglutinações ocorreu entre os sorogrupos 1145 

Icterohaemorrhagiae e Tarassovi, em que 36,66% dos bovinos reagentes ao MAT eram 1146 

positivos a pelo menos um sorovar de cada um desses sorogrupos. O mesmo foi 1147 

encontrado para os sorogrupos Icterohaemorrhagiae e Pomona, em 35% dos animais 1148 
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reagentes ao MAT; e para os Sorogrupos Icterohaemorrhagiae e Sejroe, com 25% dos 1149 

animais testados e reagentes ao MAT. 1150 

 1151 

Tabela 2 - Frequência de títulos de anticorpos (200; 400 e 800) por sorovares dentre os 1152 

animais reagentes ao MAT (técnica da aglutinação microscópica) para Leptospira spp. 1153 

em rebanho bovino, Goiandira – GO, 2016. 1154 

Sorovares Frequência de Títulos (n/%) 

200 400 800 

Australis 01 (1,66) -- -- 

Copenhageni (padrão) 01 (1,66) -- -- 

Copenhageni (M10/99) 08 (13,33) 02 (3,33) 01 (1,66) 

Copenhageni (Rato) 03 (5) -- -- 

Guaricura 01 (1,66) -- 01 (1,66) 

Hardjoprajitino 02 (3,33) -- -- 

Hebdomadis 01 (1,66) -- -- 

Icterohaemorrhagiae 06 (10) 03 (5) 05 (8,33) 

Pomona (M36/05) -- 01 (1,66) -- 

Tarassovi 08 (13,33) 03 (5) 01 (1,66) 

Wolfii -- 01 (1,66) -- 

 1155 

3.2. Pequenos Mamíferos 1156 

Foram capturados 28 espécimes de pequenos mamíferos não voadores (Tabela 3) 1157 

durante as duas campanhas (úmida e seca de 2016), pertencentes a apenas uma espécie 1158 

de marsupial (Gracilinanus agilis, n = 14) e seis espécies de roedores (Calomys sp., n = 1159 

2; Hylaeamys megacephalus, n = 4; Nectomys squamipes, n = 1; Oecomis bicolor, n = 2; 1160 

Rattus rattus, n = 3). Destes, três fêmeas (Gracilinanus agilis, n = 1; Oecomis bicolor, n 1161 
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= 1; Hylaeamys megacephalus, n = 1) foram liberadas após recuperação da contenção 1162 

farmacológica por estarem prenhes ou em amamentação.  1163 

Nenhum dos espécimes de roedores e marsupiais capturados foram reagentes ao 1164 

MAT. Para os resultados da PCR para o gene lipL32, 15 (53,57%) dos 28 espécimes de 1165 

pequenos mamíferos foram positivos. Destes, nove (64,29%) espécimes de Gracilinanus 1166 

agilis e seis (42,86%) espécimes de roedores (Calomys sp., n = 2; Hylaeamys 1167 

megacephalus, n = 2; Oecomys bicolor, n = 1; Nectomys squamipes, n = 1) tiveram 1168 

amplificado o gene lipL32 a partir de suas amostras renais (Tabela 4). A taxa de captura 1169 

e de espécimes positivas à PCR foi maior ao final da estação seca, em que dos 23 1170 

pequenos mamíferos capturados (13 marsupiais e dez roedores), 14 (nove marsupiais e 1171 

cinco roedores) estavam positivos. Em contrapartida, ao final da estação chuvosa foram 1172 

capturados apenas cinco exemplares, sendo quatro roedores e um marsupial, e destes, 1173 

apenas um roedor, Hylaeamys megacephalus, foi positivo à PCR.  1174 

Ao se considerar o total de espécimes de pequenos mamíferos capturados por 1175 

ambiente, tem-se em ordem decrescente mata estacional decidual e semidecidual (13 1176 

animais, nove positivos na PCR), matas ribeirinhas (nove animais, quatro positivos na 1177 

PCR), pasto sujo (três animais, sendo dois positivos na PCR) e ambiente antrópico (três 1178 

animais, e nenhum positivo na PCR).  1179 

Quando se considera o local de instalação das armadilhas, solo ou árvore, a 1180 

abundância foi numericamente maior no solo, alcançando 17 espécimes capturados. Já 1181 

em armadilhas instaladas em árvores, capturou-se apenas 11 espécimes. E a ocorrência 1182 

do gene lipL32 foi encontrado em dez dos pequenos mamíferos capturados no solo 1183 

(58,82%), e cinco dos espécimes recolhidos em armadilhas de árvore (45,45%). 1184 

Não houve diferença estatística para frequências de reação positiva à PCR entre 1185 

quaisquer dados de ordem (Marsupialia e Rodentia), ambiente de captura, local de 1186 
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instalação de armadilha e mês de captura. Os dados referentes a essas características 1187 

frente aos resultados de PCR estão descritos na Tabela 3 e representados na Figura 2. 1188 

 1189 
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Tabela 3 - Pequenos mamíferos não voadores capturados e positivos à PCR de tecido renal para o gene lipL32 de leptospiras patogênicas em seus 1190 

respectivos ambientes de captura, local de instalação de armadilhas e mês de captura. Fazenda Mata da Fartura, Goiandira – GO, 2016. 1191 

  

Total de 

espécimes 

capturados 

Ambiente de captura     Local de instalação das armadilhas Estação do ano 

Antrópico Pasto sujo Mata 

estacional 

decidual e 

semidecidual 

Matas 

Ribeirinhas 

Solo Árvore Úmida Seca 

N PCR 

(n/%) 

N PCR 

(n/%) 

N PCR 

(n/%) 

N PCR 

(n/%) 

N PCR 

(n/%) 

N PCR 

(n/%) 

N PCR 

(n/%) 

N PCR 

(n/%) 

N PCR 

(n/%) 

Marsupiais 14 09(64,29) 0 0 0 0 11 8(72,72) 3 1(33,33) 6 5(83,33) 8 4(50) 1 0 13 9(69,23) 

Roedores 14 06(42,86) 3 0 3 2(66,66) 2 1(50) 6 3(50) 11 5(45,45) 3 1(33,33) 4 1(25) 10 5(50) 

Total 28 15(53,57) 3 0 3 2(66,66) 13 9(69,23) 9 4(44,44) 17 10(58,82) 11 5(45,45) 5 1(20) 23 14(60,87) 

 1192 

 1193 

 1194 

 1195 

 1196 

 1197 

 1198 
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Figura 2 - Distribuição de pequenos mamíferos capturados e positivos à PCR para o gene lipL32 em seus respectivos ambientes de captura. Fazenda 1199 

Mata da Fartura, Goiandira – GO, 2016.  1200 

1201 
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4. Discussão  1202 

Mesmo os pequenos mamíferos capturados não terem apresentado aglutininas 1203 

contra qualquer sorovar de Leptospira spp., os resultados da PCR positiva em 15 amostras 1204 

de rim, dos 28 animais capturados (53,57%), indicam uma alta taxa de portadores renais 1205 

de leptospiras patogênicas (Vieira et al., 2016). Esta maior taxa pode ser justificada 1206 

também por uma maior sensibilidade da PCR em tecido renal, em detrimento do uso de 1207 

urina para identificação do gene lipL32, dada a eliminação intermitente de leptospiras por 1208 

essa via de excreção (Fornazari et al., 2018), visto que a PCR é considerada uma adequada 1209 

técnica epidemiológica para detecção de reservatórios (Faria et al., 2008). Assim, os 1210 

pequenos mamíferos se configuram como agentes de destaque na epidemiologia da 1211 

leptospirose na área estudada. 1212 

Sabe-se que os roedores e marsupiais são importantes reservatórios de leptospiras 1213 

patogênicas, pois se mantêm infectados por um longo período sem manifestar a doença. 1214 

Entretanto considera-se a ordem Rodentia como a principal delas na manutenção deste 1215 

patógeno no ambiente, inclusive entre os animais selvagens (Adler e de la Peña 1216 

Moctezuma, 2010; Andersen-Ranberg et al., 2016; Cheema et al., 2007; Costa et al., 1217 

2014; Da Silva et al., 2010; Faria et al., 2008; Nakamura et al., 2013; Reilly, 1970).  1218 

Os hospedeiros reservatórios naturais podem apresentar níveis indetectáveis de 1219 

anticorpos, com concentrações no soro sanguíneo menores que o amplamente aceito, na 1220 

diluição 1/100 (Ellis, 2015; Muthukkaruppan et al., 2007; Sunbul et al., 2001; Vinetz et 1221 

al., 1996), devido a adaptação destes animais à infecção de Leptospira spp. no decorrer 1222 

da evolução de suas espécies (Stritof Majetic et al., 2014). Essa condição pode ter 1223 

refletido nos resultados de MAT deste estudo, em que nenhum dos pequenos mamíferos 1224 

coletados apresentaram aglutininas anti-leptospiras. 1225 
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Geralmente as estirpes de referência usadas para o diagnóstico pelo MAT não 1226 

contemplam os sorogrupos responsáveis pela infecção dos animais, domésticos e 1227 

selvagens, em determinadas áreas. Desta forma a sensibilidade do teste é comprometida, 1228 

e se vê necessário isolar as estirpes circulantes naquele ambiente, a fim de aumentar, em 1229 

até dez vezes, esta sensibilidade do método diagnóstico (Jorge et al., 2012; Mgode et al., 1230 

2015). 1231 

A PCR, no entanto, é uma técnica que corrige parte dessas desvantagens 1232 

associadas ao MAT, por ser capaz de distinguir os animais portadores renais de 1233 

leptospiras patogênicas a partir da identificação do gene lipL32 em tecidos e excreções 1234 

dos portadores. A PCR tem boa sensibilidade tanto em hospedeiros reservatórios, quanto 1235 

naqueles portadores de estirpes não conhecidas. Entretanto, a PCR não identifica o 1236 

sorovar infectante, o que impossibilita um estudo epidemiológico mais preciso, visto que 1237 

só se pode distinguir as infecções incidentais e não incidentais ao se conhecer qual o 1238 

sorovar ou sorogrupo de ocorrência, possibilitando a identificação das fontes de infecção 1239 

a partir da associação de cada sorovar/sorogrupo com suas espécies de hospedeiros 1240 

mantenedores/reservatórios (Dos Santos Paixão et al., 2014; Faria et al., 2008; Jorge et 1241 

al., 2012; Mgode et al., 2015; Vieira et al., 2016). 1242 

Existia uma forte hipótese, dada a importância dos roedores sinantrópicos como 1243 

reservatório de leptospiras, dos espécimes capturados no ambiente antrópico serem 1244 

positivos na PCR (Adler e de la Peña Moctezuma, 2010; Silva, 2014). Entretanto, os três 1245 

únicos roedores capturados neste ambiente, pertencentes à espécie Rattus rattus, não 1246 

estavam reagentes ao MAT nem à PCR. Isso pode ter-se dado pelo número reduzido de 1247 

indivíduos capturados dessa espécie, ou pelo fato do ambiente de vida desses animais não 1248 

sobrepor ao ambiente de vida das outras espécies estudadas. 1249 



98 
 

 
 

Já no ambiente de pasto sujo, que margeava a borda da mata, e que representava 1250 

um importante local de interface entre a área de vida das espécies de pequenos mamíferos 1251 

selvagens e dos bovinos, dos três roedores capturados (Calomys sp.), dois apresentaram 1252 

o gene lipL32 extraído de tecidos renais. Sendo assim esses animais se configuram como 1253 

importantes agentes eliminadores de leptospiras nesse ambiente, incrementando o risco 1254 

de infecção tanto de bovinos, quanto das demais espécies selvagens ali coabitantes.  1255 

Dentre as espécies de pequenos mamíferos não voadores capturados, apenas uma 1256 

pertencia à ordem Marsupialia, o Gracilinanus agilis. Trata-se de um didelfídeo de 1257 

pequeno porte (20-45 g), que foi numericamente mais prevalente como portador renal 1258 

(64,29%), quando comparado aos roedores (42,86%). Os Gracilinanus agilis são animais 1259 

arborícolas (Emmons e Feer, 1997), desta forma foram capturados somente nos ambientes 1260 

com formação florestal (mata estacional decidual e semidecidual, e matas ribeirinhas) 1261 

com destaque para a mata estacional decidual e semidecidual, em que dos 11 animais 1262 

amostrados, oito (72,72%) foram positivos à PCR. Quando avaliado a proporção de 1263 

portadores renais entre os Gracilinanus agilis capturados na campanha do final da estação 1264 

seca, 69,23% dos animais estavam positivos à PCR.  1265 

Visto que o risco de infecção depende da ecologia das espécies de hospedeiro, 1266 

como área de vida, comportamento de forrageamento e contato com outros animais 1267 

(Fornazari et al., 2018), identifica-se o papel de Gracilinanus agilis como espécie 1268 

selvagem importante na manutenção e circulação de leptospiras patogênicas em 1269 

ambientes de mata. Esta espécie apresenta uma dieta mais seletiva (insetívora), por isso 1270 

precisam ampliar sua área de forrageamento durante o período seco do ano (escassez de 1271 

alimentos), aumentando assim o contato com solo, e com diferentes ambientes. Desta 1272 

forma são mais desafiados pelas leptospiras eliminadas por outras espécies animais 1273 

(selvagens ou domésticas), com status de portadoras renais, em sua área de vida (Bagagli 1274 
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et al., 1998; Drancourt et al., 2006; Ko et al., 1999; Martins et al., 2006; Ramos, 2007; 1275 

Pinheiro et al., 2002; Sarkar et al., 2002). 1276 

Nos ambientes de captura florestados e de pasto sujo, notou-se uma ocorrência de 1277 

pequenos mamíferos portadores renais de leptospiras patogênicas, com ocorrência entre 1278 

os animais de mata estacional decidual e semidecidual (69,23% dos animais), seguida 1279 

pelo pasto sujo (66,66%) e matas ribeirinhas (44,44%). Isso confirma o fluxo de 1280 

leptospiras patogênicas entre os diferentes ambientes coletados, demonstrando a 1281 

importância dos pequenos mamíferos selvagens na manutenção e veiculação deste 1282 

patógeno na propriedade estudada, e reforçada pelos resultados do estudo de sorovares 1283 

circulantes no ambiente a partir dos bovinos. 1284 

Devido à baixa sensibilidade do MAT para identificação de reservatórios naturais 1285 

de leptospiras, como os roedores e os marsupiais (Ellis, 2015; Jorge et al., 2012; 1286 

Muthukkaruppan et al., 2007; Sunbul et al., 2001; Vinetz et al., 1996), buscou-se detectar 1287 

os sorovares e sorogrupos de leptospiras patogênicas circulantes no ambiente de estudo 1288 

por meio dos bovinos que ali eram mantidos. Pôde-se verificar uma maior frequência de 1289 

bovinos sororreagentes a estirpes isoladas a partir de Rattus sp. e Rattus norvegicus 1290 

(estirpes M10/99, Rato e M36/05), bem como para a cepa padrão dos sorovar 1291 

Icterohaemorrhagiae, também mantida por pequenos mamíferos (Dos Santos Paixão et 1292 

al., 2014; Faria et al., 2008; Yalin et al., 2011). Notou-se também uma considerável 1293 

frequência de bovinos reagentes ao sorovar Tarassovi, comumente associado aos suínos 1294 

no Brasil, tanto pelo diagnóstico sorológico quanto pelo isolamento (Sobestiansky et al., 1295 

1999). 1296 

É sabido que animais no mesmo ambiente se infectam mutuamente com seus 1297 

sorovares (Esteves et al., 2005; Magajevski et al., 2005), e este fato permite inferir que os 1298 

bovinos estão sendo desafiados por sorovares mantidos no ambiente tanto pelos pequenos 1299 
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mamíferos quanto pelos suínos (Mgode et al., 2015), apesar de não se ter coletado, neste 1300 

trabalho, material biológico dos suínos para o diagnóstico de leptospirose. Tal fato pode 1301 

ser reforçado ao se comparar os resultados de sorovares mais prevalentes nesta 1302 

propriedade em um estudoanterioro, realizado por Moreira et al. (2010), em que 87% do 1303 

rebanho estava reagente ao MAT, em um padrão divergente para os sorovares. Em 2010 1304 

encontraram-se principalmente bovinos reagentes aos sorovares Wolffi (21%), Hardjo 1305 

(20%), Brastislava (14,5%), Australis (13,7%) e Tarassovi (9,8%).  1306 

Alguns fatores de risco estão comprovadamente associados à leptospirose bovina, 1307 

entre elas estão a criação conjunta ou promíscua de bovinos e suínos, o contato de 1308 

roedores com alimentos dos bovinos (paiol, cochos, etc.), a presença de roedores e/ou 1309 

animais selvagens no mesmo ambiente, e a dessedentação a partir de água de rio e 1310 

cacimbas, que pode aumentar em 4,43 vezes a chance de infecção em comparação a uma 1311 

fonte de água clorada (Agampodi et al., 2014; Draghi et al., 2011; Fávero et al., 2017; 1312 

Lilenbaum e Souza, 2003; Mclean et al., 2014; Petrakovsky et al., 2014; Schoonman e 1313 

Swai, 2010).  1314 

Outro fator de risco de fundamental importância para infecção de bovinos neste 1315 

trabalho, foi a idade. Em que a frequência de bovinos com idade superior a 24 meses e 1316 

sororreagentes ao MAT (97,87%) foi significativamente maior que frequência encontrada 1317 

nos bovinos abaixo de 24 meses de idade (73,68). Esse fator pode estar associado à 1318 

maturidade sexual do rebanho, sendo maior a chance de ocorrência da infecção em 1319 

bovinos no início da atividade reprodutiva, bem como o maior tempo de exposição ao 1320 

ambiente contaminado, e às próprias fontes de infecção da doença (Cortese, 2009; 1321 

Guimarães, 2017). Entretanto, pode-se observar que mesmo com essas condições de 1322 

anteparo aos animais mais jovens contra a leptospirose, a frequência de sororreagentes 1323 
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entre os bovinos abaixo dos 24 meses de idade ainda foi bastante alta, indicando um alto 1324 

grau de desafio a que todo rebanho estava sendo submetido. 1325 

Em pesquisa sobre a manutenção de leptospiras no ambiente, Thibeaux et al. 1326 

(2017) identificaram o solo como um reservatório ambiental de leptospiras patogênicas, 1327 

mantendo-as viáveis por até quatro meses, em sua própria atmosfera protetora. 1328 

Principalmente em solos superficiais, em profundidades de 1 a 5 cm, e em faixas de 1 m 1329 

de distância do limite da lâmina d’água de rios e riachos. Bovinos, suínos e pequenos 1330 

mamíferos desta pesquisa tinham acesso à agua do ribeirão da propriedade estudada, 1331 

logicamente com o solo adjacente. Desta forma acredita-se que este ambiente seja uma 1332 

interface essencial para a circulação de leptospiras patogênicas entre todas as espécies 1333 

domésticas e selvagens ali encontradas. 1334 

É importante ressaltar que o ribeirão era a principal fonte de água para 1335 

dessedentação e equilíbrio térmico dos suínos, e que o excedente da água utilizada por 1336 

esses animais retornava ao curso d´água. Os bovinos também utilizam da água do ribeirão 1337 

para hidratação, sendo assim, verifica-se um contato destes animais com água 1338 

contaminada pela urina daqueles. 1339 

Nectomys squamipes são ratos semiaquáticos, conhecidos como rato-d ´água, e 1340 

pela característica de seu ambiente de vida, os mesmos se tornam mais susceptíveis ao 1341 

contato com água contaminada por urina de outros animais portadores renais, aumentando 1342 

o risco de infecção. Também constituem uma importante interface entre os ambientes 1343 

aquático e terrestre, promovendo a circulação de leptospiras patogênicas entre os dois 1344 

ecossistemas (Bonvicino et al., 2008; Cordeiro et al., 1981; Emmons e Feer, 1997; Fávero 1345 

et al., 2017; Ko et al., 1999; Martins et al., 2006; Pinheiro et al., 2002; Ramos, 2007; 1346 

Sarkar et al., 2002) 1347 
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Dentre os oito bovinos que apresentaram maior titulação (800), seis mostraram 1348 

maior concentração de aglutininas para sorovares do sorogrupo Icterohaemorrhagiae 1349 

(cinco Icterohaemorrhagiae e um Copenhageni M10/99), um bovino para o sorogrupo 1350 

Sejroe (sorovar Guaricura), e um para o sorogrupo Tarassovi (sorovar Tarassovi). O 1351 

sorogrupo Icterohaemorrhagiae está intimamente associado a seus reservatórios roedores 1352 

e gambás, tanto no meio urbano como no meio rural (Duhamel et al., 1998; Esteves et al., 1353 

2005; Ko et al., 1999; Langoni et al., 2008; Lilenbaum et al., 1993; Pereira et al., 2005; 1354 

Silva, 1976). Esse é um sorogrupo que provoca infecção incidental em bovinos, ou seja, 1355 

para haver a infecção nesses ruminantes, necessita-se de um ambiente contaminado pela 1356 

urina de seus reservatórios. Sendo assim, no ambiente estudado, reforça-se o papel dos 1357 

pequenos mamíferos na manutenção e veiculação de leptospiras patogênicas. 1358 

O sorogrupo Sejroe está adaptado aos bovinos, e a transmissão se dá 1359 

principalmente pelo contato direto entre indivíduos dessa mesma espécie (Ellis, 2015). 1360 

Entretanto, mesmo com medidas clássicas de controle e profilaxia, bovinos adoecem com 1361 

leptospirose. A identificação de baixos índices reprodutivos, muita das vezes leva ao 1362 

diagnóstico presuntivo, sendo confirmado por uma alta soroprevalência (MAT) para 1363 

sorovares não frequentes na espécie bovina (Moreira et al., 2010). No presente estudo, a 1364 

frequência de animais sororreagentes para sorovares do sorogrupo Sejroe foi 1365 

numericamente menor que para o sorogrupo Icterohaemorrhagiae. Adicionalmente, 1366 

sabendo que a frequência de animais com títulos de 800 para o sorogrupo Tarassovi, 1367 

associados a suínos (Sobestiansky et al., 1999) foi igual para o sorogrupo Sejroe. Desta 1368 

forma reitera-se que os pequenos mamíferos são agentes de destaque na epidemiologia 1369 

da leptospirose na área estudada. 1370 

Na área pesquisada verifica-se a composição de um mosaico entre áreas de 1371 

pastagens e matas (deciduais, semi deciduais e ribeirinhas) a que os bovinos tinham livre 1372 
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acesso (Figura 1). É sabido que a presença do gado dentro de fragmentos florestais 1373 

amplifica os efeitos de borda, produzindo um fenômeno que altera a estrutura da 1374 

vegetação, compacta o solo, favorece a proliferação de espécies selvagens oportunistas e 1375 

generalistas, resultando por sua vez na proliferação e dispersão de patógenos mantidos 1376 

por essas espécies favorecidas no ambiente (Daszak et al., 2004; Primack e Rodrigues, 1377 

2001; Rivero, 2016). 1378 

Esta realidade somente foi possível pela ação antrópica, que ao alterar o ambiente 1379 

promove o desequilíbrio da tríade epidemiológica, induzindo a ocorrência de 1380 

leptospirose. Os seres humanos são hospedeiros acidentais, não adaptados a qualquer 1381 

sorovar, e por isso apresentam vigorosa suscetibilidade à infecção por Leptospira spp. 1382 

(Faine et al., 1999; Ko et al., 2009). Existem evidências que sorogrupos mantidos por 1383 

roedores selvagens são correlatos aos de prevalência sorológica na leptospirose humana 1384 

(Mgode et al., 2015; Silva, 2014; Stritof Majetic et al., 2014). 1385 

Ao se criar ambientes em desequilíbrio ecológico, e ao se identificar diferentes 1386 

espécies de mamíferos portadores renais de um mesmo sorovar, o favorecimento da 1387 

infecção em humanos é constatado (Mgode et al., 2015). Dessa forma, sabendo-se que 1388 

53,57% dos pequenos mamíferos eram portadores renais de leptospiras patogênicas, e que 1389 

65,15% dos bovinos deste estudo estavam reagentes ao MAT para pelo menos uma das 1390 

estirpes do sorovar Copenhageni, ou mesmo para o sorovar Icterohaemorrhagiae, 1391 

intensamente patogênicos para humanos, identificou-se um notável risco ocupacional 1392 

para leptospirose na propriedade estudada.  1393 

Dentre as sete espécies de pequenos mamíferos não voadores que foram 1394 

capturadas, todas as espécies selvagens foram identificadas como portadoras renais de 1395 

leptospiras patogênicas. Isso demonstra a ampla variedade de hospedeiros para 1396 

Leptospira spp., e que este patógeno está bem adaptado a uma série de diferentes espécies 1397 
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de pequenos mamíferos selvagens em ambiente de ecótono Cerrado-Mata Atlântica 1398 

(Obiegala et al., 2016). Espécies domésticas, como suínos e bovinos, também são 1399 

considerados importantes reservatórios de leptospiras patogênicas, principalmente 1400 

associados aos riscos de infecção humana. A exposição a criações peridomésticas de 1401 

bovinos e suínos com altas prevalências para leptospirose (caso do rebanho bovino deste 1402 

estudo) representa um dos principais fatores de risco para leptospirose humana (Barragan 1403 

et al., 2016). 1404 

 Além do risco ocupacional da leptospirose (para magarefes, médicos veterinários, 1405 

tratadores, proprietários rurais, técnicos de irrigação, etc.), outro importante fator de risco 1406 

associado aos casos de leptospirose humana é o risco recreacional, pelo contato humano 1407 

com água e ambientes contaminados durante atividades desportivas e de lazer junto a 1408 

matas e cursos d’água (Guernier et al., 2017; Mgode et al., 2015; Obiegala et al., 2016; 1409 

Thibeaux et al., 2017). Visto que a água e o solo são importantes ambientes de 1410 

manutenção de leptospiras patogênicas (Ellis, 2015; Thibeaux et al., 2017). 1411 

Em casos de patógenos que infectam mais de uma espécie hospedeira, a população 1412 

da espécie hospedeira mais resistente será favorecida, em detrimento daquelas espécies 1413 

em que o patógeno é mais virulento (Hudson, Dobson, Lafferty, 2006), logo, espera-se 1414 

que a população de pequenos mamíferos não voadores seja favorecida em ambientes com 1415 

Leptospira circulante. O que fortalece a hipótese de que os pequenos mamíferos não 1416 

voadores, marsupiais e roedores, desempenhem relevante papel na ecologia da 1417 

leptospirose na propriedade estudada. 1418 

A transmissão de Leptospira também é favorecida em casos de alta densidade de 1419 

hospedeiros, e em geral, qualquer introdução de novas espécies hospedeiras aumenta a 1420 

transmissão deste patógeno, devido a intensificação do contato entre os indivíduos dentro 1421 

do mesmo ambiente (McCallum, Barlow, Hone, 2001), o que ocorreu na propriedade 1422 
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estudada, quando se possibilitou a sobreposição dos ambientes de vida de bovinos e 1423 

pequenos mamíferos selvagens. 1424 

Sendo assim, acredita-se que a ação antrópica alterando o ambiente seja 1425 

responsável pelas altas frequências de bovinos reagentes ao MAT, e de pequenos 1426 

mamíferos selvagens como portadores renais de leptospiras patogênicas. Pequenos 1427 

mamíferos não voadores se confirmaram como importantes vias de manutenção e 1428 

circulação de leptospiras patogênicas no ambiente estudado. 1429 

 1430 

 1431 

 1432 

 1433 

 1434 

 1435 

 1436 

 1437 

 1438 

 1439 

 1440 

 1441 

 1442 

 1443 

 1444 

 1445 

 1446 

 1447 
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Carrapatos de pequenos mamíferos do vale do rio Paranaíba, uma região de 1742 

ecótono impactada por atividades agropecuárias (Short Communication) 1743 

 1744 

Resumo 1745 

O rio Paranaíba está localizado predominantemente no bioma Cerrado, e a área de sua 1746 

bacia detêm pouco mais de 20% de vegetação nativa. Os pequenos mamíferos são 1747 

modelos aplicáveis no estudo de carrapatos e circulação de patógenos, inclusive em 1748 

ambientes com diferentes graus de degradação. Diante disso, teve-se por objetivo avaliar 1749 

o papel desses animais como hospedeiros para carrapatos em áreas de Cerrado com 1750 

diferentes características de fragmentação no vale do rio Paranaíba (regiões do Alto, 1751 

Médio e Baixo Paranaíba). Foram capturados 72 espécimes de pequenos mamíferos 1752 

pertencentes a três gêneros de marsupiais (Micoureus, n = 4; Gracilinanus, n = 34; e 1753 

Didelphis, n = 1) e oito de roedores (Akodon n = 3; Calomys, n = 4; Necromys, n = 4; 1754 

Cerradomys, n = 4; Hylaeamys, n = 4; Nectomys, n = 3; Oecomys, n = 10; Rhipidomys, n 1755 

= 1; Mus, n = 1; e Rattus, n = 3). Destes, apenas 14 animais, correspondentes a cinco 1756 

gêneros (Nectomys, Cerradomys, Oecomys, Necromys e Gracilinanus) estavam 1757 

infestados por carrapatos. A maior prevalência de animais infestados foi no período seco 1758 

do ano (21,16%; 11/52), enquanto no período chuvoso a prevalência foi de 15% (3/20). 1759 

A riqueza de carrapatos foi de pelo menos 04 espécies no Alto Paranaíba (Ixodes sp., 1760 

Ornithodoros sp., Amblyomma dubitatum, Amblyomma sculptum) além de larvas de 1761 

Amblyomma sp.; 02 no Médio Paranaíba (Ornithodoros sp. e Amblyomma dubitatum), e 1762 

larvas de Amblyomma sp.; e apenas 01 no Baixo Paranaíba (Ornithodoros sp.). Carrapatos 1763 

do gênero Ornithodoros sp. foram encontrados parasitando apenas o didelfídeo 1764 

Gracilinanus sp. O carrapato da espécie Amblyomma dubitatum foi o de maior ocorrência 1765 

em pequenos mamíferos do vale do rio Paranaíba, e este parece ser o primeiro registro 1766 

desta espécie em Nectomys sp. no bioma Cerrado. Como também o primeiro registo de 1767 
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Ixodes loricatus parasitando Cerradomys sp., e o primeiro registro de Ixodes loricatus em 1768 

Rhipidomys sp. no Brasil. 1769 

 1770 

Palavras-chave: 1771 

Ecologia, Amblyoma sculptum, Amblyoma dubtatum, Ornithodorus, Ixodes  1772 

 1773 

Introdução 1774 

Carrapatos estão entre os principais vetores de patógenos que afetam humanos e 1775 

animais, causando grande impacto na pecuária e saúde pública (Cleaveland et al., 2001; 1776 

Guimarães et al., 2001; Jongejan e Uilenberg, 2004). Estão envolvidos na transmissão de 1777 

importantes zoonoses como Doença de Lyme e Febre Maculosa (Ostfield e Keesing, 1778 

2000; Sangioni et al., 2005; Thorner et al., 1998). 1779 

Ações antrópicas contrárias a conservação da biodiversidade promovem 1780 

alterações no equilíbrio natural entre hospedeiros, vetores e patógenos, neste sentido 1781 

estudos ecológicos sobre carrapatos e seus hospedeiros são relevantes para a compreensão 1782 

das consequências causadas por esse desequilíbrio natural (LoGiudice et al., 2003; 1783 

Ostfield e Keesing, 2000; Wimberly et al., 2008), e consequentemente auxiliando para 1784 

elaboração de ações mitigadoras dos problemas resultantes dessas alterações (Brownstein 1785 

et al., 2003; Fisch, 1995; Prusinski et al., 2006). 1786 

O bioma Cerrado é o segundo maior do Brasil e um dos “hot spots” da 1787 

biodiversidade global (Cincotta, 2000; Ratter et al., 2003), apenas 20% da sua área 1788 

original ainda está preservada, dos quais somente 2,2% estão legalmente protegidos 1789 

(Milttermeier et al., 1999). Entretanto estima-se que 20% de espécies endêmicas deste 1790 

bioma não ocorram nas áreas legalmente protegidas (Klink, Machado, 2005), o que chama 1791 

atenção para o estudo e preservação dessas áreas fora de parques e reservas ecológicas. 1792 
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A Bacia do Rio Paranaíba está inserida no bioma Cerrado, e apresenta áreas com 1793 

manchas características de Mata Atlântica. Em função de atividades antrópicas, em 1794 

apenas 21,8% da área total ainda resta vegetação nativa (ANA, 2013). Nesse sentido, sua 1795 

localização e importância econômica tornam a sua área vulnerável e sujeita a forte e 1796 

constante perda de hábitat, o que pode favorecer algumas espécies em detrimento de 1797 

outras (Andren, 1994; Bender et al., 1998; Bennett, 1990; Brooks et al., 2002; Buchmann 1798 

et al., 2013; Johnstone e Reina, 2014; Schlinkert et al., 2016).  1799 

Alguns dos grupos de pequenos mamíferos não voadores, importantes 1800 

hospedeiros de formas imaturas de carrapatos, e o grupo dos carrapatos, como o 1801 

Amblyomma sculptum, são favorecidos por esses efeitos antropogênicos, como a perda de 1802 

áreas florestadas, apresentando aumento de suas populações (Galvão et al., 2005; Szabó 1803 

et al., 2013). Diante disso, objetivou-se, por meio deste trabalho, avaliar o papel de 1804 

pequenos mamíferos não voadores como hospedeiros para carrapatos em áreas de 1805 

Cerrado com diferentes características de fragmentação no vale do Rio Paranaíba, nos 1806 

estados de Minas Gerais e Goiás. 1807 

  1808 

Material e Métodos  1809 

Área de estudo  1810 

O estudo foi conduzido em áreas rurais de três municípios ao longo do vale do rio 1811 

Paranaíba, todos impactados pela atividade agropecuária. Se fez a distinção entre as 1812 

matrizes de cada área conforme o tipo de atividade agropecuária, e as característica da 1813 

vegetação remanescente.  Área 1- Alto Paranaíba (Guimarânia, Minas Gerais, 1814 

18,8101944S; 46,6755278W); matriz composta por culturas comerciais de inhame 1815 

(Dioscorea alata), soja (Glycine max), milho (Zea mays) e eucalipto (Eucalyptus sp.), 1816 

com faixas de matas conectadas (Cerrado e Mata Atlântica – região de ecótono) 1817 
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margeando corpos de água. Área 2 – Médio Paranaíba (Goiandira, Goiás, 18,1630556S; 1818 

48,1354722W): matriz composta por pastagens com fragmentos de matas (Cerrado e 1819 

Mata Atlântica – região de ecótono); Área 3 – Baixo Paranaíba (Ipiaçu, Minas Gerais, 1820 

18,7770833S; 49,8978889W): predominância de culturas de cana-de-açúcar (Saccharum 1821 

officinarum), com manchas isoladas de remanescentes florestais de Cerrado.  1822 

Em cada sítio de estudo foram amostrados locais próximos a habitações humanas, 1823 

definidos como ambiente antrópico, como paióis, casas de máquinas, galpões de 1824 

armazenamento de insumos, além de três outros tipos de ambiente; Mata estacional 1825 

decidual e semidecidual: estrato arbóreo que durante a estação seca perde toda ou parte 1826 

das folhas (Oliveira-Filho e Ratter, 2002); Matas ribeirinhas: matas estacionais 1827 

semideciduais ou deciduais que acompanham a margem de cursos d’água (Oliveira-Filho 1828 

e Ratter, 2002); e Pasto sujo: área de gramínea usada para pastoreio do gado (Brachiaria 1829 

decumbens nas áreas 1 e 2, e Panicum maximun na área 3)  associados a arbustos. Essas 1830 

pastagens são margeadas pelas formações florestais descritas anteriormente. O clima é 1831 

classificado como Aw (Köppen, 1948), com uma estação seca entre abril e setembro, e 1832 

uma estação úmida de outubro a março, podendo haver variações quanto ao início e 1833 

término de cada estação climática.  1834 
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 1835 

Figura 1. Distribuição espacial dos biomas Mata Atlântica e Cerrado, e localização dos pontos de coletas de pequenos mamíferos não voadores no 1836 

vale do rio Paranaíba, Brasil, 2016. 1837 
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                               1838 

Figura 2. Matriz de cobertura vegetal dos pontos de coletas na região do vale do rio Paranaíba. A) Ipiaçu-MG (Baixo Paranaíba), B) Goiandira-1839 

GO (Médio Paranaíba), C) Guimarânia-MG (Alto Paranaíba), 2016. 1840 

Fonte: Google Earth 1841 

 1842 

 1843 

             1844 
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Captura de pequenos mamíferos 1845 

Em cada um dos três sítios de estudo, duas campanhas foram conduzidas para 1846 

captura de pequenos mamíferos, sendo a primeira no final da estação úmida (março-abril 1847 

de 2016) e uma no final da seca (setembro de 2016). Foram utilizadas armadilhas dos 1848 

modeloss Sherman e Tomahawk, iscadas com rodelas de banana cobertas por farelo de 1849 

paçoca (Limongi et al., 2016; Ramirez, 2017; Ramos, 2013). Para captura de roedores 1850 

sinantrópicos foram utilizadas, em média, oito armadilhas tipo Sherman colocadas em 1851 

variados pontos considerados propícios. Para ambientes de matas decíduas e 1852 

semidecíduas e de mata de galeria, 50 armadilhas tipo Sherman foram montadas em cada 1853 

uma das duas fisionomias, dispostas em linhas com estações de captura a cada dez metros, 1854 

sendo uma armadilha instalada sobre o solo e outra sobre uma árvore em cada estação. 1855 

No ambiente de pasto sujo, oito armadilhas tipo Tomahawk, e oito tipo Sherman foram 1856 

colocadas linearmente sobre o solo, com espaço de dez metros entre cada uma delas.  1857 

Todas as armadilhas foram inspecionadas diariamente pela manhã, tendo a isca 1858 

trocada a cada 48 horas ou reposta quando necessário. Em todos ambientes e áreas, foram 1859 

conduzidas quatro noites de capturas por campanha, totalizando um esforço de 2.976 1860 

armadilhas-noite durante o estudo. 1861 

Os animais capturados foram anestesiados com a associação de cloridrato de 1862 

tiletamina 250mg com cloridrato de zolazepan 250mg na dose de 0,1mL/Kg pela via 1863 

intramuscular (Silva, 2014) para biometria, sexagem e coleta de carrapatos. As fêmeas 1864 

prenhes e em amamentação foram acondicionadas em sacos de algodão até o retorno 1865 

completo da anestesia, e posteriormente soltas nos seus respectivos locais de captura. Os 1866 

demais espécimes foram eutanasiados por exsanguinação intracardíaca (Conselho Federal 1867 

de Medicina Veterinária, 2013; CONCEA, 2013). Os procedimentos foram autorizados 1868 

pelo Instituto Chico Mendes de Conservação e Biodiversidade (Protocolo 52983/1) e pela 1869 
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Comissão de Ética no Uso de Animais (CEUA) da Universidade Federal de Uberlândia 1870 

sob número de protocolo 151/16. 1871 

 1872 

Coleta e identificação de carrapatos 1873 

Toda a superfície corporal dos pequenos mamíferos foi completamente 1874 

inspecionada à procura de carrapatos. Os carrapatos não alimentados foram preservados 1875 

em isopropanol e aqueles ingurgitados foram mantidos vivos para completar ecdise (em 1876 

estufas tipo B.O.D., a 85% de umidade e 27ºC). Adicionalmente, carrapatos do ambiente 1877 

foram coletados através de arraste de flanela (Oliveira et al., 2000), por conveniência, e 1878 

pela inspeção da roupa e corpo dos pesquisadores. A identificação taxonômica foi feita 1879 

sob lupa estereoscópica com auxílio de chaves de identificação (Martins et al., 2010; 1880 

Onófrio et al., 2006) e comparação com coleção de referência (Coleção de Carrapatos da 1881 

Universidade Federal de Uberlândia, Minas Gerais). A identificação de larvas de 1882 

Amblyomma e Ornithodoros foram restringidas ao gênero, as demais, assim como ninfas 1883 

e adultos foram identificados em espécies. 1884 

 1885 

Análises  1886 

A prevalência, (número de hospedeiros infestados/número total de hospedeiros 1887 

capturados), a intensidade média de infestação (número total de carrapatos/número de 1888 

hospedeiros infestados) (Bush et al., 1997) e a mediana de carrapatos por hospedeiros 1889 

foram calculados. Áreas e ambientes foram comparados pelo teste de medianas de Mood 1890 

(intensidade mediana) e exato de Fisher ou Qui-quadrado (prevalências), usando o 1891 

programa Quantitative Parasitology (Reiczigel e Rózsa, 2005). A taxa total de captura 1892 

(número de hospedeiros capturados/esforço de captura) foi calculada para cada área de 1893 

estudo (1, 2 e 3) e para os diferentes ambientes (pasto sujo, ambiente antrópico e matas). 1894 
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Resultados 1895 

Setenta e dois espécimes de pequenos mamíferos não voadores foram capturados. 1896 

Destes, três espécies de marsupiais didelfídeos (Micoureus, n = 4; Gracilinanus, n = 34; 1897 

e Didelphis, n = 1) e oito roedores cricetídeos e murídeos (Calomys, n = 4; Akodon, n = 1898 

3; Cerradomys, n = 4; Hylaeamys, n = 4; Nectomys, n = 3; Rhipidomys, n = 1; Oecomys, 1899 

n = 10; Mus, n = 1; e Rattus, n = 3). Apenas 14 indivíduos estavam infestados por 1900 

carrapatos (Tabela 1).  1901 

A taxa de captura foi maior na estação seca, assim como os níveis de infestação 1902 

do hospedeiro por carrapato. Na estação úmida, dos 20 animais capturados, apenas três 1903 

apresentaram carrapatos. Na estação úmida, 20 animais foram capturados, e apenas três 1904 

estavam infestados (uma ninfa de Amblyomma dubitatum e 38 larvas de Amblyomma sp.).  1905 

Em ambas formações florestadas, (matas ribeirinhas e matas decíduas e semi decíduas) 1906 

apresentaram o carrapato argasídeo Ornithodoros, mas nos hospedeiros de matas 1907 

ribeirinhas foram identificadas apenas duas espécies de Amblyomma. De modo geral, a 1908 

prevalência (p = 0,266) e a intensidade mediana de infestação (p = 0,835) forma similares 1909 

nos dois ambientes de matas.  1910 

O número de pequenos mamíferos não voadores capturados foi semelhante nas 1911 

três áreas de estudo (27 na área 3, 28 na Área 2 e 17 na Área 1). Os ambientes de matas, 1912 

no total e por área, apresentaram uma maior taxa de captura (1,8%). A prevalência (p = 1913 

0,228) e a intensidade mediana de infestação (p = 0,767) também foram similares entre 1914 

as áreas 1, 2 e 3. Considerando todas as espécies de carrapatos, a Área 1 apresentou 1915 

25,92% de prevalência, e uma intensidade média de 4,0 carrapatos por hospedeiro.  A 1916 

Área 2 apresentou 21,43% e 1,5 carrapatos por hospedeiros, e a Área 3, 5,88% e 1.0 1917 

carrapato por hospedeiro.  1918 
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 Carrapatos em vida livre, coletados por arraste e das roupas e pele dos 1919 

pesquisadores, foram mais numerosos durante a estação seca (109 ninfas de A. sculptum 1920 

e um bolo de larvas de Amblyomma sp.). Durante a estação chuvosa foram encontrados 1921 

três bolos de larvas de Amblyomma sp., sete adultos de A. sculptum e um bolo de larvas 1922 

de Rhipicephalus microplus. Apenas as larvas de R. microplus estavam associadas ao 1923 

pasto. Todos os outros espécimes foram coletados nas áreas de mata. 1924 

 1925 
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Tabela 1. Parâmetros de infestação para carrapatos em pequenos mamíferos capturados no ano de 2016, no vale do rio Paranaíba, Brasil, 1926 

considerando a área de estudo, a espécie do hospedeiro e o ambiente de captura. FR: Florestas Ribeirinhas, NR: Florestas Não-ribeirinhas, PS: 1927 

Pasto sujo, AA: Ambiente antrópico, L: larva, N: ninfa. 1928 

Hospedeiros  Ambiente (capturas) Espécies de carrapatos [número de carrapatos - Prevalência (%) – Intensidade média - Mediana] 

 FR NR PS AA Amblyomma sp. Amblyomma sculptum Amblyomma dubitatum Ixodes loricatus Ornithodoros sp. 

AREA 1. ALTO PARANAÍBA 

Nectomys squamipes  3* 0 0 0 38L - 100 - 12.7 - 0 0 3N - 66.6 - 1.5 – 0 1L - 33.3 - 1 - 0 0 

Rhipidomys sp. 1* 0 0 0 0 1N - 100 - 1 – 0 0 3L - 100 - 3 - 0 0 

Gracilinanus agilis 9* 4 0 0 0 0 0 0 2L - 7.1 - 2 - 0 

Micoureus cf. paraguaianus 3 1 0 0 0 0 0 0 0 

Akodon sp. 1* 1 0 1 0 0 1N – 33.3 - 1 - 0 0 0 

Cerradomys sp. 1 0 1* 0 2L - 50.0 - 2 - 0 0 0 3L – 50.0 - 3 - 0 0 

Calomys sp. 0 0 0 1 0 0 0 0 0 

AREA 2. MÉDIO PARANAÍBA 

Gracilinanus agilis 3* 11* 0 0 0 0 0 0 6L - 35.7 - 1.2 - 0 

Nectomys squamipes 1* 0 0 0 1 - 100 - 1 - 0 0 21N - 100 - 21 - 0 0 0 

Hylaeamys megacephalus 3 1 0 0 0 0 0 0 0 

Calomys sp. 0 0 3 0 0 0 0 0 0 

Oecomys c.f.bicolor 2 1 0 0 0 0 0 0 0 

Rattus rattus 0 0 0 3 0 0 0 0 0 

AREA 3. BAIXO PARANAÍBA 

Gracilinanus agilis 2 5* 0 0 0 0 0 0 1L - 14.3 - 1 - 0 

Didelphis albiventris 1 0 0 0 0 0 0 0 0 

Oecomys c.f. bicolor 6 1 0 0 0 0 0 0 0 

Mus musculus 0 0 0 2 0 0 0 0 0 

Asteriscos (*) indicam os hospedeiros infestados. 1929 



124 
 

 
 

Discussão 1930 

 1931 

 Em geral, captura-se maior número de pequenos mamíferos durante a estação seca 1932 

(Rocha, 2011; Vieira, 1997), inclusive em áreas degradadas de Cerrado (Coelho et al., 1933 

2016; Limongi et al., 2016). Esse maior sucesso da captura pode estar associado à menor 1934 

disponibilidade de recursos alimentares no meio ambiente em sistemas mais restritivos. 1935 

Esse padrão também ocorreu no presente estudo. Além disso, a abundância dos carrapatos 1936 

é maior durante os meses mais secos no Brasil, principalmente para Amblyomma (Labruna 1937 

et al., 2002). Então, nesta estação, foi possível capturar um número maior de hospedeiros 1938 

infestados, como foi observado em todas as áreas deste estudo. Entretanto, pouco se sabe 1939 

sobre a ecologia e o comportamento dos Ixodes e Ornithodoros de vida livre, 1940 

diferentemente dos carrapatos do gênero Amblyomma.  1941 

Registrou-se uma forte associação entre carrapatos e ambientes florestais. Este 1942 

fato foi observado para carrapatos de vida livre (principalmente A. sculptum) e para 1943 

carrapatos parasitando pequenos mamíferos. As áreas florestais oferecem 1944 

microambientes mais adequados para períodos não-parasitários de carrapatos (Ramos et 1945 

al., 2016), em comparação com pastagens ou áreas antrópicas. A matéria orgânica no solo 1946 

(liteira), sombra e umidade são favoráveis à oviposição, ecdise e espera por hospedeiros. 1947 

Sabe-se que A. sculptum pode ser mantido em pastos sujos, associado à presença de um 1948 

hospedeiro primário, como cavalos (Labruna, 2008; Labruna et al., 2001). Nesta pesquisa, 1949 

porém, as pastagens foram essencialmente compostas por Brachiaria decumbens e 1950 

Panicum maximun, com uso mais frequente de gado, e apenas presença ocasional de 1951 

cavalos. Logo, o impacto da agropecuária favoreceu a presença das espécies de carrapatos 1952 

encontradas nas três áreas de estudo, em ambientes florestados em detrimento de 1953 

ambientes com pastagens.  1954 
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  O carrapato mais abundantemente coletado em estágios não parasitários foi A. 1955 

sculptum, mas apenas um espécime foi observado sobre um roedor (Rhipidomys sp.). No 1956 

entanto, essa única ninfa de A. sculptum não estava ingurgitada e nem fixada ao corpo do 1957 

roedor. Esta espécie de carrapato ja foi relatada parasitando Cerradomys, Gracilinanus e 1958 

Micoureus no bioma Cerrado (Saraiva et al., 2012) e no Pantanal, em Thrichomys e 1959 

Monodelphis (Ramos, 2013). É preciso salientar, porém, que de forma semelhante ao 1960 

nosso estudo, esses relatos se referem a baixos níveis de infestação, e quando a 1961 

informação é mencionada, os carrapatos não estavam fixados ou ingurgitados, reforçando 1962 

a hipótese de falta de afinidade entre pequenos mamíferos e A. sculptum. 1963 

   Amblyomma dubitatum ocorreu em maior número nos pequenos mamíferos, mas 1964 

a prevalência foi semelhante às outras espécies de carrapatos. Os três estágios de A. 1965 

dubitatum (larvas, ninfas e adultos) são encontradas parasitando capivaras (Hydrochoerus 1966 

hydrochaerys) (Aragão, 1936; Nava et al., 2010), e as fases de vida livre estão associadas 1967 

a áreas úmidas (Debárbora et al., 2014; Nava et al., 2010; Queirogas et al., 2012; Szabó 1968 

et al., 2007). E é notada uma coincidência no ambiente de vida de capivaras e Nectomys 1969 

squamipes, o que pode justificar a quantidade de A. dubitatum parasitando este pequeno 1970 

mamífero. 1971 

Além de se encontrar A. dubitatum em Nectomys squamipes, pôde-se registrar o 1972 

mesmo parasitismo em Akodon sp. nas Áreas 1 e 2. N. squamipes já foi observado sendo 1973 

parasitado por A. dubitatum em área Mata Atlântica do Nordeste do Brasil (Dantas-Torres 1974 

et al., 2010), mas ainda não existem relatos desta relação hospedeiro-carrapato em áreas 1975 

do Cerrado. Para o Akodon sp., esta associação já foi descrita para algumas espécies do 1976 

gênero (Debárbora et al., 2012; Ramirez, 2017), mas não no bioma Cerrado 1977 

Larvas de Ixodes loricatus foram encontradas infestando N. squamipes, 1978 

Cerradomys sp. e Rhipidomys sp. A associação entre Nectomys e Ixodes tem sido 1979 
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recorrente no Brasil (Labruna et al., 2003; Onofrio et al., 2013; Saraiva et al., 2012a; 1980 

Ramirez, 2017, Lamattina et al., 2018). Em áreas de Cerrado, entretanto, e para I. 1981 

loricatus, o parasitismo é mais frequente em outros pequenos mamíferos, como Didelphis 1982 

albiventris e Oecomys sp. (Pascoli, 2014; Coelho et al., 2016). Neste estudo, todos os três 1983 

gêneros de hospedeiros infestados por I. loricatus foram capturados na floresta ribeirinha 1984 

da Área 1. Isso pode implicar em alguma especificidade ambiental desse carrapato, 1985 

porque em outros biomas, e também no Cerrado, Ixodes também são frequentemente 1986 

relatados em ambientes florestais (Arzua et al., 2003; Barros-Battesti et al., 2000; Díaz et 1987 

al., 2009; Luz et al., 2013; Pascoli, 2014; Martins et al., 2014; Coelho et al., 2016; 1988 

Ramirez, 2017). Para o parasitismo de Rhipidomys sp. por Ixodes, existe apenas um relato 1989 

na Venezuela (Durden e Keirans, 1994), e para a relação de I. loricatus e Cerradomys 1990 

parece ser esse o primeiro relato.  1991 

O marsupial didelfídeo Gracilinanus agilis foi infestado unicamente por 1992 

Ornithodoros sp., em todas as três áreas de captura, demonstrando um parasitismo não 1993 

ocasional. Como já foi observado, G. agilis e outras espécies arbóreas já foram relatadas 1994 

infestadas por Ornithodoros mimon no Cerrado e Pantanal (Ramos, 2013; Martins et al., 1995 

2014; Sponchiado et al., 2015). Este carrapato é um argasídeo, e muitas espécies desta 1996 

família apresentam hábitos nidícolas, realizando seu ciclo de vida no abrigo do hospedeiro 1997 

(Balashov, 1972, Sonenshine et al., 2002). Algumas espécies de Ornithodoros que 1998 

parasitam morcegos, são encontrados dentro dos buracos das árvores utilizados por seus 1999 

hospedeiros (Muñoz-Leal et al., 2016). G. agilis é um marsupial arbóreo, e o local de 2000 

infestação por Ornithodoros pode estar associado a este tipo de abrigo. 2001 

No bioma Cerrado, em áreas não pertencentes a unidades de conservação, a 2002 

vegetação original é restrita a pequenos fragmentos, e imersos em paisagens agrícolas, e 2003 

áreas de criação de animais de produção. Em geral, essas manchas de vegetação estão 2004 
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associadas a corpos aquáticos, como córregos e rios. Essas áreas são particularmente 2005 

propensas à agricultura e estão ameaçadas por esta atividade econômica (Oliveira-Filho 2006 

e Ratter, 2002). 2007 

Este é o caso da região deste estudo. No entanto, existem diferenças entre as três 2008 

áreas que podem ser influenciadas no padrão hospedeiro-carrapato observado, apesar dos 2009 

parâmetros de infestação semelhantes nas áreas. A Área 1 apresentou maior número de 2010 

espécies de carrapatos. Esta região apresenta muitos remanescentes de Mata Atlântica 2011 

(ANA, 2013) e dentro dos fragmentos de mata semi-decídua, uma parte do dossel é 2012 

mantida durante os meses mais secos, diferentemente das Áreas 2 e 3, onde a maioria das 2013 

árvores perdem suas folhas durante a estação seca (florestas decíduas). 2014 

Nas áreas de Cerrado, durante a estação seca, a umidade diminui até níveis muito 2015 

baixos e ambientes não caducifólios ou semi-decíduos podem manter microambientes 2016 

com menor perda hídrica. Esta característica pode favorecer a manutenção das espécies 2017 

de carrapatos encontradas neste estudo, visto que esses artrópodes são muito sensíveis à 2018 

dessecação (Needham e Teal, 1991), especialmente Ixodes, que foi encontrada 2019 

exclusivamente nesta área, e comumente ocorre em florestas úmidas, como mencionado 2020 

anteriormente. Por outro lado, a Área 3 apresentou apenas quatro espécies de pequenos 2021 

mamíferos, com apenas um dos marsupiais parasitados por Ornithodoros. Esta região tem 2022 

poucos fragmentos naturais imersos em uma matriz muito degradada e agrícola. Algumas 2023 

espécies de argasídeos podem suportar altas temperaturas e baixa umidade (Lees, 1947) 2024 

e este atributo pode favorecer sua ocorrência em áreas degradadas. 2025 

 2026 

CONCLUSÃO 2027 

Pequenos mamíferos são importantes hospedeiros para formas imaturas de carrapatos dos 2028 

gêneros Ixodes sp. e Ornithodoros sp., e para a espécie Amblyomma dubitatum em áreas 2029 
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de Cerrado com diferentes características de fragmentação, no vale do rio Paranaíba. O 2030 

carrapato da espécie Amblyomma dubitatum foi o de maior ocorrência em pequenos 2031 

mamíferos da região estudada, e este parece ser o primeiro registro desta espécie em 2032 

Nectomys sp. no bioma Cerrado. Esse é o primeiro registo de Ixodes loricatus parasitando 2033 

Cerradomys sp., e o primeiro registro de Ixodes loricatus em Rhipidomys sp. no Brasil. 2034 

 2035 

 2036 

 2037 

 2038 

 2039 

 2040 

 2041 

 2042 

 2043 

 2044 

 2045 

 2046 

 2047 

 2048 

 2049 

 2050 

 2051 

 2052 

 2053 

 2054 
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CONSIDERAÇÕES FINAIS 2353 
  2354 

As propriedades rurais no Brasil, em sua maioria, não apresentam grande emprego 2355 

de tecnologia em seus sistemas de produção, principalmente na atividade pecuária. 2356 

Geralmente não possuem assessoria medico-veterinária de forma continua, e gerenciam 2357 

suas empresas de modo empírico e intuitivo. Muitas das vezes os proprietários se 2358 

organizam a partir de demandas dos órgãos regulatórios e fiscalizadores do estado, para 2359 

conseguirem assegurar a comercialização de seus produtos.  2360 

A leptospirose é uma importante zoonose, porém não é uma doença de controle 2361 

oficial em animais, junto ao Ministério da Agricultura, Pecuária e Abastecimento 2362 

(MAPA) brasileiro, nem aos órgãos estaduais de defesa sanitária animal. É uma 2363 

bacteriose de curso crônico em bovinos, causando principalmente prejuízos 2364 

imperceptíveis àquelas propriedades que não praticam controle zootécnico, com emprego 2365 

adequado de tecnologia.  Por isso, muita das vezes a leptospirose em criações extensivas 2366 

é negligenciada pelo proprietário, e até mesmos pelos profissionais médicos veterinários. 2367 

Leptospira spp. é uma bactéria mantida no ambiente pelos animais portadores 2368 

renais, muita das vezes assintomáticos. Infecta uma grande série de espécies domésticas 2369 

e selvagens, e já foi descrito o diagnóstico, por técnicas diretas e indiretas, nos mamíferos, 2370 

peixes, aves e répteis. Geralmente, ao se suspeitar da ocorrência desta doença em uma 2371 

propriedade, a preocupação técnica se recai sobre a principal espécie comercial ali 2372 

existente, e não se dá a importância devida ao ambiente, e às espécies comunicantes que 2373 

possibilitam a manutenção das leptospiras viáveis para a infecção e reinfecção.  2374 

Pequenos mamíferos não voadores são um grupo de espécies que podem 2375 

apresentar crescimento de suas populações em ambientes onde se tenha algum grau de 2376 

antropização. Assim eles se tornam uma boa ferramenta para identificação de patógenos, 2377 

e para estudo da intensidade de circulação dos mesmos no ambiente. Os bovinos são uma 2378 
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espécie comercial que apresenta um maior contato com ambientes onde não se consegue 2379 

restringir a presença de outras espécies domésticas, sinantrópicas e selvagens. Esses 2380 

ruminantes também apresentam grande densidade no território brasileiro, e é de 2381 

fundamental importância econômica na bacia do rio Paranaíba.  2382 

Devido a isso, desenhou-se este estudo na tentativa de compreender melhor a 2383 

relação entre espécies coabitantes, na manutenção e circulação de leptospiras patogênicas, 2384 

por meio dos bovinos e pequenos mamíferos, bem como tentar identificar quais espécies, 2385 

genótipos e sorovares mais comuns à região do vale do rio Paranaíba. 2386 

Para isso o projeto incluía a captura de pequenos mamíferos no vale do rio 2387 

Paranaíba, buscando por métodos sorológicos, moleculares e por isolamento, identificar 2388 

quais tipos de leptospiras circulavam entre esses animais. Outra frente de pesquisa foi o 2389 

estudo sorológico e tentativa de isolamento a partir de urina de 385 bovinos distribuídos 2390 

em 74 diferentes propriedades, ao longo de 20 municípios banhados pelo rio Paranaíba. 2391 

Por conta da heterogeneidade edafoclimática e de características dos rebanhos desta 2392 

região, resolveu-se por dividi-la em três áreas distintas: Alto, Médio e Baixo Paranaíba. 2393 

Entretanto, no decorrer da execução do projeto, nem todos os objetivos foram 2394 

alcançados. Devido à realidade política, econômica e social a que o Brasil tem sido 2395 

submetido aos últimos anos, grandes dificuldades no custeio de material de consumo 2396 

foram encontradas. Logo, despesas como enriquecimento para meio de cultura, 2397 

antibióticos para meios seletivos, seringas, agulhas, bisturi, formol, álcool, sacos para 2398 

contenção, tubos “falcon”, coletores universais, anestésicos, insumos para extração de 2399 

DNA e execução da PCR, hospedagens, deslocamento, manutenção de veículo, 2400 

combustível, alimentação, entre outros, correram por conta do doutorando.  2401 
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Apesar de todas as dificuldades, importantíssimos acordos de cooperação 2402 

puderam ser feitos, com o Laboratório de Ixodologia da Universidade Federal de 2403 

Uberlândia, Departamento de Zoologia da Escola Superior de Agricultura Luiz de 2404 

Queiroz, Laboratório de Microbiologia Veterinária da Universidade Federal Fluminense 2405 

e Centro de Desenvolvimento Tecnológico da Universidade Federal de Pelotas. Com todo 2406 

esse apoio, juntamente com o suporte oferecido pela robusta e eficiente estrutura do 2407 

Laboratório de Doenças Infectocontagiosas da Faculdade de Medicina Veterinária da 2408 

Universidade Federal de Uberlândia, a que esse projeto está vinculado, a realização desta 2409 

tese foi viabilizada. 2410 

E assim conseguiu-se realizar seis campanhas de capturas de pequenos mamíferos, 2411 

em três áreas distintas do vale do rio Paranaíba, num total de 576 horas/armadilhas. 2412 

Executar os diagnósticos sorológicos e de PCR para leptospiras patogênicas em 72 2413 

pequenos mamíferos, coletar e identificar ácaros que os parasitavam, e proceder a 2414 

identificação de suas espécies. Tecido renal destes animais se encontram emblocados em 2415 

parafina e prontos para finalizar o diagnóstico por imunofluorescência, entretanto ainda 2416 

se necessita dos anticorpos primários e secundário para essa reação. 2417 

Em relação à temática dos bovinos, conseguiu-se visitar 16 propriedades em dois 2418 

municípios da região do Alto Paranaíba, oito propriedades em quatro municípios do 2419 

Médio Paranaíba, 16 propriedades em cinco municípios do Baixo Paranaíba. Frente a esse 2420 

esforço, coletou-se amostras de 220 bovinos nos estados de Minas Gerais, Goiás e Mato 2421 

Grosso do Sul, e já se executou suas sorologias. 2422 

Quanto às tentativas de isolamento de Leptospira spp., não se obteve sucesso a 2423 

partir de amostras de urina e tecido renal dos pequenos mamíferos. Mas para bovinos, 2424 

conseguiu-se isolar duas colônias de bactérias com morfologia semelhante à de 2425 

leptospiras. As sementes dessas culturas se encontram congeladas em nitrogênio líquido, 2426 
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e ainda necessitam passar por reativação, e caso se confirme se tratar de Leptospira spp., 2427 

realizar a identificação genotípica e sorológica dessas estirpes. 2428 

Em sequência a este trabalho, vê-se a necessidade de isolamento de estirpes de 2429 

leptospiras circulantes na região do vale do rio Paranaíba, e de sua identificação 2430 

genotípica e sorológica. Isolamento esse, que deve ocorrer tanto a partir de estruturas do 2431 

ambiente (água e solo), como também a partir de animais de produção, sinantrópicos, 2432 

selvagens, como também de humanos. Justamente para se criar um melhor entendimento 2433 

da ecoepidemiologia desta doença, verificar as espécies de hospedeiros e suas estirpes de 2434 

manutenção. Além de buscar definir, avaliar, analisar e compreender riscos zoonoóticos 2435 

os mecanismos de transmissão da leptospirose na região do vale do Paranaíba. Assim, 2436 

buscando desenvolver alternativas para diminuição do risco de infecção e reinfecção dos 2437 

hospedeiros susceptíveis, o que culmina numa maior contaminação do ambiente, e 2438 

consequentemente um maior desafio aos animais e aos humanos. 2439 

O isolamento de estirpes circulantes também se faz necessário para a geração de 2440 

uma bateria de antígenos regionalizada, a fim de aumentar a sensibilidade do diagnóstico 2441 

sorológico (MAT). Outra conveniência da criação desta coleção regional, é para a 2442 

confecção de bacterinas que venham realmente conferir proteção aos animais contra a 2443 

leptospirose, já que a imunidade é gerada somente contra cada sorovar, não havendo 2444 

reação cruzada entre eles.  2445 

Esses fatores implicam na adoção de algumas medidas preventivas: O 2446 

reconhecimento de pequenos mamíferos não voadores como importantes vias de 2447 

manutenção e circulação de leptospiras patogênicas no ambiente; A identificação da 2448 

possibilidade de infecção de animais de produção a partir do consumo de água em rios e 2449 

riachos, e com o contato com o solo nas margens desses cursos d’água; O reconhecimento 2450 

do risco de infecção pelo contato com o solo no interior de matas ribeirinhas, deciduais e 2451 
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semideciduais. Por isso indica-se o fornecimento somente de água tratada (cloração) aos 2452 

animais de produção, e sugere-se que as áreas de matas sejam cercadas, no intuito de 2453 

impedir o acesso de animais de produção, visando tanto a prevenção da infecção por 2454 

Leptospira spp. nesses animais, como também a diminuição do efeito de borda em 2455 

fragmentos de matas, e do pisoteio de margens de rios e nascentes. 2456 

As áreas de ecótono são caracterizadas por uma maior riqueza de espécies, por se 2457 

tratarem de uma região de transição entre dois diferentes biomas. Logo são áreas 2458 

importantes para o monitoramento de mudanças naturais, ou interferências antrópicas, de 2459 

impacto regional ou mesmo global, como as mudanças no clima. Ecótono são áreas 2460 

dinâmicas que, com o tempo, podem mudar de largura e até de posição, em razão de 2461 

mudanças ambientais. Dado a este dinamismo, por serem regiões sensíveis a mudanças 2462 

são, portanto, considerados como importantes indicadores. 2463 

Visto isso, a vigilância epidemiológica de hospedeiros, do ambiente, dos vetores 2464 

e patógenos circulantes nessas áreas de ecótono do vale do rio Paranaíba, é imprescindível 2465 

para a geração de um banco de dados que venha possibilitar o entendimento da relação 2466 

da tríade epidemiológica nesta área. Desta forma possibilitando a análise dos riscos, e a 2467 

previsão de eventos epidêmicos, ou mesmo de surtos, a partir de alterações que venham 2468 

a ocorrer neste ambiente, sejam elas naturais ou de natureza antrópica. Essas informações 2469 

também são necessárias para o desenvolvimento de ações profiláticas para a leptospirose, 2470 

e consequentemente, para a prevenção e diminuição de prejuízos à saúde pública e à 2471 

produção animal. Portanto, trabalhos eco-epidemiológicos contínuos sobre a circulação 2472 

de vetores e patógenos, utilizando ferramentas sorológicas, moleculares, de cultura e 2473 

isolamento, são necessários no vale do rio Paranaíba. 2474 

A experiência de vivenciar a realidade de propriedades rurais, entre os 1000 km 2475 

de extensão do rio Paranaíba, desde sua nascente na Serra da Mata da Corda até sua foz 2476 
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no rio Grande, fronteira ao extremo oeste do Triângulo Mineiro, possibilitaram o 2477 

conhecimento in locu das condições de produção de pequenas, médias e grandes 2478 

propriedades rurais. Foi possível conhecer o impacto social, ambiental e econômico das 2479 

atividades agropecuárias características de cada região. Como a influência das pequenas 2480 

propriedades leiteiras na região do Alto Paranaíba, mantenedoras do Patrimônio Cultural 2481 

Imaterial Brasileiro: o queijo. Que a partir do controle de origem deste produto (Canastra, 2482 

Serra do Salitre, Região do Cerrado, Pratinha, entre outros) mantiveram boa parte da 2483 

população rural no campo, reforçou-se a tradição desta manufatura, adequou a produção 2484 

a padrões higiênico-sanitários internacionais, manteve a circulação local da renda, e 2485 

possibilitou a oferta de um produto de qualidade ao consumo humano. E segundo dados 2486 

da Agencia Nacional de Águas, é nessa parte da bacia do rio Paranaíba que se tem o maior 2487 

índice de preservação das vegetações naturais de Mata Atlântica e Cerrado. 2488 

Na região do Médio Paranaíba foi possível reconhecer um ambiente misto de 2489 

produção, com propriedades de pequenas a médias, associando gado de corte e gado 2490 

leiteiro, porém com produtividade menor, e menor emprego de tecnologia. E o Baixo 2491 

Paranaíba, que passa por um processo de substituição da bovinocultura pela cultura da 2492 

cana-de-açúcar. Fato tão lamentado pelos antigos agricultores e pecuaristas, na maioria 2493 

pequenos proprietários, que confessaram a necessidade de arrendar suas terras para as 2494 

usinas de açúcar e álcool. E em consequência dessa substituição da atividade produtiva, 2495 

relataram a forte diminuição da circulação local da renda, afetando os setores de comércio 2496 

e serviços, e consequentemente a qualidade do emprego e da renda das famílias. Desta 2497 

forma, algumas delas foram obrigadas a migrar do campo para as cidades, e das pequenas 2498 

cidades para aquelas maiores. Como relataram os produtores de Itaguaçu, distrito do 2499 

município de São Simão, no estado de Goiás, e de Ipiaçu em Minas Gerais.  2500 



141 
 

 
 

Considerando que o ponto de equilíbrio de atividades bovinocultoras só pode ser 2501 

alcançado pelo aumento da receita bruta, ou pela diminuição dos custos de produção, as 2502 

propriedades voltadas à bovinocultura de corte precisam ser localizadas em áreas de terras 2503 

mais baratas (diminuição do valor imobilizado em terra) e com a maior produção e 2504 

produtividade possível, dado a pequena margem de lucro por unidade comercializada. 2505 

Desta forma, nos municípios de Caçu (GO), Itarumã (GO) e Paranaíba (MS), 2506 

caracterizados por suas grandes extensões territoriais e menor valor comercial do hectare, 2507 

foi possível observar um maior número de grandes propriedades rurais voltadas à 2508 

bovinocultura de corte, com maior emprego de tecnologia, e com um controle financeiro 2509 

mais rigoroso. 2510 

Em suma, pôde-se perceber que em regiões onde se teve uma melhor assessoria 2511 

profissional, com o adequado emprego de tecnologia, principalmente aos pequenos 2512 

produtores rurais, os prejuízos sociais, ambientais e econômicos foram menores. 2513 

Principalmente se houve emprego de políticas públicas para o favorecimento da 2514 

comercialização de produtos a partir das pequenas propriedades.  2515 

 Logo, verifica-se a necessidade de uma maior interação do meio acadêmico com 2516 

os setores produtivos rurais e da valorização do homem do campo, tendo em vista a 2517 

difusão do conhecimento já produzido pelas instituições de ensino e pesquisa do Brasil, 2518 

como também para o reconhecimento das demandas geradas por essas atividades 2519 

econômicas. Assim, tornando possível a produção de novas tecnologias e alternativas 2520 

para mitigação de problemas já existentes, buscando alcançar maior justiça social, 2521 

garantindo a vocação e a produtividade dos diferentes sistemas de produção agrícola e 2522 

pecuário de cada região, não deixando de conferir segurança alimentar para a população. 2523 


