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Resumo
A fauna selvagem está exposta a diversas ameaças causadas por perturbações antrópicas

e ecológicas, impactando diretamente na conservação de espécies. Dentre as ameaças

listadas, destaca-se o atropelamento e doenças infecciosas. Diversos agentes patogênicos

típicos de animais domésticos podem acometer os selvagens e a aproximação entre estas

espécies favorece a transmissão, principalmente entre grupos taxonômicos evolutivamente

próximos, como os membros da família Canidae e Felidae. O vírus da cinomose canina

(CDV) e o protoparvovírus carnívoro 1 (CPPV-1) são velhos e importantes conhecidos de

carnívoros domésticos emergindo como ameaça importante aos selvagens ameaçados,

devido à alta mortalidade e redução da rotatividade populacional. Este estudo foi dividido

em dois capítulos. O Capítulo 1 traz um referencial teórico acerca das ameaças à

conservação da fauna selvagem e aspectos relevantes sobre o CDV e CPPV-1. O Capítulo

2 consiste em uma pesquisa destes patógenos em amostras biológicas de espécies

selvagens de vida livre representantes das famílias Aotidae, Canidae, Dasypodidae,

Felidae, Mephitidae, Mustelidae, Procyonidae e Tapiridae, vítimas de colisões veiculares no

estado do Mato Grosso do Sul, Brasil. O CPPV-1 foi detectado no baço de um

cachorro-vinagre (Speothos venaticus) e de um gato-mourisco (Puma yagouaroundi),

enquanto que RNA de CDV foi detectado no fígado de um P. yagouaroundi. A identificação

do DNA e RNA viral de CPPV-1 e CDV em amostras biológicas de duas espécies selvagens

ameaçadas de extinção e pouco estudadas, vítimas de colisões veiculares, contribui para o

conhecimento dos patógenos que estão circulando em populações selvagens de vida livre.

Palavras-chave: Conservação; Parvoviridae; Paramyxoviridae



Abstract
The wild fauna is exposed to several threats caused by anthropic and ecological

disturbances, directly impacting the conservation of species. Among the threats listed, we

highlight roadkill and infectious diseases. Several pathogenic agents typical of domestic

animals can affect wild animals and the proximity between these species favors

transmission, especially between evolutionarily close taxonomic groups, such as members

of the Canidae and Felidae families. Canine distemper virus (CDV) and carnivorous

protoparvovirus 1 (CPPV-1) are old and important known from domestic carnivores emerging

as a major threat to endangered wilds, due to high mortality and reduced population

turnover. This study was divided into two chapters. Chapter 1 provides a theoretical

framework about threats to wildlife conservation and relevant aspects of CDV and CPPV-1.

Chapter 2 consists of a survey of these pathogens in biological samples of wild free-living

species representing the families Aotidae, Canidae, Dasypodidae, Felidae, Mephitidae,

Mustelidae, Procyonidae and Tapiridae, victims of vehicular collisions in the state of Mato

Grosso do Sul, Brazil. CPPV-1 was detected in the spleen of a bush dog (Speothos

venaticus) and a jaguarundi (Puma yagouaroundi), while CDV RNA was detected in the

liver of a P. yagouaroundi. The identification of CPPV-1 and CDV viral DNA and RNA in

biological samples of two endangered and poorly studied wild species, victims of vehicular

collisions, contributes to the knowledge of pathogens that are circulating in wild free-living

populations.

Key-words: Conservation; Parvoviridae; Paramyxoviridae
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1 INTRODUÇÃO

Diversas ameaças à fauna selvagem são conhecidas e, em sua maioria, causadas

por atividades antrópicas, como destruição e fragmentação de habitats, atropelamentos e

caça (DEEM et al., 2001). No entanto, patógenos virais, que estão em evidência como

potenciais ameaças à saúde pública, também são apontados como relevantes à

conservação de animais selvagens e podem contribuir significativamente para a inclusão de

espécies na lista da fauna ameaçada de extinção (FENG et al., 2016; SEIMON et al.,

2013). Estudos publicados sobre detecção molecular de patógenos virais em espécies

selvagens são escassos e, em sua maioria, se restringem à pesquisa em animais de

cativeiro.

O contato cada vez mais frequente entre a fauna selvagem e animais domésticos,

bem como a proximidade filogenética entre representantes destes grupos, podem contribuir

para o compartilhamento de patógenos entre espécies domésticas e selvagens intimamente

relacionadas (BROOKS & MCLENNAN, 1991). Diversos vírus de animais domésticos

apresentam um amplo espectro de hospedeiros susceptíveis, capacidade de

compartilhamento e encontram-se em processo de expansão devido ao descobrimento de

novas espécies ou de novas variantes virais (PARRISH & KAWAOKA, 2005), a exemplo dos

membros das famílias Parvoviridae e Paramyxoviridae.

O protoparvovírus carnívoro 1 (CPPV-1, Carnivore protoparvovirus 1) [família

Parvoviridae] abrange um grupo de espécies anteriormente consideradas distintas: vírus da

enterite do visão (MEV, Mink enteritis virus), parvovírus do guaxinim (RPV, Raccoon

parvovirus), parvovírus felino (FPV, Feline parvovirus) e parvovírus canino (CPV, Canine

parvovirus) (COTMORE et al., 2013). É um patógeno importante na transposição da barreira

de hospedeiro, já que o parvovírus canino é considerado uma variante do parvovírus felino

que adquiriu a capacidade de replicação em cães após a passagem em um hospedeiro
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carnívoro selvagem (IKEDA et al., 2000; HOELZER & PARRISH, 2010; PARRISH &

KAWAOKA, 2005; STEINEL et al., 2001; TRUYEN et al., 1998). A alta capacidade de

mutação do vírus promoveu o surgimento de novas variantes antigênicas/genéticas

conhecidas como 2a, 2b e 2c, que recuperaram a capacidade de infectar felinos e

começaram a representar uma ameaça para espécies não canídeas (BUONAVOGLIA et al.,

2001; IKEDA et al., 2000; SHACKELTON et al., 2005; TRUYEN et al., 1996).

Os paramixovírus representam uma família viral diversa com amplo espectro de

hospedeiros e inúmeras descrições em registros históricos de epidemias em humanos e

animais (UHL et al., 2019). Dentre os representantes desta família, destaca-se o vírus da

cinomose canina (CDV, Canine distemper virus) como importante patógeno de cães, com

grande potencial de infectar uma variedade de espécies selvagens (HARDER &

OSTERHAUS, 1997; MARTINEZ-GUITIERREZ & RUIZ-SAENZ, 2016; WILKINSON et al.,

2014) e associado diretamente ao declínio populacional de espécies ameaçadas (FENG et

al., 2016; MARTINEZ-GUTIERREZ & RUIZ-SAENZ, 2016; TERIO et al., 2013).

Dessa forma, a pesquisa de patógenos virais em espécies selvagens é

imprescindível como estratégia de conservação da biodiversidade (FENG et al., 2016;

FILONI et al., 2006; SEIMON et al., 2013). No entanto, o diagnóstico é difícil devido aos

desafios associados à obtenção, armazenamento e transporte de amostras em campo

(LOOTS et al., 2017). As espécies selvagens que são vítimas cada vez mais frequentes de

colisões veiculares, com altas taxas de mortalidade, podem fornecer importantes amostras

biológicas para detecção e caracterização molecular de patógenos que estão circulando na

população, visto que indivíduos infectados tornam-se mais suscetíveis a atropelamentos

(SCHWARTZ et al., 2020).
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2 OBJETIVOS

Realizar a investigação da ocorrência e a caracterização gênica do vírus da

cinomose (CDV) e do protoparvovírus carnívoro 1 (CPPV-1) em amostras de mamíferos

silvestres de vida livre mortos por atropelamento.

3  REVISÃO DE LITERATURA

3.1 Ameaças à conservação da fauna selvagem

A avaliação mais representante do estado de conservação da biodiversidade é a

Lista Vermelha de Espécies Ameaçadas, estabelecida pela União Internacional para a

Conservação da Natureza (IUCN, International Union for Conservation of Nature), que

classifica diversos grupos taxonômicos em nove categorias definidas: não avaliada (NE, not

evaluated), dados insuficientes (DD, data deficient), menos preocupante (LC, least concern),

quase ameaçada (NT, near threatened), vulnerável (VU, vulnerable), em perigo (EN

endangered), criticamente em perigo (CR, critically endangered), extinta na natureza (EW,

extinct in the wild) e extinta (EX, extinct) (IUCN 2019). Além da IUCN, o Instituto Chico

Mendes de Conservação da Biodiversidade (ICMBio) do Ministério do Meio Ambiente

(MMA) também avalia nacional e regionalmente o risco de extinção da fauna (Fig.1). A

categoria da ameaça das espécies do presente estudo de acordo com as duas listas está

representada na Tabela 1.
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Figura 1. Categorias de ameaça da fauna silvestre estabelecida pela União Internacional

para a Conservação da Natureza (IUCN). Fonte: adaptado de IUCN (2001).
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Tabela 1 - Categoria de ameaça global (IUCN) e regional (ICMBio-MMA) de espécies da fauna silvestre brasileira avaliadas neste

estudo.

Nome popular Categoria de ameaça (IUCN) Categoria de ameaça (ICMBio-MMA)

Aotus azarae

Aotus nigriceps

Macaco-da-noite-de-pescoço-vermelho

Azara's night Monkey.

Pouco preocupante  (LC) 1,3 Dados insuficientes (DD) 2,4

Cabassous unicinctus

Tatu-de-rabo-mole

Southern naked-tailed armadillo

Pouco preocupante (LC) 5 Espírito Santo: Dados insuficientes

(DD) 6

Rio de Janeiro: Presumivelmente

ameaçada (PA) 6

Minas Gerais: Pouco preocupante

(LC) 6



19

Chrysocyon brachyurus

Lobo-guará

Maned Wolf

Quase ameaçado (NT)7 Minas Gerais, São Paulo e Paraná:

Vulnerável (VU)8

Rio Grande do Sul: Criticamente em

perigo (CR)9

Conepatus semistriatus

Jaritataca

Skunk

Pouco preocupante (LC)10 São Paulo: Dados insuficientes (DD)11

Espírito Santo: Dados insuficientes

(DD)12
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Dasypus novemcinctus

Tatu-galinha

Nine-banded armadillo

Pouco preocupante (LC) e

população estável13

São Paulo: Pouco preocupante (LC)11

Eira barbara

Irara

Tayra, greyheaded tayra

Pouco preocupante (LC) e

população em declínio14

São Paulo: Pouco preocupante (LC)11

Rio Grande do Sul: Vulnerável (VU)9

Euphractus sexcinctus

Tatu-peba

Six-banded armadillo

Pouco preocupante (LC) e

população estável15

Minas Gerais e São Paulo: Pouco

preocupante  (LC)16.11
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Leopardus pardalis

Jaguatirica

Ocelot

Pouco preocupante (LC) e

população em declínio17

Minas Gerais: Criticamente em perigo

(CR)18

Espírito Santo, Rio de Janeiro, São

Paulo, Paraná e Rio Grande do Sul:

Vulnerável (VU)9,11,12, 19

Lontra longicaudis

Lontra

Otter

Quase ameaçada (NT) e

população em declínio20

Mata Atlântica: Vulnerável (VU)21

Cerrado: Quase ameaçada (NT)21

Amazônia e Pampas: Menos

preocupante (LC)21

Pantanal: Dados insuficientes (DD)21
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Lycalopex vetulus

Raposa-do-campo

Hoary Fox

Quase ameaçada (NT) e

população em declínio22

São Paulo: Vulnerável (VU)23

Minas Gerais: Em perigo (EN)16

Paraná: Dados insuficientes (DD)12

Myrmecophaga tridactyla

Tamanduá-bandeira

Giant Anteater

Vulnerável e população em

declínio24

Espírito Santo: Regionalmente extinta

(REx)12

Rio de Janeiro: Provavelmente extinta

(PE)25

Minas Gerais e São Paulo: Vulnerável

(VU)8.11

Paraná e Rio Grande do Sul:

Criticamente em perigo (CR)19, 9
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Nasua nasua

Quati

South American Coati

Quase ameaçado (NT) e

população em declínio26

Rio Grande Sul: Vulnerável (VU)9

Puma yagouaroundi

Gato-mourisco

Jaguarundi

Pouco preocupante (LC) e

população em declínio27

Rio Grande do Sul: Vulnerável (VU)28

São Paulo: Menos preocupante (LC)11
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Priodontes maximus

Tatu-canastra

Giant armadillo

Vulnerável (VU) e população

em declínio29

Espírito Santo, Rio de Janeiro e São

Paulo: Criticamente em perigo (CR)

12, 25, 11

Minas Gerais: Em perigo (EN)18

Speothos venaticus

Cachorro-vinagre

Bush Dog

Quase ameaçado (NT) e

população em declínio30

Amazônia e Pantanal: Vulnerável

(VU)

Cerrado: Em perigo (EN)

Mata Atlântica: Criticamente em

perigo (CR)31
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Tapirus terrestris

Anta

Tapir

Vulnerável (VU) e população

em declínio32

Amazônia: Menos preocupante (LC)

Mata Atlântica e Cerrado: Em perigo

(EN)

Pantanal: Quase ameaçada (NT)

Caatinga: Regionalmente extinta

(REx)33

Fontes: 1Romero-Valenzuela et al. 2021a; 2Rimoli et al., 2015; 3Romero-Valenzuela et al. 2021b; 4Alves et al., 2015; 5Anacleto et al., 2014a; 6Anacleto et al, 2015; 7Paula &

DeMatteo, 2015; 8Chiarello et al. 2008; 9Fontana et al. 2003; 10Cuarón et al., 2016; 11Bressan et al., 2009; 12Passamani & Mendes, 2007; 13Loughry et al., 2014; 14Helgen et al.,

2016; 15Abba et al., 2014; 16Silva et al., 2015; 17Paviolo et al, 2015; 18Machado et al. 1998; 19Mikich & Bérnils 2004; 20Rheingantz et al., 2021; 21Rodrigues et al., 2013; 22Lemos

et al., 2020; 23Lemos & Azevedo 2009; 24 Miranda et al, 2014; 25Bergallo et al., 2000; 26Emmons & Helgen, 2016; 27Caso et al., 2015; 28Marques et al., 2002; 29Anacleto et al.,

2014b; 30DeMatteo et al., 2011; 31Jorge et al., 2013; 32Varela et al., 2019; 33Medici et al., 2010; Ilustrações: Isabela Lima Bustamante
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Das 17 espécies listadas, apenas quatro são consideradas pela IUCN como

espécies de menor preocupação (LC) com populações estáveis (LOUGHRY et al., 2014;

ABBA et al., 2014; CUARÓN et al., 2016; ROMERO-VALENZUELA et al., 2021a; 2021b).

Três espécies, incluindo o gato-mourisco, são classificadas como de menor preocupação,

embora as populações estejam em declínio (CASO et al., 2015; CUARÓN et al., 2016;

PAVIOLO et al, 2015). As demais espécies estão classificadas em algum grau de ameaça,

como o cachorro-vinagre, considerado quase ameaçado com populações em declínio

(DEMATTEO et al., 2011; PAULA & DEMATTEO, 2015; LEMOS et al., 2020).

O cachorro-vinagre, embora considerado como quase ameaçado pela IUCN, é

classificado em um grau maior de ameaça pelo ICMBio-MMA, como vulnerável (VU) na

Amazônia e no Pantanal (JORGE et al., 2013), embora no bioma Cerrado, devido a alta

mortalidade observada em decorrência de doenças e abate por cães domésticos e

humanos, a espécie foi considerada em perigo (EN) e criticamente em perigo (CR) na Mata

Atlântica, devido a presença de apenas duas subpopulações da espécie no bioma, com

apenas 50 indivíduos adultos cada (JORGE et al., 2013).

O gato-mourisco, apesar de considerado como de menor preocupação pela IUCN, é

classificado como vulnerável pelo ICMBio-MMA, devido à ocorrência da espécie em baixas

densidades populacionais no Brasil, com constante declínio e baixa ocupação em áreas

fragmentadas (ALMEIDA et al., 2013), destacando-se a perda e fragmentação de habitat

pela expansão agrícola como principal ameaça da espécie, resultando em uma estimativa

de declínio populacional de pelo menos 10% nas próximas três gerações (ALMEIDA et al.,

2013). A caça, cultural ou retaliatória, em decorrência de conflitos com proprietários rurais,

também representa ameaça relevante à espécie (MICHALSKI & PERES, 2005), assim

como atropelamentos e queimadas em suas áreas de ocorrência (SANTOS et al., 2004).

As doenças infecciosas foram listadas como ameaças à conservação de 746

espécies de mamíferos (IUCN, 2019). As famílias Canidae (26,7% de 30 espécies) e
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Felidae (8,3% de 36 espécies) foram apontadas como mais frequentemente ameaçadas por

patógenos, dentro dos grupos taxonômicos selvagens, destacando-se os canídeos raposa,

lobo-guará e cachorro-vinagre (PEDERSEN et al. 2007). Outras famílias também foram

listadas, como os mustelídeos, primatas e ungulados (IUCN, 2019). Além de espécies

selvagens, os principais grupos de animais domésticos, incluindo caninos, felinos,

ruminantes e suínos, também são considerados espécies ameaçadas por patógenos

(BROOKS & MCLENNAN, 1991).

As relações filogenéticas próximas com mamíferos domésticos, que são

globalmente distribuídos e mantidos em altas densidades, podem intensificar o risco de

transmissão entre espécies domésticas e espécies selvagens relacionadas, visto que

patógenos são mais propensos a serem compartilhados ou saltarem entre espécies

hospedeiras intimamente relacionadas (BROOKS & MCLENNAN, 1991). Aproximadamente,

80% dos patógenos de animais domésticos também podem infectar a fauna selvagem

(CLEAVELAND et al., 2001).

Diversos patógenos foram relacionados como ameaças para mamíferos selvagens,

destacando-se os vírus com maior ocorrência (41%). Dentro do grupo de carnívoros

ameaçados, os patógenos virais desempenharam papel ainda maior como potenciais

ameaças à conservação, atingindo 56% de ocorrência (PEDERSEN et al., 2007). Os vírus

RNA compreendem mais de 70% dos vírus identificados como causadores de declínios em

mamíferos selvagens (PEDERSEN et al., 2007).

Dentre os vírus mais comumente relacionados aos carnívoros selvagens,

destacam-se o vírus da cinomose canina e o parvovírus canino e felino (PEDERSEN et al.,

2007). Na América do Sul alguns estudos confirmaram a presença destes patógenos em

canídeos (FIORELLO et al,. 2004; MARTINO et al., 2004; DEEM & EMMONS, 2005;

JORGE, 2008; MEGID et al., 2009, 2010) e felídeos selvagens (FILONI et al., 2006;

JORGE, 2008; FILONI et al. 2011). As características ecológicas dos carnívoros, incluindo



28

comportamento de forrageamento, contatos sociais próximos e comunicação olfativa os

tornam particularmente suscetíveis a doenças relacionadas (WOODROFFE et al., 2004).

Dessa forma, a compreensão da epidemiologia destes patógenos em espécies selvagens é

de grande importância do ponto de vista da conservação (FENG et al., 2016; SEIMON et al.,

2013).

As formas de amostragem passivas são cruciais para espécies selvagens e

amostras de baço coletadas de carcaças de animais atropelados têm um grande potencial

para tal finalidade, por possuir altas cargas virais (ALLISON et al., 2013; DECARO et al.,

2007). Além disso, estudos demonstram que animais silvestres infectados por patógenos

são mais vulneráveis à colisões veiculares em comparação com animais hígidos, como

demonstrado em espécies de cervídeos e demônios da Tasmânia (JONES, 2000; KRUMM

et al. 2005). Portanto, a monitoração de espécies atropeladas auxilia na compreensão da

dinâmica de patógenos infecciosos além de identificar novas variantes de patógenos (PYE

et al., 2016).

3.2 Família Paramyxoviridae

3.2.1 Taxonomia

A família Paramyxoviridae (ordem Mononegavirales) atualmente está dividida em

duas subfamílias principais: a Pneumovirinae e a Paramyxovirinae, que possuem uma

amplo espectro de hospedeiros e compartilham uma organização genômica semelhante,

possuindo um genoma de 15.000-21.000 nucleotídeos, com seis genes principais (RIMA et

al., 2019). Os membros Paramyxoviridae incluem os agentes causadores das doenças

humanas caxumba, sarampo e infecções do trato respiratório causados por parainfluenza e

metapneumovírus, bem como vírus associados a doenças em animais, como vírus da

doença de Newcastle, vírus da cinomose canina, vírus da peste bovina, dentre outros

(AGUILAR et al., 2011).
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Atualmente, a família Paramyxoviridae contém 78 espécies conhecidas, distribuídas

em quatro subfamílias distintas, sendo a maior a subfamília Orthoparamyxovirinae, que

agrupa oito gêneros, incluindo o Morbillivirus (RIMA et al., 2019). As espécies de

morbilivírus descritas até o momento incluem morbilivírus de cetáceos (CeMV, Cetacean

morbillivirus) que infecta espécies de mamíferos aquáticos; vírus do sarampo (MV, Measles

morbillivirus) que acomete diversas espécies de primatas; morbilivírus das focas (PDV,

Phocine distemper virus) que infecta pinípedes; morbilivírus de bovinos (RPV, Rinderpest

morbillivirus) que foi considerado erradicado e de pequenos rumimantes (PPRV, Small

ruminant morbillivirus) e o morbilivírus canino (CDV) que possui capacidade de infectar

uma ampla gama de hospedeiros (DE VRIES et al., 2015; SEKI et al, 2020; ZINZULA et al.,

2021).

3.2.2 Características gerais

O vírus é pleomórfico, com formas esféricas e filamentosas, com um tamanho entre

150-300 nanômetros (nm) de diâmetro e contém um genoma composto por ácido

ribonucleico de fita simples (ssRNA) e negativa com 15.690 nucleotídeos (15,6 kb), que

codifica oito proteínas (DA FONTOURA BUDASZEWSKI et al., 2014; MACLACHLAN et al.,

2011). A estrutura do genoma do CDV inclui seis unidades de transcrição: a proteína do

nucleocapsídeo (N), fosfoproteína (P), polimerase viral (L), matriz (M) e as glicoproteínas

hemaglutinina (H) e proteína de fusão (F), organizadas de forma linear, separadas por

regiões intergênicas não traduzidas (UTRs, intergenic untranslated regions) relativamente

uniformes em comprimento, com exceção da UTR entre o gene que codifica a proteína M e

F [Fig. 2] (KOLAKOFSKY, 2016).
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Figura 2. Vírion de CDV (Canine distemper virus) e organização do genoma. a Diagrama

esquemático da partícula de CDV em corte transversal. N: nucleocapsídeo, P: fosfoproteína,

M: proteína da matriz, F: proteína de fusão, H: hemaglutinina, L: polimerase viral. b Mapa do

RNA genômico (3' a 5') de CDV. Cada caixa representa um RNA mensageiro (mRNA)

codificado separadamente; múltiplas regiões de leitura aberta (ORFs, open reading frames)

distintas dentro de um único mRNA são indicadas em caixas sobrepostas em P. Fonte:

RENDON-MARIN et al., 2019.

Todas as proteínas possuem uma função específica relacionada ao ciclo e

replicação viral, com a proteína N encapsulando o RNA genômico e servindo como molde

para a transcrição e replicação pela polimerase viral (L), juntamente com seu cofator, a

fosfoproteína (P). As proteínas N, P e L juntamente com o RNA viral compõem o complexo

ribonucleoproteína [RNP] (VON MESSLING et al., 2001). O envelope do CDV compreende

duas proteínas integrais de membrana, as proteínas de fusão (F) e hemaglutinina (H) e, por

fim, uma proteína M associada à membrana, que contribui mediando o contato com o RNP,
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circundado pelo envelope viral durante todo o processo de brotamento na membrana da

célula hospedeira (DA FONTOURA BUDASZEWSKI & VON MESSLING, 2016).

Tal como ocorre com outros membros da família Paramyxoviridae, a glicoproteína H

facilita a ligação do vírus à membrana da célula hospedeira e a proteína F permite a fusão

viral e da membrana do hospedeiro, permitindo a entrada do RNP viral no citoplasma (VON

MESSLING et al., 2001). Dois receptores celulares foram descritos no reconhecimento

celular e entrada do vírus na célula hospedeira: o SLAM (Signaling Lymphocyte Activation

Molecule ou CD150) nas células mononucleares do sangue periférico (VON MESSLING et

al., 2005) e a nectina-4 (PVRL4) nas células epiteliais, que também auxilia o vírus a se

espalhar nas vias respiratórias (MUHLEBACH et al., 2011; PRATAKPIRIYA et al., 2012).

Com base na falta de detecção dos receptores SLAM ou nectina-4 nos astrócitos,

acredita-se que o CDV utilize um receptor alternativo para invadir essas células, embora

ainda não tenha sido identificado (CHEN et al., 2011).

A nucleoproteína é a mais abundante proteína viral estrutural e possui funções

reguladoras como a transcrição e replicação, bem como a encapsidação do genoma de

RNA em um nucleocapsídeo RNase-resistente (STETTLER et al., 1995). Apesar da

nucleoproteína compor uma região conservada do genoma, algumas variações do gene N

têm sido observadas nos isolados de CDV (CURRAN et al., 1993; PARKS et al., 1992) e a

região tem sido alvo de técnicas de detecção de CDV (FRISK et al., 1999; KIM et al., 2001;

JÓZWIK & FRYMUS, 2005; SHIN et al., 2004) e estudos de epidemiologia molecular

(SCAGLIARINI et al., 2003; KEAWCHAROEN et al., 2005).

O gene que codifica a proteína H tornou-se o alvo mais adequado para investigar a

variabilidade e evolução do CDV, por ser considerado altamente variável, com até 11% de

divergência de nucleotídeos entre as cepas e taxas de substituição entre 5,4×10−4-1,8×10−3

nucleotídeos por sítio por ano, que possibilitou a realização de estudos filogenéticos e de
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epidemiologia molecular (HUANG et al., 2015; POMEROY et al., 2008; RENDON-MARIN et

al., 2019; VON MESSLING et al., 2001).

3.2.3 Evolução

Representantes importantes da família Paramyxoviridae, como o vírus do sarampo

humano (HMV), RPV de bovinos e vírus da cinomose canina (CDV) estão intimamente

relacionados e associados à epidemias por séculos e milênios (FLEMING et al., 1871 apud

STERNE et al., 1994). O surgimento destes patógenos foi associado ao desenvolvimento da

agricultura, com grandes populações humanas e animais suscetíveis à manutenção dos

vírus (KEELING & GRENFELL, 1997; PEARCE-DUVET, 2006). O vírus do sarampo dizimou

populações indígenas nas Américas imediatamente após contato com exploradores

europeus e as epidemias de peste bovina espalhadas da Ásia para a Europa foram tão

devastadoras que a primeira escola de medicina veterinária foi criada em 1762 na França

para controlar a doença (FLEMING et al., 1871 apud REFF et al., 1993).

O vírus da cinomose canina foi relatado pela primeira vez no Equador e Peru na

década de 1730, embora a introdução de cães europeus no Novo Mundo tenha ocorrido

décadas antes, em 1493 (ULLOA et al., 1748; ULLOA et al., 1772; FLEMING et al., 1871

apud KAPUSINSZKY et al., 2015). Análises do genoma sugerem que o CDV surgiu no Novo

Mundo por adaptação de variantes europeias do vírus do sarampo humano para cães. A

permutabilidade genética, números de aminoácidos, sequências de nucleotídeos e

aminoácidos, bem como os epítopos antigênicos de CDV, HMV, RPV e outros morbilivírus,

são altamente conservados, indicando que os vírus compartilham um único ancestral

comum (DE VRIES et al., 2015; SIDHU et al., 1993; VON MESSLING et al., 2001).

No entanto, fatores como altas taxas de mutação, infecções contínuas entre

espécies e mudanças nas pressões de seleção devido ao uso de vacinas e as dinâmicas

epidemiológicas de HMV e CDV, estabeleceram inúmeros gargalos populacionais que

dificultam a determinação das relações evolutivas (KAPUSINSZKY et al., 2015; WERTHEIM
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& KOSAKOVSKY POND, 2011). Os mais recentes ancestrais das variantes de CDV

circulantes identificadas (PANZERA et al., 2015) surgiram no século 19 nos Estados Unidos,

embora evidências históricas indicam que a cinomose existia na América do Sul do século

XVIII (FLEMING et al., 1871, ULLOA et al., 1748 , ULLOA et al., 1772 apud KAPUSINSZKY

et al., 2015; WERTHEIM & KOSAKOVSKY POND, 2011).

Estudos filogenéticos baseados na sequência completa do gene H de várias cepas

de CDV detectadas em uma variedade de regiões geográficas em todo o mundo foram

realizados para inferir a diversidade genética do CDV, levando em consideração que dentro

de cada genótipo a divergência de nucleotídeos deve ser menor que 5% (MOCHIZUKI et

al., 1999). Seguindo este critério, atualmente 17 genótipos distintos foram descritos [Fig. 3]

(ANIS et al., 2018; BLIXENKRONE-MOLLER et al., 1992; ESPINAL et al., 2014; HAAS et

al., 1997; HARDER et al., 1996; IWATSUKI et al., 2001; PANZERA et al., 2012; RILEY &

WILKES, 2015; NIKOLIN et al., 2016; ZHAO et al., 2010; RADTANAKATIKANON et al.,

2013).
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Figura 3. Árvore filogenética construída a partir do alinhamento de sequências completas

do gene H obtidas do GenBank, que representa todos os genótipos atuais descritos do

CDV. Fonte: RENDON-MARIN et al. (2019).

Em felinos, um novo paramixovírus foi detectado pela primeira vez em 2012 em

gatos domésticos de Hong Kong, denominado de Feline morbillivirus 1 (FeMV-1) e foi

associado à nefrite tubulointersticial e doença renal crônica (WOO et al., 2012). Desde

então, o material genético de FeMV-1 têm sido detectado mundialmente em gatos

domésticos (DAROLD et al., 2016), felídeos selvagens (NAMBULLI et al., 2016; PIEWBANG

et al., 2020), e em hospedeiros não felídeos (LAVORENTE et al., 2021). Um segundo

genótipo, designado como FeMV-2, foi detectado em gatos domésticos da Alemanha,

apresentando apenas 71% de homologia com FeMV-1 (SIEG et al., 2019). Além disso,
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paramixovírus não relacionados ao FeMV foram detectados em gatos domésticos e

designados como paramixovírus felino [FPaV] (LORUSSO et al., 2015; MCCALLUM et al.,

2018; SAKAGUCHI et al., 2019), demonstrando complexidade da família Paramyxoviridae

mesmo em animais domésticos bastante estudados.

Recentemente, uma diversidade de novos membros da família Paramyxoviridae,

como paramixovírus relacionados a morbilivírus (UMRVs) novos e não classificados, têm

sido descritos em diversas espécies animais, principalmente morcegos e roedores,

hospedeiros de uma série de variantes de paramixovírus altamente divergentes,

evidenciando a circulação de vírus que sabidamente possuem alto potencial de ocasionar

spillover (DREXLER et al., 2012; MORTLOCK et al., 2015; PRADA et al., 2019; SASAKI et

al., 2014; WILKINSON et al., 2014).

3.2.4 Patogênese

O CDV ultrapassa a membrana plasmática hospedeira por meio de um complexo

composto pelas glicoproteínas F e H, amplamente implicadas na interação com o receptor

da célula hospedeira, reconhecimento de aminoácidos específicos, seguido por múltiplas

alterações estruturais (RENDON-MARIN et al., 2019). Tais rearranjos estruturais no

complexo proteico de H e F facilitam a fixação do vírus na superfície da membrana celular, a

formação de poros de fusão e, posteriormente, a introdução do complexo RNP no

citoplasma da célula hospedeira (AVILA et al., 2014). A fusão da membrana também é

necessária para a disseminação do vírus em outras células, o que resulta em uma formação

de células multinucleadas conhecida como sincícios, que é uma característica

citopatogênica notável de morbilivírus (PLATTET et al., 2016). Todas as estratégias de

replicação e transcrição do CDV são semelhantes às dos outros membros da família

Paramyxoviridae (Fig. 4).
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Figura 4. Replicação do ciclo do vírus da cinomose canina. Reconhecimento de partículas

de vírus por receptores de células hospedeiras (CD150 ou nectina-4), liberação de RNP

(complexo ribonucleoproteína) no citoplasma, replicação, processo de transcrição e

brotamento de partículas de vírus. Fonte: MOSS & GRIFFIN, 2006 adaptado por

RENDON-MARIN et al., 2019.

O vírus da cinomose canina está associado ao tropismo celular múltiplo (epitelial,

linfoide e neurológico), que leva a uma infecção sistêmica, incluindo doenças respiratórias,

digestivas, urinárias, linfáticas, cutâneas, esqueléticas e do sistema nervoso central

(LEMPP et al., 2014). O tropismo celular múltiplo é possibilitado através dos receptores de

células hospedeiras de CDV, como o SLAM, que é expresso em linfócitos T e B ativados,

células dendríticas e macrófagos, associados como os receptores de entrada regulares para

morbilivírus (ONO et al., 2001). Outros receptores extensivamente estudados incluem

nectina-4, que é reconhecido como um receptor de células epiteliais e atualmente

considerado como um receptor de saída do hospedeiro (NOYCE et al., 2013).
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As infecções podem ocorrer não apenas pela inalação de gotículas de aerossóis ou

partículas de vírus transportadas pelo ar, mas também como resultado do contato direto

com fluidos corporais ou através de fômites (DE VRIES et al., 2017). Nos primeiros estágios

da infecção no hospedeiro, células dendríticas residentes e macrófagos alveolares no trato

respiratório são infectados juntamente com outras células que expressam CD150 no lúmen

alveolar (PFEFFERMANN et al., 2018). A proteína H liga-se à célula através do receptor

CD150 (DE WITTE et al., 2008), que é translocado para a superfície da membrana celular,

transportando o vírus pelas células infectadas para o linfonodo de drenagem, onde as

células T e B residentes ativadas são infectadas, resultando na amplificação do vírus e no

início da viremia primária (LEONARD et al., 2008).

O vírus é disseminado para órgãos linfoides secundários, incluindo o baço, timo e

tonsilas e, posteriormente, é disseminado de forma sistêmica por todo o sistema

imunológico (VON MESSLING et al., 2004). O declínio na quantidade de leucócitos é

notável, além de uma inibição de linfócitos não específicos, que continuam aumentando

enquanto o CDV se dissemina (DELPEUT et al., 2017). Como consequência, a

imunossupressão pode favorecer infecções oportunistas e secundárias, contribuindo para a

morbimortalidade do morbilivírus (NOYCE et al., 2011).

A disseminação do vírus para outros tecidos, incluindo fígado, pele, trato

gastrointestinal, genitais e superfícies da mucosa respiratória, resulta na subsequente

transmissão para indivíduos não infectados (LEONARD et al., 2008). Ao longo do trato

respiratório, acredita-se que a infecção por CDV ocorra no epitélio do lúmen através da

migração de T, B e células dendríticas infectadas (VON MESSLING et al., 2004). A

nectina-4 está localizada dentro das junções aderentes para interagir com as partículas

virais que foram transportadas para a superfície dos linfócitos infectados, permitindo assim

a entrada do vírus no epitélio, bem como a saída, através de sua superfície apical

(RENDON-MARIN et al., 2019). Na ausência de nectina-4, o CDV permanece linfotrópico e

produz viremia primária e secundária, assim, o vírus ligado ao receptor epitelial torna-se
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incapaz de se espalhar a partir da via respiratória, sugerindo que a nectina-4 desempenha

um papel essencial na saída do vírus no final da infecção e não durante seus estágios

iniciais (HAINES et al., 1999; MUHLEBACH et al., 2011; VON MESSLING et al., 2004).

Uma das rotas mais cruciais de neuroinvasão se dá através de células

mononucleares do sangue periférico infectadas que são transportadas através da barreira

hematoencefálica; posteriormente, ocorre a liberação do vírus resultando na infecção das

células epiteliais e endoteliais residentes (LEMPP et al., 2014). In vivo, usando um modelo

de infecção em camundongo, foi comprovado que a infecção por CDV progride da

circulação do líquido cefalorraquidiano (LCR) para o sistema nervoso central (SNC) através

de uma rota sequencial, infectando as células neuroependimárias que revestem a parede

ventricular e os neurônios do hipocampo e do córtex que se encontram adjacentes à área

do ventrículo, causando posteriormente, uma extensa infecção da superfície do SNC

seguida pelo parênquima e córtex (DELPEUT et al., 2017).

No entanto, em furões, foi comprovado que o CDV pode entrar no SNC através de

neurônios localizados na mucosa olfativa, invadindo os filamentos do nervo olfatório, os

glomérulos olfatórios e as estruturas mais profundas, através dos receptores celulares

nectina-4 (LEONARD et al., 2008) e em astrócitos (PRATAKPIRIYA et al., 2017) devido à

sub-expressão do receptor SLAM no SNC (LEMPP et al., 2014; LUDLOW et al., 2014).

Além disso, foi relatado que a persistência viral e a doença neurológica estão relacionadas

à fusão da membrana entre os astrócitos infectados, disseminando o vírus de célula a célula

(DI GUARDO et al, 2016). Consequentemente, o SNC, astrócitos, microglia,

oligodendrócitos, neurônios, células ependimárias, células do plexo coroide e uma família

de glia promotora de crescimento, incluindo algumas macroglias especializadas com uma

estrutura semelhante à célula de Schwann, podem ser acometidos, permitindo o

desenvolvimento de infecção neurológica por CDV (BEINEKE et al., 2009).
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Os sinais clínicos provocados devido à infecção por CDV em espécies selvagens

são muito semelhantes aos de cães domésticos, no entanto, a gravidade da infecção pode

variar muito entre as espécies e depende de fatores como virulência da cepa, idade e

estado imunológico do hospedeiro e ambiente (DEEM et al., 2000; LOOTS et al., 2017). Em

todas as espécies, sinais clínicos respiratórios, gastrointestinais, tegumentares e

neurológicos podem ser observados, além de sinais clínicos inespecíficos, como apatia,

anorexia e febre (DEEM et al., 2000).

3.2.5 Diagnóstico

Diversos testes diagnósticos foram desenvolvidos para a detecção de CDV em

animais domésticos. Em animais selvagens, o diagnóstico torna-se mais difícil devido aos

desafios associados à aquisição, armazenamento e transporte de amostras em campo

(LOOTS et al., 2017). Nessas espécies, o diagnóstico é confirmado principalmente

postmortem utilizando-se de técnicas histopatológicas e imunohistoquímicas, embora a

especificidade e sensibilidade para este último não sejam conhecidas para a maioria das

espécies selvagens (LOOTS et al., 2017).

Os testes sorológicos são comumente utilizados para detecção de anticorpos IgM e

IgG anti-CDV em cães domésticos e vários hospedeiros não caninos (LOOTS et al., 2017).

No entanto, métodos sorológicos possuem limitações, como a inexistência de anticorpos

conjugados adequados para espécies selvagens disponíveis comercialmente, ausência de

distinção entre infecção por CDV naturalmente adquirida (cepa de CDV de tipo selvagem),

infecção com cepa vacinal de vírus atenuada ou resposta imune a vacina recombinante ou

com vetor de vírus e, portanto, deve ser combinada com outras técnicas

(BLIXENKRONE-MOLLER et al., 1991; HAAS et al., 1999; KAPIL & YEARY, 2011; KIM et

al., 2011; SAITO et al., 2006; SHIN et al, 1995).

O advento das técnicas moleculares fornece técnicas diagnósticas com alta

sensibilidade e especificidade (MARTELLA et al., 2008; SOMA et al., 2013). Uma das
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técnicas que foram desenvolvidas para a detecção de CDV é a transcrição reversa seguida

de reação em cadeia da polimerase (RT-PCR), que tem sido amplamente utilizada, visando

predominantemente amplificar uma região altamente conservada do gene N (CASTILHO et

al., 2007; FRISK et al., 1999; SAITO et al., 2006; YI et al., 2012).

Variações da técnica de PCR também são utilizadas para detecção do vírus da

cinomose canina, como a Nested-PCR, utilizando primers internos e o produto amplificado

de uma RT-PCR prévia (SHIN et al., 2004) e a RT-PCR em tempo real (RT-qPCR), técnica

amplamente utilizada na detecção de patógenos (ELIA et al., 2006; SCAGLIARINI et al.,

2007; WILKES et al., 2014). É possível também fazer uma combinação destas técnicas para

detecção de CDV, a fim de aumentar a sensibilidade diagnóstica (FISCHER et al., 2013).

3.2.6 Epidemiologia e implicações à fauna selvagem

Embora o CDV tenha sido inicialmente descrito como uma doença infecciosa de

cães domésticos, tornou-se cada vez mais conhecido como um patógeno multi-hospedeiro

em todo o mundo, infectando uma ampla gama de carnívoros (BEINEKE et al., 2015). Sua

capacidade de infectar várias espécies levou a mortalidade em massa em uma variedade

de espécies selvagens, incluindo canídeos, felídeos, hiaenídeos, procionídeos, ailurídeos,

ursídeos, mustelídeos e viverrídeos (MARTINEZ-GUTIERREZ & RUIZ-SAENZ, 2016).

Surtos de cinomose também foram relatados em mamíferos marinhos, com as cepas virais

provavelmente originárias de carnívoros terrestres (MAMAEV, 1995; KENNEDY et al.,

2000). Espécies não carnívoras, como roedores (família Cricetidae), suídeos e elefantes

também já foram acometidos pelo CDV (MARTINEZ-GUTIERREZ & RUIZ-SAENZ, 2016),

além de primatas não humanos das espécies Macaca mulatta e M. fascicularis com altas

taxas de mortalidade (SUN et al., 2010, QIU et al., 2011), levantando preocupações de um

potencial risco zoonótico de CDV em humanos, devido a alta homologia das sequências de

aminoácidos dos receptores SLAM e nectina-4 entre os primatas não humanos e humanos

(COSBY et al., 2012; SAKAI et al, 2013).
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Outras espécies, até então não relatadas, têm sido acometidas por CDV, a exemplo

dos Xenarthras (preguiças, tamanduás e tatus), com descrição em tamanduá-mirim

(Tamandua tetradactyla) (LUNARDI et al., 2018); em preguiças da espécie Choloepus

didactylus (WATSON et al., 2020) e em tamanduá-bandeira (M. tridactyla) (DEBESA

BELIZÁRIO GRANJEIRO et al., 2020), todos mantidos em cativeiro.

No Parque Nacional do Serengeti, na Tanzânia, CDV foi detectado em diversas

espécies com diferentes manifestações clínicas, dependendo da variante relacionada, com

alterações no genoma que foram consistentes com expansão de variantes selecionadas em

hospedeiros não canídeos (HARDER et al., 1996; NIKOLIN et al., 2016; ROELKE-PARKER

et al., 1996). Mais notavelmente, uma variante adaptada a não canídeos causou uma

epidemia fatal em 1993-1994, resultando no óbito de aproximadamente um terço da

população de leões africanos (Panthera leo) e hienas (Crocuta crocuta) no mesmo local

(NIKOLIN et al., 2016; ROELKE-PARKER et al., 1996). Altas mortalidades também foram

observadas em tigres de Amur [P. tigris altaica] (SEIMON et al., 2013).

Diferentes estudos relataram a ligação entre a infecção por CDV e o declínio

populacional da fauna selvagem (MARTINEZ-GUTIERREZ et al., 2016), destacando o

possível papel do CDV como causa de extinção de espécies ameaçadas (TERIO et al.,

2013), visto que surtos de CDV foram relatados em animais quase extintos, como o panda

gigante (Ailuropoda melanoleuca) em um centro de resgate e conservação de animais

selvagens na China com uma morbidade de 27% e mortalidade de 23% (FENG et al., 2016)

e em lobo etíope (Canis simensis) com uma mortalidade de até 68% em uma população

selvagem na Etiópia (GORDON et al., 2015).

CDV também foi apontado como uma das causas mais importantes de mortalidade

na raposa cinzenta [Urocyon cinereoargenteus] (DAVIDSON et al., 1992). Da mesma forma,

um surto de CDV quase levou à extinção do furão-de-patas-pretas [Mustela nigripes]

(WILLIAMS et al., 1988). Dados epidemiológicos da América Central e do Sul, demonstram
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presença de CDV em 2% dos felinos selvagens na Costa Rica (AVENDAÑO et al., 2016),

enquanto no Brasil a soroprevalência de CDV foi relatada em várias espécies de carnívoros

selvagens de vida livre com ocorrência variando entre 10,6 a 23% (MEGID et al., 2009;

NAVA et al., 2008; FURTADO et al., 2016).

A disseminação do vírus da vida selvagem para os animais domésticos também

ocorre (KAPIL et al., 2008; KAPIL et al., 2011) e foi observado nos surtos de CDV em cães

e leões no Parque Nacional do Serengeti que, embora inicialmente a transmissão do vírus

tenha sido estabelecida de cães domésticos para os leões, ao longo dos anos, os surtos em

leões (1993-1994, 1999 e 2007) foram assíncronos com os de cães domésticos, sugerindo

que o CDV pode persistir em outras espécies selvagens interagindo com essas populações

e, possivelmente, em outros ecossistemas (MARTINEZ-GUTIERREZ & RUIZ-SAENZ,

2016).

3.3 Família Parvoviridae

3.3.1 Taxonomia

Os membros da família Parvoviridae (Ordem Piccovirales) estão distribuídos em três

subfamílias, Parvovirinae, Hamaparvovirinae e Densovirinae, 26 gêneros e 126 espécies

(COTMORE et al., 2019). A subfamília Parvovirinae abriga vírus capazes de infectar

diversos hospedeiros vertebrados e possui oito gêneros: Bocaparvovirus,

Dependoparvovirus, Eritroparvovirus, Protoparvovirus, Tetraparvovirus, Amdoparvovirus,

Aveparvovirus e Copiparvovirus, contendo mais de 55 espécies e sete destas são capazes

de infectar humanos (COTMORE et al., 2019) O gênero Protoparvovirus possui

aproximadamente 126 espécies descritas de vírus capazes de infectar diversos hospedeiros

vertebrados, como mamíferos, aves e répteis (COTMORE et al., 2019). O Protoparvovirus

compõe 15 espécies: Carnivore protoparvovirus 1-4, Chiropteran protoparvovirus 1,

Eulipotyphla protoparvovirus 1, Primate protoparvovirus 1-4, Rodent protoparvovirus 1-3 e

Ungulate protoparvovirus 1-2 (COTMORE et al., 2019).
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O protoparvovírus carnívoro 1 (CPPV-1) é um grupo de vírus intimamente

relacionados, anteriormente considerados de espécies distintas, incluindo parvovírus canino

(CPV-2), parvovírus felino (FPV), vírus da enterite do visão (MEV) e parvovírus do guaxinim

(RPV) (COTMORE et al., 2013), patógenos com grande importância veterinária que afetam

animais domésticos e selvagens da ordem Carnivora (BEHDENNA et al., 2019; CHEN et al.,

2019; COTMORE et al., 2013, 2019) e não carnívoros (WANG et al., 2020).

3.3.2 Características gerais

Os protoparvovírus são vírus pequenos, não envelopados, com genoma de ácido

desoxirribonucleico de fita simples (ssDNA), linear, com aproximadamente 5.124

nucleotídeos, contendo duas regiões de leitura aberta (ORFs, open reading frames) [Fig. 5].

A primeira ORF codifica duas proteínas não estruturais, NS1 e NS2 e a segunda ORF

codifica três proteínas não estruturais, VP1, 2 e 3 (COTMORE et al., 2019).
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Figura 5. Diagrama esquemático da partícula de CPPV-1 em corte transversal. a O vírion

possui 25 nanômetros de diâmetro com um genoma de DNA fita simples. As esferas azuis

representam o nucleocapsídeo. b Mapa do DNA genômico (3' a 5') de CPPV-1, com

aproximadamente 5.120 nucleotídeos. Cada seta representa uma proteína, a proteína não

estrutural 1 (NS1), proteína não estrutural 2 (NS2), proteína estrutural do capsídeo 1 (VP1)

e proteína estrutural do capsídeo 1 (VP2). Fonte: Tuteja et al. (2022).

As proteínas não estruturais (NS1 e NS2) são produzidas pela tradução de mRNAs,

sendo a NS1 essencial para a replicação do genoma viral e a NS2 associada à formação do

capsídeo, controle da expressão gênica e participação da replicação do genoma (REED et

al., 1988). As proteínas estruturais VP1 e VP2 fazem parte da estrutura do capsídeo e são

traduzidas a partir de um mesmo mRNA, compartilhando a maior parte de sua sequência de

aminoácidos, diferindo entre si apenas pela utilização de diferentes códons de iniciação

pelos ribossomos e a VP3 é composta por uma sequência de aminoácidos da região

amino-terminal da VP2 (REED et al., 1988).

A VP2 é a principal proteína do capsídeo, representando 90% do capsídeo viral, que

contém sítios antigênicos, elementos estruturais e outras características que estão

envolvidas nas interações do vírion com os receptores celulares (SHACKELTON et al.,

2005) e desempenha um papel crítico na determinação do tropismo do tecido viral e na

gama de hospedeiros (HUEFFER et al., 2003; NELSON et al., 2007).

O genoma dos protoparvovírus não contém o gene que codifica a enzima DNA

polimerase, fundamental para a conversão do DNA viral de fita simples em dupla fita linear.

Consequentemente, o CPPV-1 só consegue se replicar nas células com altas taxas de

multiplicação, na fase S ou início da fase G2 do ciclo mitótico da síntese de DNA,

característica que confere o principal fator de patogenicidade viral, especificidade por

células em divisão ativa (HAGIWARA & ELIAS, 2016; PAES, 2016).
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3.3.3 Evolução

O primeiro parvovírus de cão relatado foi o vírus pequeno dos cães (MVC, minute

virus of canines), isolado em 1968 de fezes normais de cães (BINN   et al., 1970). No

entanto, estudos sorológicos retrospectivos revelaram anticorpos neutralizantes para MVC

em soro comercial de cinomose/hepatite canina já em 1956, indicando uma relação de

longa data entre MVC e cães. Este vírus, denominado CPV-1, é distinto do CPV-2 e dos

parvovírus de outras espécies, e embora tenha sido considerado não patogênico, foi

demonstrado que causa enterite e diarreia em filhotes neonatos (HARRISON et al., 1992;

CARMICHAEL et al., 1994). Estudos sorológicos indicaram que o CPV-1 é altamente

prevalente na população canina e foi isolado de filhotes ou fetos abortados na Europa, EUA

e Ásia (OHSHIMA et al., 2004). A sequência genômica completa foi realizada em isolados

dos EUA e Coréia e o MVC parece mais relacionado ao parvovírus bovino (BPV) do que

aos outros parvovírus animais (SCHWARTZ et al., 2002).

O parvovírus felino (FPV) é conhecido desde o início do século XX em gatos

domésticos. Em 1947, uma epidemia ocorreu no zoológico de Londres e vários felídeos

selvagens foram infectados, demonstrando a suscetibilidade de todos os membros da

família Felidae à infecção pelo FPV (STEINEL et al., 2001). Acreditava-se que a infecção

era restrita à família Felidae, até que em 1947, uma variante morfologicamente e

antigenicamente semelhante ao FPV foi detectada causando doença em mustelídeos da

espécie Neovison vison no Canadá. Apesar da similaridade morfológica e antigênica, o

agente etiológico foi classificado como um novo vírus denominado de vírus da enterite dos

visões [MEV] (PARRISH, 1994; TRUYEN & PARRISH, 1995).

A partir de 1978, surtos de doença fatal em cães com sinais clínicos similares aos

observados na infecção pelo FPV em gatos e do MEV em visões foram relatados e o agente

etiológico foi denominado como parvovírus canino [CPV-2] (APPEL et al., 1979). A

associação entre o CPV-2 e o FPV foi logo reconhecida e estudos demonstraram que o
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CPV-2 é antigênica e geneticamente similar ao FPV e MEV, sendo, portanto considerado

uma variante do FPV (PARRISH et al., 1988). O FPV e CPV apresentam similaridade de

genoma de aproximadamente 98% e diferem em aproximadamente 8-10 aminoácidos na

proteína de capsídeo VP2 (PARRISH, 1994; 1999). O CPV adquiriu a capacidade de

infectar os cães através de mutações nos nucleotídeos (nt) 3065 e 3753 que correspondem

às sequências de aminoácidos nas posições 93 (Lisina-Lys para Asparagina-Asn), 300 (Asn

para Glicina-Gly) e 323 (Aspartato-Asp para Asn) de VP2 que se encontram expostos na

superfície do capsídeo, e permitiram ao CPV se ligar ao receptor de transferrina tipo-1 (TfR)

da célula canina, se estabelecendo em uma nova espécie hospedeira (APPEL et al., 1979;

CARMICHAEL et al., 1981; PARRISH et al., 1985; PARRISH et al., 1991).

Além destes resíduos, a sequência dos aminoácidos na posição 103, nt 3094 (FPV:

Valina-Val para CPV-2: Alanina-Ala), parece ser crítica para a habilidade do CPV-2 replicar

em cães, enquanto que outras sequências influenciam o espectro de hospedeiro felino do

FPV, incluindo as diferenças nos nucleotídeos 3025, 4477 e 4489 que correspondem aos

aminoácidos 80 (FPV: Lys e CPV-2: Arginina-Arg), 564 (FPV: Asn e CPV: Serina-Ser) e 568

[FPV: Ala e CPV: Gly] (PARRISH et al., 1991; TRUYEN & PARRISH, 1992; AGBANDJE,

PARRISH, ROSSMANN, 1995; HUEFFER & PARRISH, 2003).

O surgimento do CPV-2 várias décadas após a descrição do FPV e MEV levantou a

hipótese de que outro carnívoro possa ter sido hospedeiro do ancestral. Apesar da

disseminação global do CPV ter ocorrido em 1978, amostras de soro obtidas de cães em

1974 na Grécia, em 1976 na Bélgica e em 1977 nos Países Baixos, já apresentavam

anticorpos para este vírus (TRUYEN et al., 1998). Estudos sugerem que o parvovírus

isolado de raposa-vermelha (Vulpes vulpes) na Alemanha seja um possível ancestral do

CPV, por apresentar no gene da VP2 características intermediárias entre o parvovírus felino

e canino, com os aminoácidos 93 e 323 característicos do CPV-2 (TRUYEN et al., 1998).
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Entre 1978 e 1981, o CPV-2 passou por rápidas mudanças evolutivas que deram

origem às variantes CPV-2a e 2b (PARRISH et al., 1985; PARRISH et al., 1988). O tipo

antigênico 2a que surgiu em 1979 e rapidamente substituiu o tipo original em circulação,

difere em apenas cinco substituições de nucleotídeos (nt 3045, nt 3088, nt 3685, nt 3699, e

nt 4499) que correspondem às mudanças na sequência de aa nas posições: 87, 101, 300,

305 e 555 de VP2 (PARRISH et al., 1991; TRUYEN & PARRISH, 1992). Estas substituições

proporcionaram ao CPV-2a ampliar seu espectro hospedeiro aos felinos, contudo esta

mudança na sequência de nucleotídeos não representou uma reversão à sequência do FPV

original (PARRISH & KAWAOKA, 2005). O CPV-2a e 2b diferem entre si em dois resíduos

de aminoácidos da proteína VP2, 426 (Asn para Asp) e 555 (Isoleucina-Ile para Val)

[CPV-2a para CPV-2b] (PARRISH et al., 1991).

Após 1990, as novas variantes circulares (CPV-2a e 2b) passaram a apresentar uma

mutação na posição aa 297 (Ser para Ala), que representou uma vantagem evolutiva e se

fez presente em mais de 90% dos isolados de CPV até o ano 2000 (TRUYEN, 1999;

HOELZER & PARRISH, 2010). Estas variantes foram inicialmente denominadas de “Novo

CPV-2a” e “Novo CPV-2b”, entretanto esta nomenclatura não está claramente estabelecida

(CASTRO et al., 2010; 2011).

Em 2001, uma nova variante do CPV-2 (CPV-2c) foi identificada em cães com

doença entérica na Itália, com uma nova mutação na posição 426 [Asn/Ile para

Glutamato-Glu] (BUONAVOGLIA et al., 2001). Desde então, novas variantes de CPV

foram detectadas na população canina ao redor do mundo (STRECK et al., 2009), com

aumento do espectro de hospedeiro do CPV-2, que adquiriu a capacidade de infectar a

espécie felina [Tabela 2] (PARRISH & KAWAOKA, 2005; HOELZER & PARRISH, 2010;

ALLISON et al., 2014).
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Tabela 2. Mutações no genoma do CPV durante a evolução do vírus em cães.

(Fonte: Adaptado de Hoelzer & Parrish, 2010)

Mutações Resíduo AA VP2 Vírus

Posição AA

80 Arginina → Lisina FPV → CPV

91 Alanina → Serina

93 Lisina → Asparagina

103 Valina → Alanina

232 Valina → Isoleucina

323 Aspartato → Asparagina

375 Asparagina → Aspartato

564 Asparagina → Serina

568 Alanina → Glicina

87 Metionina → Leucina CPV-2 → CPV-2a

101 Isoleucina → Treonina

300 Alanina → Glicina

305 Aspartato → Tirosina

426 Asparagina → Aspartato CVP-2a → CPV-2b

297 Serina → Alanina “Novo” CPV-2a e 2b

555 Isoleucina → Valina CPV-2a e 2b

426 Aspartato → Glutamato CPV-2c

440 Treoninar → Alanina

`Através de análises filogenéticas de sequências do gene que codifica a VP2 de

parvovírus de vários animais selvagens, como onça-parda (Puma concolor), coiote (Canis

latrans), lobo (Canis lupus), lince-pardo (Lynx rufus), guaxinim (Procyon lotor), cangambá

(Mephitis mephitis), observou-se que os diferentes isolados se organizam em dois grupos

maiores, um relacionado ao parvovírus felino (FPV-like) e outro ao parvovírus canino

[CPV-like] (ALLISON et al., 2013). Entretanto, as sequências de VP2 dos isolados de

guaxinim revelaram que estes vírus (RPV) são intermediários entre o CPV-2 e CPV-2a, já
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que RPV e CPV-2a partilham as mesmas mutações nos resíduos 87 e 101 de VP2,

sugerindo que estes hospedeiros podem ter portado isolados intermediários no processo

evolutivo do CPV, e com isso, contribuído para a evolução do CPV-2a (ALLISON et al.,

2012).

Alguns aspectos do processo de replicação do vírus, a rápida replicação do genoma

e a natureza fita simples do genoma viral resultam em uma baixa fidelidade de replicação

dos parvovírus, facilitando a fixação de mutações (HOELZER, SHACKELTON, PARRISH,

2008; HOELZER & PARRISH, 2010). Estudos demostram que o CPV está evoluindo

significativamente mais rápido que o FPV, com uma taxa de substituição de nucleotídeos

para a proteína de capsídeo VP2 em torno de 1,7x10-4 substituições sítio por ano, enquanto

o FPV de 9,4x10-5 substituições sítio por ano, valores comparáveis aos observados em vírus

de genoma RNA (PARRISH & KAWAOKA, 2005; SHACKELTON et al., 2005). Um estudo

realizado com isolados brasileiros de CPV-2a e 2b apresentaram valores ainda maiores, de

2,4x10-4 substituições/sítio/ano para os genes que codificam as proteínas VP1 e VP2 do

capsídeo (PEREIRA et al., 2007). Para outras proteínas não estruturais (NS1 e NS2) as

taxas de mutações do CPV e FPV são idênticas (7,9x10-5 substituições/sítio/ano), sugerindo

que os genes que codificam estas proteínas estão sujeitos a uma menor pressão seletiva

(SHACKELTON et al., 2005).

3.2.4 Patogênese

Os protoparvovírus não possuem envoltório externo, característica que confere

elevada resistência ambiental e infectividade por períodos prolongados, de até um ano em

temperatura ambiente, material orgânico ou fômites sólidos, resistindo à altas temperaturas,

variações de pH e diversos agentes químicos, favorecendo diretamente a transmissão

através de fômites (BERTHIER et al., 2000; HAGIWARA & ELIAS, 2016). O patógeno é

eliminado em todas excreções, principalmente fezes e urina, portanto, a via orofecal é

considerada a principal via de transmissão (HAGIWARA & ELIAS, 2016; TRUYEN et al.,
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2009). Outras vias de transmissão são conhecidas e artrópodes podem atuar como vetores

mecânicos, principalmente nas estações mais quentes do ano e a via placentária que

resulta na infecção dos fetos e no desenvolvimento de síndrome cerebelar dos neonatos

(HAGIWARA & ELIAS, 2016; TRUYEN et al., 2009).

Devido ao tropismo por células que se dividem rapidamente, como criptas intestinais,

tecido hematopoiético, miocardiócitos, células precursoras da medula óssea e cerebelo, os

protoparvovírus desencadeiam manifestações gastrintestinais, hematológicas e distúrbios

neurológicos e visuais em animais infectados no período pré-natal tardio e neonatal,

portanto, afeta principalmente animais jovens (DECARO & BUONAVOGLIA, 2012;

GODDARD & LEISEWITZ, 2010). No entanto, o CPV-2c tem sido associado a doença grave

em adultos, observada mesmo em animais vacinados (DECARO & BUONAVOGLIA,, 2012).

A replicação ocorre inicialmente no tecido linfoide faríngeo, 18 a 24h após infecção,

e, posteriormente, ocorre viremia e, eventualmente invasão na medula óssea, onde infecta

os glóbulos brancos desencadeando leucopenia severa e início dos sinais clínicos

(HAGIWARA & ELIAS, 2016; TUTEJA et al., 2022). Os protoparvovírus induzem necrose

seguida de proliferação no tecido linfoide, nas placas de Peyer, linfonodos, timo e baço

(HAGIWARA & ELIAS, 2016).

O receptor de transferrina (TfR) pertence à glicoproteína tipo II e é considerado o

principal receptor para CPPV-1, embora seja glicosilado de forma variável em diferentes

espécies, possuindo quatro glicosilações nos resíduos VP2 em 93, 299, 300 e 323 nos cães

(GOODMAN et al., 2010). O vírus entra na célula via endocitose e é posteriormente

trafegado para o endossomo inicial, causando a dissociação dos ligantes do receptor,

influenciado pelo baixo pH e posteriormente se movendo para o endossomo tardio e em

seguida no lisossomo, onde ocorre a liberação do domínio da enzima fosfolipase A2 (PLA2)

de VP1, destruindo a integridade da membrana lisossomal e liberando o vírus no citosol

(CALLAWAY et al., 2017).
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O vírus é transportado do citosol para o núcleo com o auxílio do sinal de localização

nuclear VP1 para replicação, mediado por microtúbulos e filamentos de actina. No núcleo, o

DNA fita simples (ssDNA, single-stranded DNA) é convertido em DNA dupla fita (dsDNA,

double-stranded DNA), transcrito em mRNA e traduzido para produzir proteínas virais. O

vírion maduro após a montagem do capsídeo é exportado do núcleo mediado por CRM1,

uma exportina-1 presente no vírus que se liga aos sinais de exportação nuclear ricos em

leucina e libera a progênie após a morte e lise celular, juntamente com NS2 (EICHWALD et

al., 2002; ENGELSMA et al., 2008; PARKER et al., 2000; TU et al., 2015).

Figura 6. Replicação do ciclo de CPPV-1. Ligação do vírus ao receptor de transferrina e

captação por endocitose mediada por clatrina. As etapas posteriores da via, incluindo a

classificação do sistema endossomal da célula e o tráfego dentro do citoplasma e no

núcleo, podem variar entre os vírus e ainda não estão completamente definidos. Fonte:

Adaptado por Tuteja et al., 2022.

.No intestino delgado, as criptas de Lieberkuhn são alvo da replicação e a porção

proximal do jejuno e região terminal do íleo apresentam lesões mais extensas, ocasionando
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um quadro de enterite devido ao encurtamento das vilosidades intestinais, levando a má

absorção e aumento da permeabilidade (DECARO & BUONAVOGLIA, 2012). O microbioma

intestinal atua na elevação da taxa de proliferação dos enterócitos, aumentando

consequentemente a replicação viral (DECARO & BUONAVOGLIA, 2012; FORD et al.,

2017; HAGIWARA & ELIAS, 2016).

O vírus pode se replicar no miocárdio no período de desenvolvimento fetal,

causando lesões manifestadas no primeiro ou segundo mês de vida, que podem causar

morte súbita ou quadro de insuficiência cardíaca fatal entre 6 e 8 meses de idade (PAES,

2016). No entanto, essa manifestação cardíaca é raramente observada, devido à imunidade

passiva fornecida pelos anticorpos maternos (FORD et al., 2017; PAES, 2016).

A panleucopenia viral felina, observada nos casos mais graves de infecção por FPV,

ocorre devido à destruição viral dos linfócitos, à depleção das linhagens de células

megacariocíticas, mieloides e eritroides da medula óssea e ao aumento do consumo dos

leucócitos circulantes decorrente da lesão tecidual (HAGIWARA & ELIAS, 2016).

No sistema nervoso central, o vírus ultrapassa a barreira hematoencefálica durante a

infecção uterina ou perinatal do feto, comprometendo significativamente o desenvolvimento

cerebelar, ocorrendo destruição das células da camada germinativa externa, que se

proliferam e se diferenciam ativamente em neurônios no nascimento e nas primeiras duas

semanas de vida (HAGIWARA & ELIAS, 2016). O desenvolvimento cortical do cerebelo é

comprometido, resultando em menor número de camadas de células e as células de

Purkinje pré-formadas também podem ser destruídas durante a infecção (HAGIWARA &

ELIAS, 2016). O cerebelo é menos suscetível ao vírus quando o filhote atinge nove

semanas de idade, em virtude da redução considerável da proliferação celular (HAGIWARA

& ELIAS, 2016).

Os principais sinais clínicos da infecção por CPV em cães são enterite hemorrágica,

anorexia, vômito, febre, depressão e leucopenia, com alta taxa de mortalidade em filhotes
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(DECARO & BUONAVOGLIA, 2012). Em felinos, os principais sinais clínicos são diarreia,

linfopenia e neutropenia, seguidos de trombocitopenia e anemia, imunossupressão

(transitória em gatos adultos), aborto e ataxia cerebelar em filhotes (TRUYEN et al., 2009).

Guepardos e tigres infectados pelo tipo CVP-2a/2b apresentaram diarreia crônica, enterite e

anorexia, sugerindo alto potencial patogênico dessas variantes virais em felídeos (STEINEL

et al., 2001).

3.2.5 Diagnóstico

Vários métodos estão atualmente disponíveis para o diagnóstico dos

protoparvovírus, incluindo testes rápidos, hemaglutinação, isolamento do vírus e métodos

moleculares (DECARO et al., 2005; DECARO et al., 2010; DESARIO et al., 2005; SCHMITZ

et al., 2009). Em espécies selvagens, testes sorológicos foram mais amplamente realizados,

permitindo encontrar indícios da circulação do CPPV-1 na população amostrada, porém a

técnica apresenta limitações, como reação cruzada com patógenos antigenicamente

relacionados, impossibilitando diferenciação entre FPV e CPV e resultados falso-negativos

no início da infecção (HARRISON et al., 2004; JORGE et al., 2010; MILLÁN &

RODRÍGUEZ, 2009; OSTROWSKI et al., 2003; RYSER-DEGIORGIS et al., 2005; STEINEL

et al., 2001). O teste de ELISA (Enzyme-Linked Immunosorbent Assay) direto é sensível e

específico, disponibilizado comercialmente na forma de kits, embora possa ocorrer

resultados falso-negativos devido ao período curto de excreção fecal (10-12 dias

pós-infecção) detectado pelo teste, associado à excreção intermitente de vírus nas fezes e

falso-positivos em animais recentemente vacinados com vacina atenuada (PAES, 2016).

Além disso, os testes são originalmente desenvolvidos para animais domésticos, portanto, a

interpretação quanto ao ponto de corte em espécies selvagens também pode gerar

resultados falso-positivos ou falso-negativos (JORGE et al., 2010; NAIDENKO et al., 2018).

Os métodos moleculares são necessários para determinar quais patógenos estão

presentes na população e sendo transmitidos entre os animais domésticos e os selvagens,
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fornecendo informações sobre características espaciais e temporais do contato entre

hospedeiros, caracterização das variantes virais e discriminação entre vírus vacinais e de

campo (DECARO et al., 2005a, DECARO et al., 2006a; DECARO et al., 2006b, DECARO et

al., 2006c; JORGE et al., 2010).

3.3.6 Epidemiologia e implicações à fauna selvagem

A circulação do CPPV-1 vêm sendo observada no Brasil por métodos indiretos em

diversas espécies de felídeos, como gato-do-mato-pequeno (Leopardus guttulus),

gato-do-mato-grande (L. geoffroyi), gato-palheiro (L. colocolo), gato-maracajá (L. wiedii),

jaguatirica (L. pardalis), onça parda (Puma concolor) e gato-mourisco cativos e de vida livre

(FILONI et al., 2006; FILONI et al. 2011; JORGE, 2008). Em canídeos brasileiros, também já

foi detectado de forma indireta em cachorro-do-mato (Cerdocyon thous), lobo-guará e

cachorro-vinagre (JORGE, 2008). A elevada ocorrência de anticorpos em amostras de

diversas espécies selvagens de diferentes regiões geográficas indicam uma exposição

disseminada ao CPPV-1 em animais cativos e de vida livre (FILONI et al., 2006; FILONI et

al., 2011).

Por detecção direta, através de PCR ou detecção do antígeno viral, o CPPV-1 já foi

pesquisado em gato-do-mato (L. guttulus [n=24]), gato-palheiro (L. colocolo [n=4]),

gato-maracajá (L. wiedii [n=7]), jaguatirica (L. pardalis, [n=3]), onça-parda (P. concolor [n=2])

e onça-pintada (Panthera onca [(n=8]) cativos, além de gato-palheiro (n=18), jaguatirica

(n=18) e gato-mourisco (n=2) de vida livre, não havendo detecção do patógeno (FURTADO

et al., 2017). No entanto, o CPPV-1 foi detectado em amostras de gato-mourisco (n=1/14)

de cativeiro, onça-parda (n=1/17) e onça-pintada (n=2/53) de vida livre (FURTADO et al.,

2017). O achado de quatro indivíduos (n=109) com o antígeno viral provavelmente está

relacionado à resistência do CPPV-1 no ambiente e a sua forma de transmissão (FILONI et

al., 2006; FURTADO et al., 2017).
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Embora o CPPV-1 esteja circulando em quase todas as populações de carnívoros

testadas, sob certas circunstâncias, ondas epidêmicas podem desencadear declínios em

populações selvagens não expostas como aconteceu, por exemplo, com lobos (Canis

lupus) na América do Norte (MECH et al., 2008). A infecção varia de subclínica, aguda a

letal, dependendo de uma série de fatores que envolvem a idade e imunidade do

hospedeiro e a variante do vírus (JORGE et al., 2010).

A capacidade do parvovírus de aumentar a mortalidade em filhotes é apontado como

o principal preocupante da infecção em carnívoros selvagens, devido à grande limitação de

monitorar ninhadas destas espécies que são muito susceptíveis à doença (JORGE et al.,

2010, PARRISH, 1995). Dessa forma, o impacto dos parvovírus carnívoros nos

ecossistemas selvagens é pouco compreendido (CALATAYUD et al., 2019). Tais

características salientam a relevância do protoparvovírus carnívoro em espécies selvagens

e a necessidade de investigar a ocorrência deste patógeno nas populações.
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CAPÍTULO 2 - Artigo

Transboundary and Emerging Diseases

Vírus da cinomose canina (CDV) e protoparvovírus carnívoro 1 (CPPV-1):

velhos conhecidos de carnívoros domésticos emergindo como ameaça

importante aos selvagens ameaçados de extinção

Resumo

As espécies selvagens são suscetíveis a diversos patógenos típicos de animais domésticos

e o contato cada vez mais próximo entre esses animais é um fator preditivo à exposição de

doenças. O vírus da cinomose canina (CDV) e o protoparvovírus carnívoro (CPPV-1) são

velhos e importantes conhecidos para os carnívoros domésticos e têm sido apontados como

ameaças aos carnívoros selvagens. Portanto, o objetivo do presente estudo foi investigar a

ocorrência de ambos patógenos em amostras biológicas de 22 espécimes da fauna

selvagem de vida livre representantes das famílias Aotidae, Canidae, Dasypodidae, Felidae,

Mephitidae, Mustelidae, Procyonidae e Tapiridae, vítimas de colisões veiculares no estado

do Mato Grosso do Sul, Brasil. O CPPV-1 foi detectado no baço de um cachorro-vinagre

(Speothos venaticus) e de um gato-mourisco (Puma yagouaroundi), enquanto que RNA de

CDV foi detectado no fígado de um P. yagouaroundi. Características das amostras

referentes aos indivíduos da espécie P. yagouaroundi, como pouco material biológico

disponível, autólise e/ou baixa carga viral na qPCR e RT-qPCR, inviabilizaram as reações

de sequenciamento, sendo possível obter sequência nucleotídica apenas de CPPV-1 do S.

venaticus. Por meio de análises filogenéticas realizadas com a sequência parcial do gene

que codifica a proteína VP2 de CPPV-1, o isolado obtido do S. venaticus foi classificado
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como CPV-2b, sugerindo a transmissão do patógeno pelo cão doméstico (Canis lupus

familiaris). A aproximação entre animais silvestres e domésticos favorece a transmissão de

patógenos, principalmente entre espécies evolutivamente próximas, como os membros da

família Canidae e Felidae. Os impactos causados por vírus patogênicos, como CPPV-1 e

CDV, incluem alta mortalidade e redução da rotatividade populacional, ameaças importantes

para espécies vulneráveis, como o P. yagouaroundi e S. venaticus. A identificação do DNA

e RNA viral de CPPV-1 e CDV em duas espécies selvagens ameaçadas de extinção e

pouco estudadas contribui para o conhecimento dos patógenos que estão circulando em

populações selvagens de vida livre. Ademais, as mutações observadas na sequência

nucleotídica obtida do CPPV-1 do S. venaticus estão relacionadas à mecanismos de evasão

imune e relação patógeno-hospedeiro, características importantes para evolução dos

protoparvovírus.

Palavras-chave: Conservação; Parvoviridae; Paramyxoviridae

1 Introdução

As doenças infecciosas representam uma ameaça importante à conservação de

mamíferos selvagens (IUCN, 2019). As interações entre animais filogeneticamente

relacionados podem favorecer a transmissão de patógenos que são mais propensos a

serem compartilhados entre hospedeiros evolutivamente próximos (Lafferty & Gerber,

2002). O vírus da cinomose canina (CDV, Canine distemper virus) e o protoparvovírus

carnívoro (CPPV-1, Carnivore protoparvovirus 1) são extremamente importantes para

animais domésticos pela capacidade de infecção e por sua virulência a uma gama de

hospedeiros, portanto importantes ameaças às espécies selvagens, resultando em alta

morbidade e mortalidade, diminuição de fecundidade devido à mortalidade precoce e

redução da rotatividade populacional, contribuindo para o declínio populacional a longo

prazo (Jones, 2000; Krumm et al., 2005; Mech & Goyal 1993; Mech et al. 2008; Namroodi et

al., 2016; Pedersen et al., 2007; Steinel et al. 2001).
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Neste contexto, considerando que animais doentes tornam-se mais suscetíveis à

colisões veiculares, espécimes atropelados podem fornecer material biológico para

identificação de patógenos de animais de vida livre e servir de sentinelas para detecção

precoce de patógenos relevantes à Saúde Pública, já que o tráfego rodoviário proporciona

uma maior proximidade entre espécies selvagens, animais domésticos e humanos (Jones,

2000; Krum et al., 2005, Schwartz et al., 2020).

Portanto, o objetivo do presente estudo foi investigar a ocorrência e realizar o

sequenciamento gênico de protoparvovírus carnívoro e vírus da cinomose canina em 22

amostras de 14 espécies de animais selvagens, representantes das famílias Aotidae,

Canidae, Dasypodidae, Felidae, Mephitidae, Mustelidae, Procyonidae, Tapiridae,

atropeladas no estado do Mato Grosso do Sul, Brasil.

2 Material e métodos

2.1 Declaração de ética

Os procedimentos e protocolos de manejo dos animais foram aprovados pelo

Instituto Chico Mendes de Conservação da Biodiversidade (SISBIO nº 53798-11).

2.2 Área de estudo e amostragem

As amostras deste estudo foram fornecidas pelo Instituto de Conservação de

Animais Silvestres (ICAS), provenientes de animais silvestres mortos atropelados em

rodovias do estado do Mato Grosso do Sul, Brasil. Amostras de baço, fígado, pulmão,

sistema nervoso central ou fezes de 22 representantes das espécies das famílias Aotidae

(Aotus nigriceps, Aotus azarae), Canidae (Chrysocyon brachyurus, Speothos venaticus,

Lycalopex vetulus), Dasypodidae (Dasypus novemcinctus, Euphractus sexcinctus), Felidae

(Puma yagouaroundi, Leopardus pardalis), Mephitidae (Conepatus semistriatus), Mustelidae

(Lontra longicaudis, Eira barbara), Procyonidae (Nasua nasua) e Tapiridae (Tapirus
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terrestris) foram coletadas assepticamente com material estéril e acondicionadas em

criotubos livres de nuclease.

Após a identificação das amostras, as mesmas foram armazenadas em cilindro de

nitrogênio e posteriormente encaminhadas ao Laboratório de Investigação Etiológica

Veterinária (LIvE Vet) da Faculdade de Medicina Veterinária da Universidade Federal de

Uberlândia (FAMEV-UFU) em caixa térmica com gelo seco. As amostras foram

armazenadas em ultra-freezer -80ºC até o processamento.

2.3 Processamento das amostras e extração de material genético

As amostras de órgãos foram maceradas, diluídas em uma suspensão com água

livre de nucleases, na proporção de 70% de órgão e 30% de água e posteriormente foram

submetidas a três ciclos de congelamento em nitrogênio líquido e aquecimento em

termobloco a 55ºC previamente à extração. As amostras de fezes foram processadas em

uma suspensão com água livre de nucleases e submetidas a três ciclos de refrigeração e

repouso em temperatura ambiente. Em seguida, as amostras de órgãos e fezes foram

clarificadas por centrifugação 12.000g por 16 minutos a 15 ºC e o sobrenadante foi coletado

e utilizado para a extração de DNA e RNA totais utilizando-se o Mini Kit PureLink™ Viral

RNA/DNA (Invitrogen™, Thermofisher), de acordo com o protocolo do fabricante.

2.4 Reações de PCR

A presença de inibidores de PCR nas amostras de DNA foi excluída pela

amplificação de um fragmento do gene GAPDH (gliceraldeído-3-fosfato desidrogenase)

[Birkenheuer et al., 2003] e nas amostras de RNA pela amplificação de um fragmento do

mRNA de β-actina (Wadhwa et al., 2017).

A reação de PCR em tempo real (qPCR) de CPPV-1 foi realizada utilizando a enzima

GoTaq® qPCR Master Mix (Promega Biotecnologia do Brasil LTDA), 400 nM de cada

primer, 2.5 µL de DNA e água livre de nucleases q.s.p. 25 µL. A reação de transcriptase



94

reversa seguida de PCR em tempo real (RT-qPCR) para detecção de CDV foi realizada

utilizando a enzima GoTaq® RT-qPCR Master Mix (Promega Biotecnologia do Brasil LTDA)

e RT Mix for 1-Step RT-qPCR (Promega Biotecnologia do Brasil LTDA). Como controle

negativo, foi utilizada água livre de nucleases e vacina comercial (Vanguard®, Zoetis) foram

utilizadas como controles positivos.

As reações de sequenciamento foram realizadas através de PCR convencional,

utilizando a enzima 1× GoTaq™ Green PCR Master Mix (Promega, USA), 400 nM de cada

primer (Anexo 1), 2.5 µL de DNA e água livre de nucleases q.s.p. 25 µL. Para reação de

sequenciamento de CPPV-1, foram utilizados primers visando amplificar a região do gene

que codifica a proteína VP2 (Touihri et al., 2008; Van Brussel et al., 2019). As amostras de

RNA foram convertidas para DNA complementar (cDNA) utilizando a enzima SuperScript™

III (ThermoFisher Scientific) de acordo com instruções do fabricante. Para reação de

sequenciamento de CDV, foi utilizado conjunto de primers visando amplificar a região do

gene que codifica a proteína hemaglutinina (H) [Budaszewski et al., 2014; Duque-Valencia

et al., 2019] e a região do gene que codifica a proteína N (Castilho et al., 2007).

2.5 Eletroforese em gel de agarose

Os produtos amplificados juntamente com um marcador de peso molecular (100pb

DNA ladder, ThermoFisher Scientific) foram dispostos em um gel de agarose 1,5% com

corante SYBR® Safe DNA Gel Stain (ThermoFisher Scientific) diluído a 1:10.000.

Posteriormente, foram submetidos à eletroforese em cuba horizontal com solução tampão

TBE, pH 8,0 (Tris-borato 0,045M: EDTA 0,001M). A banda observada foi comparada com o

marcador de peso molecular e foi considerada positiva por apresentar tamanho específico.

O gel foi visualizado sob luz ultravioleta e a imagem obtida foi documentada.

2.6 Sequenciamento Sanger

As bandas correspondentes às amostras positivas foram excisadas dos géis de

agarose e purificadas com PureLink™ PCR Purification Kit (ThermoFisher Scientific) ou
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ExoProStar (Cytiva™ Life Sciences), de acordo com as instruções do fabricante. Após a

quantificação do amplicon purificado em espectrofotômetro, o produto purificado foi

submetido à eletroforese em cuba horizontal para confirmação de banda única e específica.

Posteriormente, as amostras foram enviadas ao Laboratório de Biologia Molecular Aplicada

e Sorologia (LABMAS) do Departamento de Medicina Veterinária Preventiva e Saúde

Animal da Faculdade de Medicina Veterinária e Zootecnia (FMVZ) da Universidade de São

Paulo (USP).

A reação de sequenciação de DNA foi realizada bidirecionalmente em um

sequenciador capilar (Genetic Analyzer 3500, Applied Biosystems) com um kit comercial

(BigDye™ Terminator v3.1 Cycle Sequencing Kit, ThermoFisher Scientific) de acordo com

as instruções do fabricante.

2.7 Edição das sequências obtidas por sequenciamento de Sanger

Cromotagramas foram gerados a partir de cada uma das sequências em duplicata e

avaliados quanto à qualidade das bases sequenciadas no aplicativo online Phred, apenas

os fragmentos com pontuação maior que 20 (probabilidade de um erro em 100

nucleotídeos). Os cromatogramas foram analisados e editados manualmente com o

programa FinchTV v. 1.4 para observar e corrigir possíveis interpretações errôneas e

discrepâncias entre cada uma das fitas sequenciadas. As sequências finais de cada

amostra foram obtidas com o aplicativo Cap-contig do programa computacional BioEdit v.

7.2.5 (Hall, 1999).

2.8 Análise filogenética

A busca de homologia entre as sequências deste estudo com outras sequências

depositadas no GenBank foi realizada por meio do programa Blast 2.13.0. Os alinhamentos

de nucleotídeos e aminoácidos do gene que codifica a proteína VP2 foram realizados

usando o aplicativo Clustal W do programa BioEdit v. 7.2.5 A árvore filogenética foi
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construída usando o programa computacional MEGA v. 11.0.10 (Tamura et al., 2021). O

conjunto de sequências de nucleotídeos alinhadas foi submetido ao Find Best-Fit

Substitution Model (ML) no MEGA v. 11.0.10 para determinar o melhor modelo evolutivo. A

árvore gerada a partir da sequência de nucleotídeos foi construída pelo método

Neighbour-Joining por meio do modelo Tamura 3 (Tamura, 1992) usando uma distribuição

Gamma discreta (+G) e utilizando os valores de bootstrap de 1.000 repetições, cujos

valores maiores ou iguais a 50 foram apresentados próximos aos nós.

2.9  Análise de substituição de aminoácidos

A sequência de nucleotídeos da região do gene que codifica a proteína VP2 de

CPPV-1 obtida foi traduzida em sequências de aminoácidos usando o programa BioEdit v.

7.2.5. O alinhamento de aminoácido foi gerado com o programa Clustal W e as principais

substituições foram visualmente inspecionadas e comparadas com variantes de referências

obtidas no Genbank.

3 Resultados

A localização espacial dos grupos taxonômicos do presente estudo que possuíam

coordenadas estão representadas na Figura 1. Duas amostras (n=22; 9,1%) referentes a

um gato-mourisco (P. yagouaroundi) [NEC 104] e um cachorro-vinagre (S. venaticus) [NEC

105] foram positivas na qPCR para CPPV-1, com ciclo de quantificação (Cq) de 18 e 10,

respectivamente. Um (n=22, 4,5%) gato-mourisco (Puma yagouaroundi) [NEC 79] foi

positivo na RT-qPCR para CDV, com valor Cq de 40 (Tab. 1).
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Figura 1 - Geolocalização de mamíferos silvestres de vida livre atropelados em rodovias do

estado de Mato Grosso do Sul, Brasil, durante os anos de 2017 a 2021. Os quadrados

destacam a localização espacial das espécies gato-mourisco (Puma yagouaroundi) e

cachorro-vinagre (Speothos venaticus) positivos para o vírus da cinomose canina e

protoparvovírus carnívoro 1.
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Tabela 1 - Relação das espécies de mamíferos amostradas no presente estudo quanto a data de coleta, município, sexo, faixa etária

ID Data de coleta Município Espécie Sexo Idade Tipo de amostra PCR

NEC 20 18/05/2017 Andradina -MS Tatu-galinha (Dasypus novemcinctus) F Adulto Baço -

NEC 23 26/05/2017 Terrenos - MS Tatu-peba (Euphractus sexcinctus) F Adulto Baço -

NEC 76 30/05/2018 Anastácio - MS Jaritataca (Conepatus semistriatus) F Adulto Baço -

NEC 79 15/06/2018 Rio Negro - MS Gato-mourisco (Puma yagouaroundi) M Adulto Fígado CDV +

NEC 98 06/03/2019 Campo Grande - MS Lobo-guará (Chrysocyon brachyurus) M Jovem Baço -

NEC 104 05/08/2019 Miranda - MS Gato-mourisco (Puma yagouaroundi) M Adulto Baço CPPV-1 +

NEC 105 10/08/2019 Aquidauana - MS Cachorro-vinagre (Speothos venaticus) M Adulto Baço CPPV-1 +

NEC 106 06/09/2019 Campo Grande - MS Raposa-do-campo (Lycalopex vetulus) - Jovem Fígado -

NEC 112 07/12/2019 Anastácio - MS Quati (Nasua nasua) F Jovem Baço -

NEC 114 18/12/2019 Corumbá - MS Lontra (Lontra longicaudis) F Adulto Baço -

NEC 119 12/03/2020 Corumbá - MS Lontra (Lontra longicaudis) F Adulto Baço -

NEC 120 10/09/2020 Campo Grande - MS Irara (Eira barbara) F Adulto Baço -

NEC 123 18/01/2021 Terrenos - MS Anta (Tapirus terrestris) M Filhote Baço -

NEC 125 12/04/2021 Aquidauana - MS Jaguatirica (Leopardus pardalis) M Adulto Baço -

NEC 126 25/05/2021 Albuquerque - MS Macaco-da-noite (Aotus nigriceps) - Adulto Baço -

NEC 127 30/05/2021 Miranda - MS Gato-mourisco (Puma yagouaroundi) M Adulto Baço -

NEC 129 29/06/2021 Corumbá - MS Lontra (Lontra longicaudis) F Adulto Sistema nervoso central -

NEC 129 29/06/2021 Corumbá - MS Lontra (Lontra longicaudis) F Adulto Pulmão -

NEC 129 29/06/2021 Corumbá - MS Lontra (Lontra longicaudis) F Adulto Baço -

NEC 129 29/06/2021 Corumbá - MS Lontra (Lontra longicaudis) F Adulto Fezes -

NEC 133 09/08/2021 Aquidauana - MS Jaguatirica (Leopardus pardalis) M Adulto Fezes -

NEC 137 14/09/2021 Corumbá - MS Macaco-da-noite (Aotus azarae) F Adulto Baço -

Legenda: ID: identificação;  MS: Mato Grosso do Sul; F: fêmea; M: macho; -: negativo
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Uma amostra de baço de tamanduá-bandeira (Myrmecophaga tridactyla) foi excluída

do estudo por não amplificar no controle endógeno GAPDH mamífero. Duas amostras de

baço de macaco-da-noite (Aotus nigriceps) e P. yagouaroundi apresentaram banda fraca no

mesmo ensaio, apesar disto, estas amostras foram incluídas no estudo.

Devido à quantidade insuficiente de amostra do P. yagouaroundi (NEC 104), foi

possível realizar o sequenciamento de CPPV-1 apenas da amostra do S. venaticus (NEC

105). Na RT-qPCR de CDV do P. yagouaroundi (NEC 79), além do Cq alto (40 ciclos), foi

possível observar baixa fluorescência (0,89 dF/dT) possivelmente devido baixa quantidade

de RNA viral presente decorrente do tipo de amostragem, autólise dos fragmentos

coletados e degradação do RNA após o óbito, inviabilizando as tentativas de amplificação

dessa amostra nas reações de sequenciamento de CDV. As amostras do P. yagouaroundi

(NEC 79 e NEC 104) apresentaram severos e moderados graus de autólise,

respectivamente, enquanto a amostra do S. venaticus (NEC 105) apresentou leve grau de

autólise.

A sequência nucleotídica (1.548 nts) de CPPV-1 obtida do S. venaticus (NEC 105)

apresentou 99.80% de identidade com um isolado de CPV-2b de cães domésticos

(MK344465.1), 99.74% com dois isolados de CPV-2b de cães domésticos (MF177258.1 e

MF177256.1) e 99.55% com um isolado de CPV-2a isolado de cão doméstico (MF177241.1)

(Fig. 2).

https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/MK344465.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=12&RID=A6YZHRYY016
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/MF177241.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=3&RID=A9V0F20P013
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Figura 2. Árvore filogenética baseada em 26 sequências nucleotídicas parciais do gene

que codifica a proteína VP2 de CPPV-1 (1.364 nts), construída com o método de

Neighbor-Joining (Saitou & Nei, 1987) através do modelo Tamura 3 (Tamura, 1992) no

software MEGA v. 11.0.10 (Tamura et al., 2021). Os números próximos a cada nó

representam os valores de 1.000 repetições de "bootstrap" (Felsenstein, 1985), sendo

demonstrados apenas aqueles superiores a 50%. A escala representa o número de

substituições por sítio. As amostras estão identificadas com o número de acesso GenBank,

variante viral e espécie hospedeira.

A sequência de CPPV-1 obtida no presente estudo foi classificada como variante

CPV-2b segundo análise dos resíduos 87, 93, 101, 267, 297, 300, 305, 324, 426 e 440

(Tab.2).
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Tabela 2. Diferenças nos resíduos de aminoácidos na proteína do capsídeo VP2 do protoparvovírus carnívoro (CPPV-1) utilizada para

caracterização de identificação de variantes virais. As células coloridas da tabela representam a identidade de aminoácidos com o isolado de

CPPV-1 do cachorro-vinagre (Speothos venaticus) obtido no presente estudo.

Resíduos de aminoácidos

Variante/Número do Genbank/Hospedeiro 87 93 101 267 297 300 305 324 375 426 440

FPV (M38246.1)  Gato doméstico (Felis catus) M K I F S A D Y D N T

MEV (KY094119.1) Visão americano (Neovison vison) M K T F S V D Y D N R

RPV (M24005.1) Guaxinim (Procyon lotor) M K T F S A D Y D N T

CPV-2 (M38245.1) Cão doméstico (Canis lupus familiaris) M N I F S A D Y N N T

CPV-2a (MT981029.1) Cão doméstico (Canis lupus familiaris) L N T F A G Y L D N T

New CPV-2a (AB054215/GQ169539) Gato doméstico (Felis catus) L T F/Y A G Y Y/I D N T/A

CPV-2b (MT981028.1) Cão doméstico (Canis lupus familiaris) L N T F A G Y Y D D T

New CPV-2b (GU569937, AY869724.1) Cão doméstico (Canis lupus familiaris) L T F/Y A G Y Y N/D D T

CPV-2c (MF177250.1) Cão doméstico (Canis lupus familiaris) L N T F A G Y Y D E T

Cachorro-vinagre (Speothos venaticus) L N T F N G Y L D N T

CPV-2a (MF177241.1) Cão doméstico (Canis lupus familiaris) L N T F N G Y Y D N T

CPV-2b (MK344465.1) Cão doméstico (Canis lupus familiaris) L N T F N G Y L D D T

CPV-like (KJ813892.1) Coiote (Canis latrans) L N T F A G Y Y D D T

CPV-like (KJ813881.1) Lobo cinzento (Canis lupus) L N T F A G Y Y D D T

CPV-like (KJ813890.1) Raposa vermelha (Vulpes vulpes) L N T F A D D Y D N T

FPV (KJ813869.1) Onça-parda (Puma concolor) L N T F A G Y Y D E T

FPV (AJ249557.1) Guepardo (Acinonyx jubatus) M K T F S A D Y D N T

FPV (OM810196.1) Tigre (Panthera tigris) M K T F S A D Y D N T

FPV (KP019620.1) Civeta indiana pequena (Viverricula indica) M N T F S A D Y D N T

FPV (MN862749.1) Lontra canadense (Lontra canadensis) M K T F S A D Y D N T

CPV-like (KJ813836.1) Marta pescadora (Martes pennanti) L N T F S D D Y D N T

New CPV-2b (JX411926.1)  Fuinha (Martes foina) L N T F A G Y Y D D T

RPV (KM083041.1)  Cão guaxinim (Nyctereutes procyonoides) M N I F S A D Y D N T

Legenda: A alanina, C cisteína, D ácido aspartico/aspartato, E ácido glutâmico/glutamato, F fenilalanina, G glicina, H histidina, I isoleucina, K lisina, L leucina, M metionina, N

asparagina, P prolina, Q glutamina, R arginina, S serina, T treonina, V valina, W triptofano, Y tirosina
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4 Discussão

Os resultados do presente estudo demonstram a detecção do material genético do

vírus da cinomose (CDV) e protoparvovírus carnívoro (CPPV-1), em gato-mourisco (Puma

yagouarondii) e cachorro-vinagre (Speothos venaticus), tratando-se da primeira detecção

desses vírus em ambas espécies em vida livre.

A detecção de CPPV-1 por PCR, em P. yagouaroundi de cativeiro, já foi

documentada no Brasil (Furtado et al., 2017), embora não haja registros recentes de

detecção molecular deste patógeno em S. venaticus. Ainda no Brasil, o DNA do CPPV-1 foi

identificado em cachorro-do-mato (Cerdocyon thous), filhote, com sinais clínicos

gastroentéricos e neurológicos, seguido de óbito (Spera et al., 2021) e em amostras de

fezes (n= 8/21) de quati (Nasua nasua) de vida livre assintomáticos (Spera et al., 2020). Na

América do Sul, a infecção por CPPV-1, confirmada através de métodos moleculares, em N.

nasua foi responsável por causar sinais clínicos entéricos, como diarreia hemorrágica e

anorexia, seguido de óbito (Bucafusco et al., 2019). Em lontra (Lontra longicaudis) de vida

livre, com sinais clínicos gastroentéricos e cutâneos (lesões crostosas nas almofadas

palmares dos membros anteriores e posteriores), seguido de óbito, o antígeno de CPPV-1

foi detectado na medula óssea e enterócitos das criptas intestinais (Echenique et al., 2018).

O RNA viral de CDV não havia sido identificado anteriormente nas espécies

silvestres de vida livre amostradas no presente estudo no Brasil, embora já tenha sido

detectado em raposinha-do-campo (Lycalopex vetulus) atropelada na mesma área de

estudo, com apresentação clínica neurológica, gastroentérica e respiratória, semelhante aos

sinais observados em cães infectados (Megid et al., 2009; 2010) e em lobo-guará

(Chrysocyon brachyurus) com sinais clínicos gastroentéricos e respiratórios (Souza et al.,

2022). Na América do Sul, o CDV já foi detectado em amostras fecais de P. yagourondi

(n=1/5) e jaguatirica (Leopardus pardalis) (n=3/71), ambos de vida livre (Avendaño et al.,

2016). Ainda, o antígeno de CDV já foi identificado em vesícula urinária de P. yagouaroundi



103

(n=1/1) de cativeiro através de imunohistoquímica e em pulmões, estômago, rins, fígado e

pele de Lontra longicaudis (n=6/6) de vida livre (Michelazzo et al., 2021; Viana et al., 2020),

demonstrando a suscetibilidade de canídeos, felídeos e mustelídeos silvestres à infecção

pelo agente.

Algumas espécies amostradas não possuem estudos de pesquisa de patógenos,

demonstrando a dificuldade em estudar indivíduos e populações em vida livre. O

tatu-galinha (Dasypus novemcinctus), tatu-peba (Euphractus sexcinctus), Conepatus

semistriatus, irara (Eira barbara) e macaco-da-noite (Aotus nigriceps; Aotus azarae) não

foram alvos de estudos quanto aos patógenos pesquisados previamente, através de

métodos diretos de diagnóstico. Além disso, espécies ameaçadas são extremamente

difíceis de localizar e estudar em vida livre, dificultando o desenvolvimento de estratégias

abrangentes e específicas de conservação (Lima et al., 2012).

Os métodos sorológicos demonstraram a exposição prévia das espécies P.

yagouaroundi, S. venaticus, L. pardalis, C. brachyurus, L. vetulus, jaritataca (Conepatus

semistriatus), anta (Tapirus terrestris) e onça-pintada (Panthera onca) ao CPPV-1 e CDV na

mesma região do Brasil, demonstrando a circulação destes vírus na área de estudo da

população amostrada (Furtado et al., 2013; Furtado et al., 2016; Medici et al., 2014; Taques

et al., 2018). Foi demonstrado também a exposição ao vírus da cinomose canina em cães

domésticos em propriedades rurais nos biomas Cerrado, Amazônia e Pantanal do Brasil.

Além das espécies selvagens, cães domésticos de propriedades rurais do Pantanal (85,7%)

apresentaram exposição prévia ao CDV, evidenciando a ampla distribuição do vírus em

cães domésticos na região estudada, adquirida pela exposição natural ao agente ou através

da vacinação (Furtado et al., 2013). Mesmo estudos sorológicos, que são mais abundantes

em literatura, possuem limitação do tamanho amostral, do conhecimento epidemiológico

dos patógenos e de qual variante circula na população estudada, sendo necessário o

estudo molecular e filogenético.
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Os principais impactos populacionais em espécies selvagens de CPPV-1 e CDV são

alta mortalidade, diminuição da fecundidade devido à mortalidade precoce de indivíduos

jovens e redução da rotatividade populacional (Alexander e Appel 1994; Damien et al. 2002;

Deem e Emmons 2005; Laurenson et al. 1998; Martino et al. 2004; Mech e Goyal 1993;

Mech et al. 2008; Steinel et al. 2001; Timm et al. 2009; Van de Bildt et al. 2002), ameaças

importantes à populações de espécies já ameaçadas, como o cachorro-vinagre (S.

venaticus) e gato-mourisco (P. yagouaroundi). Canídeos selvagens infectados por CPPV-1

apresentaram altas taxas de mortalidade, em diferentes regiões geográficas (Johnson et al.

1994; Martinello et al. 1997; Laurenson et al. 1998; Arjo et al. 2003; Martino et al. 2004;

Deem e Emmons 2005).

Ambas as espécies são classificadas em diferentes graus de ameaça pela Lista

Vermelha de Espécies Ameaçadas da União Internacional para a Conservação da Natureza

(IUCN) e o Instituto Chico Mendes de Conservação da Biodiversidade (ICMBio) do

Ministério do Meio Ambiente (MMA). O gato-mourisco, apesar de considerado como de

menor preocupação (LC, least concern) pela IUCN (Caso et al., 2015) é classificado como

vulnerável (VU, vulnerable) pelo ICMBio-MMA (Brasil, 2022). O cachorro-vinagre, embora

considerado como quase ameaçado (NT, near threatened) pela IUCN (DeMatteo et al.,

2011), é classificado pelo ICMBio-MMA como vulnerável (VU) na Amazônia e no Pantanal,

em perigo (EN, endangered) no Cerrado e criticamente em perigo (CR, critically

endangered) na Mata Atlântica (Jorge et al., 2013).

A proximidade filogenética entre os carnívoros selvagens e domésticos, além de

características ecológicas em comum, incluindo comportamento de forrageamento, contatos

sociais próximos, comunicação olfativa com possíveis materiais infecciosos como urina e

fezes, os tornam particularmente suscetíveis a doenças infecciosas que acometem as

famílias Canidae e Felidae (Woodroffe et al. 2004). Os carnívoros domésticos são

considerados os reservatórios primários de CPPV-1 e CDV (Craft et al., 2008; Woodroffe et

al., 2012), no entanto, hospedeiros selvagens da ordem Carnivora também foram
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identificados como reservatórios de vida livre e responsáveis pela manutenção do patógeno

no ambiente, através da interação de múltiplas populações (Cotmore et al., 2013; Prager et

al., 2012; Steinel et al., 2001).

A ocorrência de carnívoros selvagens e domésticos na mesma área pode aumentar

o risco de transmissão de patógenos (Chen et al., 2019). Portanto, altas taxas de contato de

carnívoros domésticos e selvagens podem causar propagação e perpetuação de agentes

patogênicos em vida livre (Megid et al. 2009, 2010), embora espécies selvagens também

sejam responsáveis pela manutenção viral em vida livre (Millán & Rodríguez, 2009; Roelke

et al., 2008), aumentando o risco de transmissão de patógenos entre as espécies que

possuem a mesma área de ocorrência (Ostrowski et al., 2003), como os dois

gatos-mourisco (P. yagouaroundi) e o cachorro-vinagre (S. venaticus) do presente estudo,

que foram encontrados em regiões próximas, sugerindo o possível compartilhamento de

patógenos entre indivíduos que circulam nas mesmas áreas.

Características sociais apresentadas por algumas espécies selvagens, como o S.

venaticus, que vivem em grupos sociais de até 12 indivíduos que realizam atividades

cooperativamente (Defler, 1986; Strahl et al., 1992), aumentam o risco de transmissão de

patógenos, haja visto que apenas um indivíduo infectado pode transmitir o patógeno para o

grupo e dizimá-lo.

O P. yagouaroundi positivo para CDV foi atropelado em zona rural, aproximadamente

8,5 Km da rodovia MS-355 em um pequeno fragmento de vegetação nativa rodeado por

áreas extensas de pasto. O P. yagouaroundi positivo para CPPV-1 foi atropelado na rodovia

MS-262, em áreas extremamente antropizadas, próximo a postos e áreas extensas de

pasto. O S. venaticus positivo para CPPV-1 também foi atropelado na rodovia MS-262,

próximo a uma região fragmentada de mata nativa e áreas de pasto.

Sabe-se que a fragmentação e destruição de habitat são ameaças importantes para

conservação de espécies selvagens, portanto, ambientes antropizados sejam eles rurais ou
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urbanos podem favorecer a presença de animais domésticos, outra ameaça apontada para

os grupos selvagens, em decorrência de competição, predação ou transmissão de

patógenos, que podem resultar em declínio populacional de muitas espécies, principalmente

carnívoras (Lessa et al., 2016). No entanto, mesmo em áreas preservadas, os animais

selvagens estão sujeitos à ameaça por cães domésticos. Estudos em áreas protegidas

avaliaram a presença de cães domésticos (Canis lupus familiaris) em 31 parques nacionais

no Brasil e listaram a ocorrência de 37 espécies de animais selvagens afetadas pela

presença dos cães (Lessa et al., 2016). A presença de moradores humanos e caçadores

em áreas protegidas foram os fatores mais citados como facilitadores da ocorrência de cães

(Lessa et al., 2016).

Algumas características dos vírus contribuem para transmissão e manutenção viral,

como a resistência ambiental de CPPV-1, que permite a transmissão indireta através do

contato com fezes de animais infectados, não sendo necessário contato direto (Steinel et al.

2001). No entanto, para patógenos como CDV, o contato direto é uma importante forma de

transmissão, que pode ocorrer através de aerossóis de secreções (Deem et al. 2000).

Sabe-se também que o atropelamento é uma ameaça importante para espécies

silvestres, resultando em altas taxas de mortalidade, comprometendo a viabilidade e

persistência populacional a longo prazo, principalmente de espécies ameaçadas

(Ceia-Hasse et al., 2018; Desbiez et al., 2020). Considerando que o número de animais

silvestres vítimas de colisões veiculares parece estar aumentando nas estradas

pesquisadas (Ascensão et al., 2021), provavelmente refletindo o aumento do tráfego

rodoviário no Mato Grosso do Sul (DNIT, 2020), região do presente estudo, a utilização de

material biológico proveniente de indivíduos atropelados possibilita a aquisição de amostras

de uma grande variedade de espécies de forma passiva, incluindo as ameaçadas e pouco

estudadas, haja visto a dificuldade de captura e coleta de materiais biológicos de indivíduos

em vida livre para detecção de patógenos e vigilância epidemiológica.
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No entanto, a condição variável das carcaças pode ser uma desvantagem deste

método de amostragem, condições como exposição ao calor e o tempo entre o óbito e a

coleta, podem influenciar na PCR e gerar resultados falso-negativos (Szekeres et al., 2018).

Para excluir a ocorrência de inibidores da reação de PCR, as amostras do presente estudo

foram submetidas a testes de controle interno de genes constitutivos. Apesar disso, apenas

uma amostra de baço de tamanduá-bandeira (M. tridactyla) foi excluída do estudo e duas

amostras de macaco-da-noite (A. nigriceps) e gato mourisco (P. yagouaroundi)

apresentaram bandas fracas, o que possivelmente está relacionado com uma degradação

parcial do material genético. Mesmo algumas amostras que apresentaram autólise,

incluindo as amostras positivas para CPPV-1 e CDV, foram positivas no controle endógeno.

As amostras utilizadas para diagnóstico dos patógenos incluíram baço, fígado, fezes,

sistema nervoso central ou pulmão. O DNA de CPPV-1 foi detectado no baço do S.

venaticus e P. yagouaroundi, enquanto que o RNA de CDV foi detectado no fígado de P.

yagouaroundi. Estudos corroboram o uso de amostras de baço e fígado de carcaças de

animais atropelados para detecção de protoparvovírus carnívoro e vírus da cinomose

canina, por apresentarem altos títulos de ácidos nucleicos (Decaro et al., 2007; Rosa et al.,

2020). Enquanto que a excreção fecal intermitente de vírus pode dificultar a detecção do

material genético de CPPV-1 postmortem utilizando amostras de fezes (Decaro et al., 2005).

Diversos fatores podem interferir na preservação tecidual e molecular das amostras

testadas para vírus RNA, incluindo o tempo entre o óbito, a coleta e processamento e

temperatura ambiental em que o animal permaneceu exposto, o que limita o uso do sistema

nervoso central (SNC) para diagnóstico viral devido ao seu rápido desenvolvimento de

autólise (Ferrer et al., 2008). Portanto, a utilização do SNC de animais vitimizados por

colisões veiculares pode comprometer o diagnóstico virológico de agentes que possuem

tropismo por este tecido, como o vírus da raiva (RABV), devido às variáveis citadas

anteriormente, apesar disto, o SNC de alguns animais deste estudo foi encaminhado para

um laboratório oficial de diagnóstico de RABV, no entanto, nenhuma amostra foi positiva.
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A amostra de fígado do P. yagouaroundi (NEC79) positiva na RT-qPCR de CDV

mostrava indícios de autólise. Na RT-qPCR, a baixa fluorescência (0,89 dF/dT) e um Cq alto

(40 ciclos) refletem a baixa quantidade de RNA viral detectado, que pode ser explicada pela

autólise da amostra, fragilidade do vírion e variáveis mencionadas anteriormente como

tempo entre o óbito e a coleta das amostras biológicas, que influenciam diretamente a

integridade do RNA alvo (Koppelkamm et al., 2011). No entanto, foi possível a detecção do

RNA viral através da técnica RT-qPCR que possui maior sensibilidade e possibilita detectar

quantidades mínimas de material genético presente na amostra (Fleige & Pfaffl, 2006; Weis

et al., 2007), demonstrando que mesmo tecidos com baixa carga viral podem ser utilizados

para detecção de patógenos através de técnicas moleculares mais sensíveis, desde que

passem obrigatoriamente por testes de controle endógeno.

Em contrapartida, amostras com baixas cargas virais inviabilizam as reações de

sequenciamento (Fleige & Pfaffl, 2006; Weis et al., 2007). Já foi demonstrado em outros

estudos que o sequenciamento de amostras com baixas cargas virais e altos valores de Cq

(>33) é desafiador, independente da metodologia utilizada (Doddapaneni et al., 2020; Gohl

et al., 2020; Paden et al., 2020; Pillay et al., 2020), podendo resultar em falhas de

amplificação com uma porção substancial de bases ausentes (Lam et al., 2021), o que pode

justificar a impossibilidade de obtenção de sequências referentes aos genes H e N de CDV,

apesar de diferentes tentativas com combinações de técnicas de RT-PCR e diferentes

conjuntos de primers.

As análises filogenéticas do CPPV-1 isolado do cachorro-vinagre o agrupam com um

isolado CPV-2b (MK344465.1) obtido de cão-doméstico (Canis lupus familiaris) no sul do

Brasil (Oliveira et al., 2019), formando um clado distinto da variante CPV-2b original

(M74852.1). O CPV-2b já foi detectado no Brasil em outro canídeo, cachorro-do-mato

(Cerdocyon thous), filhote, que apresentou sinais clínicos gastroentéricos e neurológicos,

seguido de óbito (Spera et al., 2021). A sequência nucleotídica obtida do CPPV-1 do C.

thous apresentou alta identidade com isolado obtido de cão doméstico (Spera et al., 2021).
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A sequência da proteína VP2 obtida no presente estudo compartilhou um alto grau

de identidade de aminoácidos com as variantes de referência, especialmente nos

marcadores moleculares correspondentes aos resíduos de aminoácidos (aa) 87, 93, 101,

267, 300, 305 e 440. Diferenças foram observadas nos marcadores moleculares 297,

caracterizados por uma asparagina (N) no isolado do cachorro-vinagre ao invés de serina

(A) apresentada nas variantes de referência (Ser297Asn). Essa mutação também foi

observada em isolados classificados como CPV-2b obtidos de cães no sul do Brasil

(Oliveira et al., 2019). Estudos demonstraram que essa mutação é uma assinatura

particular de aminoácidos de muitos isolados sul-americanos da Argentina, Brasil e Uruguai

que constituem um clado que evoluiu exclusivamente na América do Sul (Grecco et al.,

2018). A mutação no resíduo 297 desempenha um papel fundamental nas interações

patógeno-hospedeiro, especialmente nos mecanismos de evasão da resposta imune

(Pereira et al., 2007).

Os isolados sul-americanos também possuem tirosina (Y) original no marcador

molecular correspondente ao resíduo aa 324 (Grecco et al., 2018), assim como as variantes

de referência. No entanto, a sequência do presente estudo apresentou uma leucina (L) ao

invés de tirosina (Tyr324Leu). Essa mutação também foi observada nos mesmos isolados

classificados como CPV-2b obtidos de cães no sul do Brasil (Oliveira et al., 2019). Essas

alterações estão localizadas em uma região próxima ao sítio de ligação do receptor de

transferrina canina (TfR) (Hueffer et al., 2003) e o principal sítio antigênico do CPPV-1 (Tsao

et al., 1991). Além disso, o resíduo aa 324 está sob pressão seletiva positiva e, sendo

adjacente ao resíduo aa 323, pode influenciar a interação do vírion com o receptor de

transferrina (Hueffer et al., 2003) e, portanto, também pode influenciar a gama de

hospedeiros do vírus (Mittal et al., 2014).

O resíduo aa 426 foi definido como o principal local de mutação para a evolução do

CPV-2, onde diferenças antigênicas são observadas entre as variantes CPV-2a, CPV-2b e

CPV-2c (Miranda & Thompson, 2016; Zhou et al., 2017). A variante CPV-2 e CPV-2a possui
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asparagina (N), o CPV-2b aspartato (D) e o CPV-2c glutamato (E) no resíduo aa 426

(Decaro & Buonavoglia, 2012). A sequência do presente estudo apresentou uma asparagina

(N) ao invés de aspartato (D), o que poderia classificá-la como CPV-2a, diferente do CPV-2b

isolado de um cachorro-do-mato (C. thous) que apresentou aspartato neste resíduo (Spera

et al., 2021). No entanto, a análise dos demais resíduos de aa suportam a classificação do

isolado obtido como CPV-2b, confirmado na análise filogenética, onde o isolado do S.

venaticus formou um clado com uma variante de CPV-2b obtida de cães no sul do Brasil

(Oliveira et al., 2018).

Não foi possível avaliar o último marcador molecular, correspondente ao resíduo de

aa 555 devido à falha na amplificação do conjunto de primers 555For/Rev (Buonavoglia et

al., 2001). Incompatibilidade em sequências no sítio de hibridização do primer 555Rev, que

está localizado após o códon de parada da sequência codificadora de VP2, foi observado

em sequências asiáticas, o que pode justificar a falha na amplificação com este conjunto de

primers (Galvis et al., 2022). Mesmo projetando um novo conjunto de primers, desenhados

a partir da sequência parcial obtida do S. venaticus e de outras espécies silvestres, não foi

possível amplificar a região correspondente ao último marcador molecular, possivelmente

por variação de bases na sequência de DNA nos sítios de hibridização dos primers, levando

à falha de amplificação da reação de PCR (Li et al., 2020). Portanto, divergências na

sequência obtida no presente estudo poderia explicar a falha na amplificação mesmo

utilizando um primer desenhado com base no genoma de variantes isoladas de espécies

selvagens.

No entanto, a alta similaridade com sequências conhecidas exclui a possibilidade de

se tratar de uma sub variante nova e a ausência do último marcador molecular não

compromete a classificação das variantes já conhecidas. Mutações de reversão no resíduo

de aa I555V foram observadas durante a evolução de CPV-2a, com uma isoleucina (I) ao

invés da valina (V) original, porém apenas os primeiros isolados apresentaram essa

mutação, demonstrando que o resíduo aa 555 não é um sítio de mutação universal do
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CPV-2a, já que outros isolados da variante não apresentam uma reversão do I555V, mas

mantém a valina original (Decaro & Buonavoglia, 2012; Martella et al., 2006; Parrish et al.,

1985 apud Zhou et al., 2017).

Além dos marcadores moleculares conhecidos, a sequência obtida do CPPV-1 do

cachorro-vinagre apresentou uma mutação no resíduo aa T228A, com uma treonina (T) no

lugar da alanina (A), porém as implicações desta substituição ainda não foram

determinadas. Portanto, as mutações observadas na sequência nucleotídica do S. venaticus

estão relacionadas à mecanismos de evasão imune, pressão seletiva e relação

patógeno-hospedeiro.

Embora os vírus aqui estudados sejam velhos e importantes conhecidos de animais

domésticos, como CDV e CPPV-1, características que incluem capacidade de infectar uma

ampla gama de animais, que habitam diversos ecossistemas, ampliação do espectro de

hospedeiros conhecidos, alta capacidade de mutação (CDV) e surgimento de novas

variantes genéticas lançam alerta para necessidade de vigilância constante (De Vries et al.,

2017; Buonavoglia et al., 2001; Parrish et al., 1991; Parrish & Kawaoka, 2005),

principalmente em populações selvagens, onde o impacto ainda é amplamente

desconhecido, particularmente em mamíferos ameaçados de vida livre, que são pouco

estudados, como no caso das espécies P. yagouaroundi e S. venaticus.

Portanto, estudos que pesquisem patógenos virais em populações de mamíferos

selvagens de vida livre devem ser realizados, com caracterização molecular e filogenética,

para compreensão de quais variantes estão circulando nos hospedeiros selvagens em vida

livre para que medidas de mitigação ou contenção da circulação desses vírus sejam

aplicadas de forma mais efetiva. Para tal finalidade, amostras obtidas de animais vítimas de

colisões veiculares podem ser utilizadas de forma passiva.
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ANEXO 2 - Normas Transboundary and Emerging Diseases
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