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RESUMO 

 
 
 
 
 

A expansão urbana é a forma de modificação da paisagem que mais impacta a 
diversidade biológica em todo o mundo por fragmentar paisagens, resultando 
em perda de habitat, simplificação de fauna, mudanças no comportamento dos 
animais e alterando a dinâmica dos ciclos de transmissão de parasitas. Devido 
a sua grande adaptabilidade, o gambá-de-orelha-branca (Didelphis albiventris) 
é comumente encontrado em fragmentos florestais urbanos. Marsupiais são 
hospedeiros antigos de espécies de Trypanosoma e D. albiventris é 
considerado reservatório de Trypanosoma cruzi. O presente estudo teve como 
objetivo avaliar a riqueza de Trypanosoma spp. no gambá-de-orelha-branca (D. 
albiventris) em fragmentos florestais urbanos de Campo Grande, MS com 
diferentes graus de conservação. Nossa hipótese é de que em fragmentos 
mais conservados circula maior riqueza de Trypanosoma spp. Para testar 
nossa hipótese foi inicialmente realizado um levantamento de árvores e 
arbustos e captura de pequenos mamíferos não-voadores em seis fragmentos 
para classificação das áreas quanto o estado de conservação. Foram coletados 
sangue e secreção da glândula de cheiro de gambá para cultura em meio 
axênico (NNN/LIT) com a finalidade de detecção e isolamento do parasita. O 
diagnóstico molecular de Trypanosoma spp. foi realizado a partir de DNA 
extraído de sangue total com reações de PCR direcionadas para 
Trypanosomatidae (18S), Trypanosoma cruzi (24S), Trypanosoma rangeli e 
Trypanosoma evansi. Também foi realizada a clonagem de produto positivo na 
PCR para o gene 18S. O diagnóstico sorológico da infecção por T. cruzi foi 
realizada utilizando-se da reação de imunofluorescência indireta a partir de 
soro coletado. Entre maio e dezembro de 2017 foi capturado um total de 75 
pequenos mamíferos não-voadores, dos quais 50 foram D. albiventris. Todas 
as culturas foram negativas, sinalizando uma baixa parasitemia. Apenas dois 
gambás foram soropositivos, mas a infecção por T. cruzi foi detectada em 30% 
dos gambás por PCR. Além disso, foi detectado Trypanosoma lainsoni e a uma 
Nova Unidade Molecular Taxonômica (NUMT), nomeada de Trypanosoma sp. 
DID., em infecções mistas com T. cruzi. Didelphis albiventris parasitado por T. 
cruzi foi reportado em fragmentos conservados e menos conservados, 
enquanto que T. lainsoni e a NUMT foram exclusivas de fragmentos 
conservados. Nossas observações mostram que mesmo em fragmentos 
urbanos existe a transmissão de Trypanosoma spp. e que as diferentes 
abordagens metodológicas foram fundamentais para os registros. A 
abundância expressiva de gambás e ratos sugere que todos os fragmentos 
apresentaram algum grau de perturbação.  A riqueza de Trypanosoma spp. 
pode estar relacionada com o estado de conservação dos fragmentos 
analisados. 
 
Palavras-chave: tripanosomatídeos, marsupiais, urbanização. 
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ABSTRACT 

 
 
 
 
 

Urban sprawl is the landscape modification form that most impacts biological 
diversity worldwide by fragmenting landscapes, resulting in loss of habitat, 
simplification of fauna, changes in animal behavior and altering the dynamics of 
parasite transmission cycles. Due to its great adaptability, the white-ear possum 
(Didelphis albiventris) is commonly found in urban forest fragments. Marsupials 
are ancient hosts of Trypanosoma species and D. albiventris is considered 
reservoir of Trypanosoma cruzi. The present study aimed to evaluate the 
richness of Trypanosoma spp. in the white-ear possum (D. albiventris) in urban 
forest fragments of Campo Grande, MS with different degrees of conservation. 
Our hypothesis is that in more conserved fragments circulates greater richness 
of Trypanosoma spp. To test our hypothesis, we initially performed a survey of 
trees and shrubs and capture of small non-flying mammals in six fragments to 
classify the areas as the state of conservation. Blood and secretion of 
opossum’s scent gland were collected for axenic (NNN / LIT) culture for the 
purpose of parasite detection and isolation. The molecular diagnosis of 
Trypanosoma spp. was carried out from DNA extracted from whole blood with 
PCR reactions directed to Trypanosomatidae (18S), Trypanosoma cruzi (24S), 
Trypanosoma rangeli and Trypanosoma evansi. Cloning of positive product in 
the PCR for the 18S gene was also performed. The serological diagnostic of T. 
cruzi infection was performed using the indirect immunofluorescence reaction 
from collected serum. Between May and December 2017 a total of 75 small 
non-flying mammals were captured, of which 50 were D. albiventris. All cultures 
were negative, signaling a low parasitemia. Only two possums were 
seropositive, but T. cruzi infection was detected in 30% of the opossums by 
PCR. In addition, Trypanosoma lainsoni and a New Taxonomic Molecular Unit 
(NUMT), named Trypanosoma sp. DID., In mixed infections with T. cruzi. 
Didelphis albiventris parasitized by T. cruzi was reported in conserved and less 
conserved fragments, whereas T. lainsoni and NUMT were exclusive of 
conserved fragments. Our observations show that even in urban fragments 
there is transmission of Trypanosoma spp. and that different methodological 
approaches were critical to records. The expressive abundance of opossums 
and rats suggests that all fragments exhibited some degree of disturbance. The 
richness of Trypanosoma spp. may be related to the state of conservation of the 
fragments analyzed. 
 
 
Key words: trypanosomatids, marsupials, urbanization. 
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INTRODUÇÃO 

 
 
 
 
 

A perturbação ambiental de origem antrópica resulta em perda de 

habitats, favorecendo espécies generalistas e selecionando negativamente 

espécies especialistas (McDONALD; URBAN, 2006; McKINNEY, 2006; DAR; 

RESHI, 2014). Ainda, a urbanização modifica fortemente a paisagem, com 

profundos reflexos na movimentação dos animais, estrutura genética 

populacional, bem como nas redes de transmissão de parasitas (FOUNTAIN-

JONES et al., 2017). A fragmentação reduz a riqueza e abundância de 

espécies, resultando que as espécies adaptáveis aumentem em número 

(COSSON et al., 1999; TERBORGH et al., 2001; MEYER; KALKO, 2008). 

Nesse sentido, o marsupial Didelphis albiventris é descrito como uma 

espécie ecologicamente generalista, com alto grau de sinantropia, o que facilita 

seu contato com populações humanas (OLIFIERS et al., 2005; CÁCERES; 

MONTEIRO-FILHO, 2006; CRUZ-SALAZAR et al., 2014). Ainda, D. albiventris 

ocupa diferentes habitats, sendo encontrado tanto no extrato arbóreo/arbustivo 

como no solo e também nos habitats artificiais. Além de ser considerado um 

dos mais antigos hospedeiros de Trypanosoma cruzi (Trypanosomatida, 

Trypanosomatidae) (JANSEN et al., 1999), Didelphis spp. são hospedeiros de 

várias espécies de Trypanosoma (JANSEN et al., 2015, 2018), entretanto para 

D. albiventris que é uma espécie menos estudada, há citações da infecção 

apenas por T. cruzi e Trypanosoma rangeli (GURGEL-GONÇALVES et al., 

2004; FERREIRA et al., 2010; JANSEN et al., 2015; JANSEN et al., 2018; 

ROMAN et al., 2018).  

Trypanosoma cruzi, agente etiológico da Doença de Chagas (DC), é um 

parasito multi-hospedeiro, flagelado, digenético, pertencente à ordem 

Trypanosomatida, família Trypanosomatidae (DIAS, 2006; KAUFER et al., 

2017). É capaz de infectar centenas de espécies de mamíferos, de oito ordens, 

transmitido por várias espécies de triatomíneos (família Reduviidae, subfamília 

Triatominae) em diferentes ambientes (NOIREAU et al., 2009; JANSEN et al., 

2015). Sua ocorrência é descrita em todo o continente americano, desde o sul 

dos Estados Unidos até a Argentina e o Chile (LLEWELLYN et al., 2009; 
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ZINGALES et al., 2012). Taxonomicamente, a espécie T. cruzi sensu lato está 

dividida em duas subespécies: T. cruzi cruzi (sensu strictu) e T. cruzi 

marinkellei (BAKER et al., 1978). Trypanosoma cruzi é um parasito 

geneticamente heterogêneo e os primeiros estudos para classificação 

bioquímica das subpopulações ocorreram na década de 70, quando foram 

descritos três grandes genótipos que foram nomeados Zimodemas 1, 2 e 3 

(MILES et al., 1977, 1978, 1980). Na mesma época, estudando as diferentes 

características biológicas, (padrão de infecção em camundongos suíços ,três 

grupos foram reconhecidos e nomeados  biodemas I, II e III (ANDRADE, 1974) 

que no entanto, apresentavam algumas diferenças com os zimodemas . Com a 

implementação de ferramentas moleculares de maior poder discriminativo, 

novas subpopulações foram descritas e esse conjunto foi organizado em sete 

genótipos, denominados como DTUs (Discrete Typing Unit): TcI – TcVI e Tcbat 

(MARCILI et al., 2009; ZINGALES et al., 2012). 

O ciclo de vida de T. cruzi é complexo. O parasito apresenta morfologias 

diferentes de acordo com a fase do seu ciclo: amastigota nos hospedeiros 

vertebrados; epimastigota no inseto-vetor; e tripomastigota sanguínea e 

tripomastigota metacíclica em ambos (MORTARA et al., 2008; HERRERA et 

al., 2011; FERNANDES et al., 2012). Na natureza a infecção pode ocorrer por 

via vetorial/oral, vetorial/contaminativa, encontros antagonísticos, congênita, e, 

em adição, em humanos, transfusão sanguínea e transplante de órgãos 

(MARTINS et al., 2012; LEWIS et al., 2018). 

A fragmentação dos habitats e consequente redução na riqueza de 

espécies de mamíferos têm sido relacionadas com um aumento de infecções 

causadas por parasitas multi-hospedeiro em humanos (ALLAN et al., 2003; 

GILLESPIE et al., 2005; CHAPMAN et al., 2005; GILLESPIE; CHAPMAN, 2006, 

2007; KEESING et al., 2006; SALZER et al., 2007). Um melhor entendimento 

das relações entre fragmentação, parasitismo, e riqueza de espécies de 

parasitas se faz necessário para prever e mitigar as consequências atuais e 

futuras da fragmentação dos habitats originais nas áreas urbanas.  

Uma espécie que não é muito afetado pela fragmentação de áreas 

naturais é o gambá do gênero Didelphis, conhecido hospedeiro de diversas 

espécies de Trypanosoma. Assim, hipotetizamos que o estado de conservação 
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dos fragmentos florestais urbanos em Campo Grande, MS influencia a riqueza 

de espécies de Trypanosoma no gambá-de-orelha-branca (D. albiventris).  
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OBJETIVOS 

 
 
 
 
 

Geral 

 

Estimar a riqueza de espécies de Trypanosoma que infectam gambá-de-orelha-

branca (D. albiventris) em fragmentos florestais urbanos com diferentes 

estados de conservação.  

 

 

Específicos 

 

i) Definir o estado de conservação dos fragmentos florestais urbanos;  

ii) Diagnosticar a infecção por Trypanosoma spp. em Didelphis albiventris; 

iii) Caracterizar as DTUs de T. cruzi dos gambás infectados; 
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REVISÃO BIBLIOGRÁFICA 

 
 
 
 
 

1. Fragmentos florestais urbanos 

 

O processo de urbanização constitui uma intensa transformação de 

habitats, sendo uma das principais causas de extinção local de várias espécies 

(McKINNEY, 2002, 2006; SHOCHAT et al., 2010; BUCZKOWSKI; RICHMOND, 

2012). A transformação da paisagem natural para cenários urbanos passa por 

profundas modificações dos elementos bióticos e abióticos dos ecossistemas 

associados (McKINNEY, 2006). 

O aumento da população e da urbanização têm resultado em perdas de 

espécies animais e vegetais, bem como em mudanças da composição de 

espécies para conjuntos menos complexos (McKINNEY, 2006). Mesmo que 

esses impactos significativos afetem a diversidade local, eles não agem de 

forma homogênea porque as espécies animais respondem distintamente às 

mudanças urbanas, dependendo de suas sensibilidades a distúrbios, requisitos 

específicos e capacidades de persistência em ambientes modificados 

(GARDEN et al., 2006; SIH et al., 2011). A urbanização forneça excelentes 

oportunidades para testar os efeitos da alteração, degradação e fragmentação 

do habitat em comunidades ecológicas (McDONNELL; PICKETT, 1990; 

ADAMS, 1994; PICKETT et al., 2001).  

A fragmentação dos habitats é um importante aspecto negativo da 

urbanização. Ela ocorre devido à descontinuidade do ambiente natural, 

resultando em pequenas manchas de vegetação nativa isoladas umas das 

outras por uma matriz não autóctone. Está bem documentado que esta 

mudança nas paisagens naturais tem frequentemente efeitos negativos na 

dispersão de espécies vegetais e animais (VAN; BAGUETTE, 2012; BULLOCK 

et al., 2018). No entanto, os efeitos variam e, em alguns casos, a dispersão 

pode não ser afetada ou mesmo impulsionada após a fragmentação, por 

exemplo, quando insetos vetores de animais se movem por distâncias maiores 

para acessar manchas de habitat isoladas (LENZ, et al., 2011). 
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A manutenção da biodiversidade urbana é cada vez mais importante 

para sustentar a função, os serviços e a capacidade de resiliência do 

ecossistema às mudanças ambientais nos lugares onde a maioria das pessoas 

vive (KNAPP et al., 2008, DEARBORN; KARK, 2010). Nas últimas décadas, 

muitos estudos documentaram mudanças na biodiversidade em resposta ao 

desenvolvimento urbano, enquanto a maioria dos estudos mediu a 

biodiversidade como riqueza de espécies simples (McKINNEY, 2008, 

MCDONNELL; HAHS, 2008). Outros também examinaram mudanças na 

diversidade funcional ou filogenética, medidas que descrevem a distribuição de 

características funcionais ou as relações filogenéticas entre espécies 

coocorrentes (p.e., KNAPP et al., 2008, 2017, NOCK et al. 2013). 

A perturbação de origem antrópica destrói o habitat de uma grande 

variedade de espécies e frequentemente cria um habitat para relativamente 

poucas espécies capazes de se adaptar às condições urbanas (McKINNEY; 

LOCKWOOD, 1999). Diante desse cenário de alterações provocadas pela 

urbanização, surgiram espécies de animais chamados de sinantrópicos (latim 

sin + antropos = próximos ao homem). Entende-se por sinantropia o fenômeno 

ecológico fundamentado no comportamento de animais associados ao 

ambiente em que o homem vive, ou seja, adaptação ao meio antrópico 

(COSTA, 2013). 

Mesmo que as espécies sinantrópicas sejam excluídas das medidas de 

diversidade, os ecossistemas urbanos podem ter maior riqueza de espécies do 

que os sistemas nativos que substituíram (McKINNEY, 2008), como resultado 

do aumento de recursos e heterogeneidade de habitats em sistemas urbanos e 

peri-urbanos (McKINNEY, 2008). Uma maior riqueza de espécies animais e 

vegetais em tais áreas pode ser valiosa se o objetivo for de aplicação à 

educação ambiental, mas pode ser menos valioso se o objetivo for manter 

parcelas funcionais e sustentáveis da paisagem nativa (DEARBORN; KARK, 

2010).  

A abordagem quanto à conservação da biodiversidade urbana resulta na 

discussão em relação ao bem estar da população humana residente e da 

conservação da natureza (Figura 1). De fato, os fragmentos florestais no 

ambiente urbano representam um significativo recurso para melhoria no bem 

estar dos habitantes das cidades, como regulação da temperatura (FEIBER, 
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2004). Essas áreas florestais podem ter múltiplas finalidades, tais como 

ecológica, social, estética e educativa, fornecendo benefícios ambientais, 

socioculturais e econômicos, tais como abrigo para fauna, desenvolvimento de 

processos ecológicos, melhoria do micro-clima, geração de empregos, 

paisagismo da cidade e melhoria da qualidade de vida humana (NUCCI, 1996; 

SOARES, 1998).  

 

Figura 1. Principais motivações para a conservação da biodiversidade urbana 
(Adaptado de DEARBORN; KARK, 2010). 
 

Os estudos de composição de fauna em fragmentos florestais urbanos, 

no Brasil, são escassos quando comparados às pesquisas realizadas em áreas 

naturais. Na bacia hidrográfica do rio Cachoeira, Joinville-SC, DORNELLES et 

al. (2017) reportaram 32 espécies de mamíferos através de diferentes 

metodologias e levando em conta apenas as espécies capturadas, o número 

cai para 16 espécies. Ainda no Sul do país, em Porto Alegre-RS, PENTER et 

al. (2008) relataram 15 espécies de mamíferos em um fragmento urbano, 

enquanto RODRIGUES et al. (2016) relataram seis espécies de pequenos 

mamíferos não-voadores em Cerro Largo-RS. Em Rio Branco-AC, CALOURO 

et al. (2010) capturaram 15 espécies de morcegos. Com exceção do último 

trabalho citado, todos os outros relataram a ocorrência de D. albiventris. 

Enquanto a própria diversidade de mamíferos em fragmentos urbanos é 

desconhecida, menos ainda se sabe quanto às infecções parasitárias dessas 

espécies sendo um desses T. cruzi, o agente etiológico da DC. Existem poucos 

relatos sobre as consequências da fragmentação do habitat na dinâmica da de 
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transmissão de Trypanosoma cruzi na natureza. Estudos mostraram até 

mesmo no próprio fragmento florestal, podem ocorrer distintos e independentes 

ciclos de transmissão envolvendo hospedeiros de distintas competências 

infectivas (PINHO et al. 2000; LISBOA et al. 2004). 

 

2. Didelphidae 

 

Atualmente, os marsupiais são representados por sete ordens, das quais 

se conhecem 350 espécies distribuídas nos continentes americanos, Ásia (Sul 

e Sudeste) e Oceania (IUCN, 2016). Na América do Sul existem três ordens 

representantes, sendo elas Didelphimorphia, Microbiotheria e Paucituberculata 

(GARDNER, 2008), incluindo 101 espécies (IUCN, 2016). A Ordem 

Didelphimorphia inclui a família Didelphidae, representante do grupo mais 

primitivo de marsupiais, amplamente distribuída nas Américas, sendo 

possivelmente autóctone da América do Sul (REIG, 1961). Essa família reúne 

98 espécies (IUCN, 2016), das quais 56 ocorrem no Brasil (CÁCERES, 2012) e 

17 no Estado de Mato Grosso do Sul (TOMAS et al., 2017). Esses animais 

desempenham significativa função ecológica nos ecossistemas onde ocorrem, 

sendo dispersores de sementes (CÁCERES et al., 1999; CÁCERES; 

MONTEIRO-FILHO, 2000; CÁCERES, 2002), polinizadores (GRIBEL, 1988; 

VIEIRA et al., 1991; MARTINS; GRIBEL, 2007), ou como presas para 

carnívoros (JÁCOMO et al., 2004; GATTI et al., 2006; PEDÓ et al., 2006; 

ABREU et al., 2010).   

Os didelfídeos, na América do Sul, são representados por 15 gêneros 

(GARDNER, 2008), sendo um deles o gênero Didelphis, um dos táxon de 

marsupiais com maior amplitude geográfica nas Américas (AUSTAD, 1988), 

ocorrendo desde o Canadá até a Argentina (IUCN, 2016). A classificação das 

espécies que compõem o gênero Didelphis é um assunto ainda em discussão e 

por isso adotamos a classificação da IUCN (2016), na qual o grupo é composto 

por seis espécies: D. albiventris, Didelphis aurita, Didelphis imperfecta, 

Didelphis marsupialis, Didelphis pernigra e Didelphis virginiana. As quatro 

primeiras ocorrem no Brasil (LEMOS; CERQUEIRA, 2002; IUCN, 2016), 

enquanto que D. pernigra ocorre no Peru, Bolívia, Equador, Colômbia e 

Venezuela e D. virginiana é encontrada na América do Norte e Central (IUCN, 
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2016). No Mato Grosso do Sul, D. albiventris e D. aurita são as únicas 

representantes do gênero (CÁCERES et al., 2008; TOMAS et al., 2017). As 

espécies de gambás encontradas no Brasil são noturnas e se deslocam 

usualmente pelo solo, no entanto, o habitat arbóreo tende a ser explorado 

também, principalmente para busca por recursos alimentares (MALTA; LUPPI, 

2006).  

Comumente conhecido como gambá-de-orelha-branca, D. albiventris 

(Lund 1840), é amplamente distribuído na Região Neotropical, habitando 

savanas, matas de galeria e florestas úmidas (EMMONS; FEER, 1997). 

Geograficamente é distribuído nas regiões Leste, Centro-Oeste e Sul do Brasil, 

Paraguai, Uruguai, as regiões Norte e Central da Argentina e o Sul da Bolívia 

(LEMOS; CERQUEIRA, 2002; GRAIPEL; FILHO, 2006). No Mato Grosso do 

Sul é encontrado no Cerrado, Floresta Atlântica, Pantanal e na zona de 

transição entre o Chaco e Floresta Amazônica Seca (CÁCERES et al., 2008). 

No Brasil, o que melhor diferencia D. albiventris de outras espécies do 

gênero é a coloração das orelhas, as quais são brancas-rosadas (SILVA, 1994; 

VOSS; JANSA, 2003). Um dos fatos que mais chama atenção nesse marsupial 

é a sua estratégia reprodutiva, uma vez que os animais são gestados por em 

torno de 13 dias e paridos em estágio quase embrionário, e continuam seu 

desenvolvimento no marsúpio (JANSEN, 2002) (Figura 2). 

 

 

Figura 2. Indivíduo jovem de D. albiventris (à esquerda) e marsúpio de outro 

indivíduo com filhotes em estágio de desenvolvimento (à direita). Fotos: Wesley 
Nantes. 

 

 Considerado generalista, esse marsupial pode entrar em contato 

frequente com populações humanas, devido a sua adaptabilidade a áreas 
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antropizadas e mudanças climáticas (OLIFIERS et al. 2005; CÁCERES; 

MONTEIRO-FILHO, 2006; CRUZ-SALAZAR et al., 2014). Nesse sentido, D. 

albiventris é comumente reportado como reservatório para várias espécies de 

parasitas (ZANETTE et al., 2008; HUMBERG et al., 2012; ZABOTT et al., 2017; 

JANSEN et al., 2018; TARRAGONA et al., 2018). 

É sabido que o gambá pode se infectar com T. cruzi por via oral 

(URDANETA-MORALES; NIRONI, 1996) pelo fato de que esse animal 

apresenta hábito alimentar de natureza onívora, incluindo a possível predação 

de triatomíneos ou de outros pequenos mamíferos que eventualmente podem 

estar infectados. Dependendo da região geográfica, a infecção por T. cruzi 

nesses marsupiais pode variar de 11 a 90% (FERNANDES et al., 1999; 

JANSEN et al., 2015). Uma vez que é capaz de utilizar todos os estratos 

florestais, gambás podem se expor aos diferentes ciclos de transmissão de T. 

cruzi (JANSEN et al., 2015).  

Até então, há reportado na literatura duas espécies de Trypanosoma 

infectando D. albiventris, T. cruzi e T. rangeli (GURGEL-GONÇALVES et al., 

2004; FERREIRA et al., 2010; JANSEN et al., 2015; JANSEN et al., 2018; 

ROMAN et al., 2018), provavelmente por ter sido esta espécie menos estudada 

do que D. aurita e D marsupialis.  

 

3. Gênero Trypanosoma 

 

O gênero Trypanosoma compreende um grupo de protozoários 

flagelados pertencentes à ordem Trypanosomatida, família Trypanosomatidae. 

A ordem é composta por 19 gêneros e que apresentam diferentes tipos de 

hospedeiros e ciclos evolutivos (KAUFER et al., 2017). Sabe-se que a maioria 

das espécies de vertebrados (representantes répteis, peixes, aves e 

mamíferos) (STEVENS et al., 1999; SIMPSON et al., 2006) já foram 

encontradas parasitadas por Trypanosoma spp. e seus vetores variam de 

sanguessugas a mutucas e insetos (WHO, 2012; FERMINO et al., 2015).  

Uma das principais características do grupo é a presença do 

cinetoplasto, organela que contém DNA extra-nuclear (kDNA). Os 

cinetoplastídeos são organismos eucariotos primitivos, provavelmente dos 

primeiros a destoarem das linhagens celulares eucarióticas ancestrais 
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(STEVENS et al., 2001; MOREIRA et al., 2004). O kDNA dessa organela é 

complexo em sua organização e função, consistindo de uma grande rede 

entrelaçada de moléculas de DNA circular, os maxicírculos e minicírculos, que 

representam cerca de 20-25% do DNA total da célula (RAY, 1989; 

WESTENBERGER et al., 2006). 

Ainda há controvérsia quanto à origem do gênero Trypanosoma. Os 

primeiros estudos filogenéticos propuseram que os organismos desse grupo 

exibiam uma origem parafilética (FERNANDES et al., 1993; MASLOV et al., 

1994, 1996; VICKERMAN, 1994). Tendo esses trabalhos como base, e com a 

descoberta de novas espécies, foi possível determinar relações evolutivas 

entre espécies distantes e com isso, observou-se que o gênero Trypanosoma 

apresentava uma origem monofilética, ou seja, independente da sua espécie 

hospedeira, esses organismos tiveram origem de um ancestral comum (LUKES 

et al., 1997; HAAG et al., 1998; STEVENS et al., 1999, 2001; LIMA et al., 

2015).  

Os representantes pertencentes ao gênero Trypanosoma foram 

organizados inicialmente em dois grandes grupos quanto ao seu 

desenvolvimento no inseto vetor e sua forma de transmissão, denominados 

Salivaria e Stercoraria (HOARE, 1972). A subdivisão Salivaria remete àqueles 

que se desenvolvem no tubo digestivo médio e glândulas salivares ou 

probócide dos seus insetos vetores. Sua transmissão ocorre pela inoculação de 

formas tripomastigotas metacíclicas junto com a saliva durante o repasto 

sanguíneo e tem como representante as espécies T. brucei, T. evansi, T. vivax 

e T. rangeli. A secção Stercoraria é composta pelos parasitos que se 

desenvolvem no intestino posterior do seu hospedeiro invertebrado, no qual as 

formas infectantes, tripomastigotas metacíclicas, são eliminadas nas fezes 

durante a alimentação sanguínea nos vertebrados. Um dos representantes 

mais estudados é T. cruzi (TOBIE, 1970; D’ALESSANDRO, 1976; 

VICKERMAN, 1994; EICHLER; SCHAUB, 1998; STUART et al., 2008; 

HEMMIGE et al., 2012; RAMÍREZ-IGLESIAS et al., 2017). 

Além disso, o gênero inclui espécies que resultam em doença no homem 

e animais de produção, e por isso, respectivamente T. cruzi e espécies de 

Trypanosoma do grupo T. brucei foram intensivamente estudadas desde a sua 

descrição. Trypanosoma cruzi é o agente etiológico da tripanosomíase 
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americana e da DC (NUSSBAUM et al., 2012; RASSI et al., 2012; HEMMIGE et 

al., 2012; RAMÍREZ-IGLESIAS et al., 2017).  

O gênero Trypanosoma está dividido em seis clados, sendo eles: clado 

T. brucei, clado T. lewisi, clado T. theileri, clado T. avium/T. corvi, clado 

Aquático e clado T. cruzi (ESPINOSA, 2014). O clado T. brucei é composto por 

espécies dos subgêneros Trypanozoon (T. brucei, T. evansi), Duttonella (T. 

vivax), Pycnomonas (T. suis) e Nannomonas (T. congolense e T. simiae), todas 

pertencentes à seção Salivaria e de origem africana (ADAMS et al., 2010a, b; 

HOARE, 1972).  

O clado T. lewisi corresponde ao subgênero Herpetosoma que 

compreende tripanosomas que parasitam as ordens Rodentia e Lagomorpha. 

Está representado pela espécie tipo T. lewisi, um parasita cosmopolita de rato 

doméstico. Macacos foram encontrados infectados por estes parasitas no 

Brasil (MAIA DA SILVA et al., 2010). Estudos recentes detectaram infecções 

humanas por T. lewisi na Ásia e África, sendo estas, aparentemente, infecções 

oportunistas em crianças imunodeprimidas; o crescente número de casos levou 

essa espécie a ser avaliada como um patógeno emergente para humanos 

(TRUC et al., 2012). 

O clado T. theileri é composto pelo subgênero Megatrypanum, com a 

espécie-tipo T. theileri, compreende tripanossomas isolados principalmente de 

ruminantes (ordem Artiodactyla). São parasitas com distribuição mundial e 

bastante prevalentes em bovinos, bubalinos, ovinos, cervídeos e antílopes. As 

espécies deste grupo, embora muito relacionadas, apresentam significativa 

especificidade pela espécie do hospedeiro vertebrado. (GARCÍA et al., 2011a, 

b; HAMILTON et al., 2009; HATAMA et al., 2007; RODRIGUES et al., 2006). 

O clado T. avium/T. corvi inclui a maioria dos isolados de aves, exceto T. 

bennetti (VOTÝPKA et al., 2002, 2004, 2012) que, juntamente com os clados 

de isolados de serpentes e lagartos (tripanossomas de répteis) (VIOLA et al., 

2008, 2009) ainda carecem de estudos mais abrangentes que permitam 

elucidar as relações filogenéticas e o posicionamento desses grupos em 

relação aos outros clados de tripanossomas. 

O clado Aquático é formado por tripanossomas de vertebrados 

aquáticos, principalmente peixes e anfíbios, incluindo um isolado de ornitorrinco 

e um isolado de tartaruga (STEVENS et al., 2001). As espécies desse clado 
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são transmitidas por sanguessugas, como demonstradas para espécies que 

infectam peixes, tartarugas e serpentes aquáticas, e anuros (FERREIRA et al., 

2007, 2008; HAYES et al., 2014; JAKES et al., 2001; STEVENS et al., 2001; 

VIOLA et al., 2009). Porém, tripanossomas de anuros também podem ser 

transmitidos por moscas e mosquitos hematófagos (flebotomíneos e culicídeos) 

(FERREIRA et al., 2008). 

O fato da maioria das espécies do clado T. cruzi (Figura 3) ser descrita 

exclusivamente em morcegos somado às deduções filogenéticas das espécies 

de Trypanosoma conhecidas nestes, originou a “The Bat Seeding Hypothesis” 

(HAMILTON et al. 2012). Essa hipótese sugere os morcegos como hospedeiros 

ancestrais de T. cruzi e T. rangeli (HAMILTON et al. 2012) e parte da premissa 

de que um tripanosoma de morcego foi o ancestral comum do clado T. cruzi ou 

pelo menos de T. rangeli e T. cruzi. Esses tripanosomas, ao longo do tempo, 

diversificaram-se e se tornaram geograficamente difundidos. Vários 

tripanossomos teriam passado a infectar mamíferos terrestres e, em meio a 

essas trocas de hospedeiro, teria ocorrido a origem de T. c. cruzi. O 

compartimento de nicho entre parasita-vetor-hospedeiro e a “adaptação do 

hospedeiro” podem ter sido fatores que facilitaram essas transições. Com base 

nas evidências agora disponíveis, o clado de tripanossomas de T. cruzi 

provavelmente se diversificou depois que os morcegos passaram por uma 

grande diversificação há cerca de 70-58 milhões de anos atrás (TEELING et 

al., 2005; HAMILTON et al., 2007; HAMILTON et al., 2012). 

 

 
Figura 3. Árvore filogenética representativa do clado T. cruzi (DARIO, 2017a). 
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3.2 Trypanosoma cruzi 

 

O parasito apresenta quatro estágios de desenvolvimento nos seus 

hospedeiros: amastigota e tripomastigota sanguíneas nos hospedeiros 

mamíferos; e epimastigota e tripomastigota metacíclica no inseto vetor. As 

formas amastigotas e tripomastigotas (metacíclicas e sanguíneas) são as 

responsáveis por causar infecção nos seus hospedeiros (MORTARA et al., 

2008; HERRERA et al., 2011; FERNANDES et al., 2012).  

O ciclo biológico de T. cruzi (Figura 4) começa a partir do contato com as 

formas tripomastigotas metacíclicas presente nas fezes de um triatomíneo 

infectado. O parasita penetra nas células e se diferencia em amastigotas por 

divisão, que se reproduzem no citoplasma por divisão binária. Posteriormente, 

as formas amastigotas se diferenciam em formas móveis, as tripomastigotas 

sanguíneas. Estas últimas formas do parasita lisam as células hospedeiras, 

infectam outras células, e, por curto prazo, ficam livres na corrente sanguínea 

(percurso até a infecção de novas células). Os insetos se infectam com as 

formas tripomastigotas sanguíneas durante o repasto sanguíneo e ao chegar 

ao intestino médio do inseto, as formas sanguíneas se diferenciam em 

epimastigotas. Essas formas também se dividem por divisão binária e se 

diferenciam em tripomastigotas metacíclicas (um processo chamado 

metaciclogênese), que são eliminados nas fezes do triatomíneo (CARDOSO et 

al., 2008; RASSI et al.,  2010; MARTINS et al., 2012). 



24 
 

 

Figura 4. Ciclo de transmissão por Trypanosoma cruzi nos hospedeiros 
vertebrados e no vetor triatomíneo (adaptado de CDC, 2017) – (1) formas 
tripomastigotas metacíclicas presentes no inseto-vetor, (2) forma amastigota 
infectando células do hospedeiro vertebrado, (3) formas tripomastigotas 
sanguíneas, (4) formas epimastigotas presentes no insetor-vetor. 

  

Quanto às rotas de infecção, são conhecidas no homem: transmissão 

congênita (de mamíferos silvestres pouco se conhece a respeito), por 

transfusão de sangue, transplante de órgãos, acidentes de laboratório, vetorial 

e contaminação via oral através da ingestão de formas infectantes do 

protozoário presente em alimentos contaminados por triatomíneos infectados 

(MARTINS et al., 2012; LEWIS et al., 2018). Há também uma possível rota 

alternativa de infecção através de formas metacíclicas presentes na glândula 

de cheiro de marsupiais (DEANE et al., 1984; URDANETA-MORALES; 

NIRONI, 1996).  

Trypanosoma cruzi exibe uma enorme plasticidade provavelmente como 

resultado de sua impressionante heterogeneidade biológica, bioquímica e 

molecular. A compreensão da origem da heterogeneidade de T. cruzi ainda 

representa um desafio: embora a estrutura populacional de T. cruzi seja 

principalmente clonal, os eventos de introgressão mitocondrial e hibridização 

ocorrem intra e inter-T. cruzi DTUs (JANSEN et al., 2018; TOMASINI, 2018). A 

frequência com que esses fenômenos ocorrem na natureza e sua importância 
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como promotores da diversidade de T. cruzi tem sido uma questão bastante 

discutida há décadas.  

 

3.3 Discrete Typing Units (DTU) de Trypanosoma cruzi 

 

A partir de estudos baseados nas características morfológicas e 

biológicas do parasito em camundongos infectados, as populações de T. cruzi 

foram classificadas em três tipos ou biodemas: I, II e III (ANDRADE, 1974). 

MILES et al. (1977, 1978, 1980) utilizando análise eletroforética dos perfis de 

isoenzimas, também mostram que T. cruzi se agrupava em três grupos 

distintos, sendo esses denominados zimodemas (Z). Zimodema 1 e Zimodema 

3 foram correlacionados ao ciclo silvestre de transmissão de T. cruzi, enquanto 

Z2 ao ciclo domiciliar. Essa diversidade também foi observada quando outros 

loci isoenzimáticos foram utilizados (TIBAYRENC et al., 1986) e quando outras 

metodologias foram aplicadas, como a análise de fragmentos de restrição de 

kDNA (MOREL et al., 1980), blotting cromossômico (HENRIKSSON et al., 

1993, 1995), DNA fingerprint (MACEDO et al., 1992) e marcadores moleculares 

(SOUTO et al., 1996; BRISSE, 1997; BRISSE et al., 1998; FERNANDES et al., 

1998; DOS SANTOS; BUCK, 1999). Ficou estabelecido que T. cruzi 

apresentava duas linhagens distintas: T. cruzi I – associada ao ciclo silvestre 

de transmissão e T. cruzi II – associada ao ciclo domiciliar de transmissão 

(ANONYMOUS, 1999). Os isolados denominados como Z3 ou que 

apresentavam características híbridas, não foram classificadas dentro desses 

dois grupos principais. 

Com o avanço nos estudos sobre as populações de T. cruzi, BRISSE et 

al. (2000) utilizando multilocus enzyme electrophoresis (MLEE) e Randomly 

amplified polymorphic DNA (RAPD) observaram que T. cruzi se subdividia em 

seis genótipos: TcI correspondente à linhagem T. cruzi I; e a linhagem T. cruzi 

II foi subdividida em cinco subgrupos (TcIIa-TcIIe), no qual TcIIb corresponde a 

linhagem T. cruzi II e os subgrupos TcIIa, IIc-e, correspondem às cepas 

híbridas e aquelas pertencentes ao grupo Z3. Essa subdivisão também foi 

observada utilizando os genes mini-exon e ribossomais (BRISSE et al., 2001). 

Seis genótipos de T. cruzi foram reconhecidos, denominados Unidades 

Discretas de Tipagem (DTUs) (ZINGALES et al., 2009). As DTUs foram 
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nomeadas TcI (TcI), TcII (TcIIb), TcIII (IIa), TcIV (IIc), TcV (IId) e TcVI (IIe). No 

mesmo ano do novo consenso de nomenclatura dos genótipos de T. cruzi, foi 

descrito um novo genótipo, denominado TcBat (MARCILI et al., 2009; 

ZINGALES et al., 2012). Este último, Tcbat, anteriormente assumido como 

restrito a morcegos, foi descrito infectando múmias humanas pré-colombianas 

(GUHL et al., 2014; RAMÍREZ et al., 2014).Estudos utilizando marcadores 

nucleares e mitocondriais questionam a existência das seis DTUs de T. cruzi e 

discutem se de fato somente três genótipos (TcI, TcII e TcIII-VI) possam ser 

considerados (BARNABÉ et al., 2016).  

O termo ‘‘Discrete Typing Unit’’ (DTU) (TIBAYRENC, 1998) foi proposto 

para descrever os conjuntos de isolados que são geneticamente semelhantes 

entre si do que com quaisquer outros isolados, sendo identificadas por 

marcadores moleculares comuns. Estudos moleculares revelaram essa alta 

diversidade genética em T. cruzi com isolados da espécie distribuídos nessas 

DTUs (STEVENS et al., 1999; MILES et al., 2009; VALLEJO et al., 2009).  

Cada genótipo apresenta características que diferem em distribuição, 

espécies de hospedeiros, associações eco-epidemiológicas e manifestações 

da doença (ZINGALES et al., 2012; MILES et al., 2009). Tradicionalmente TcII, 

TcV e TcVI estiveram relacionados a doenças graves em humanos e TcI, TcIII 

e TcIV foram relacionados ao ciclo silvestre (ZINGALES et al., 2012), mas na 

região Amazônica, Colômbia e Venezuela, casos de doenças humanas por TcI, 

TcIII e TcIV foram descritas, além de estudo no Chile, onde pacientes com 

cardiomiopatia chagásica apresentaram infecção por TcI e TcII (COURA et al., 

2002; MONTEIRO et al., 2010a; MONTEIRO et al., 2010b; CARRASCO et al., 

2012; GUHL; RAMÍREZ, 2013; RAMÍREZ et al., 2013; MUNOZ-SAN MARTÍN 

et al., 2018). Em adição, segundo BAPTISTA et al. (2014), o TcII e seus 

híbridos derivados diretos, TcV e TcVI, parecem estar associados a casos mais 

graves da doença de Chagas em países do Cone Sul, entretanto, nunca foi 

comprovada uma associação robusta de DTU com esses fatores. 

 

 

 
 
 
 



27 
 

METODOLOGIA 
 
 
 
 
 

1. Área de estudo 

1.1 Fragmentos florestais amostrados  

O presente estudo foi realizado em seis fragmentos florestais urbanos, 

escolhidos por relatos prévios de ocorrência de gambá e por logística de 

campo, localizados no município de Campo Grande, Mato Grosso do Sul: área 

1 - Parque Estadual do Prosa (PEP), área 2 - Instituto Salesiano São Vicente 

(ISV), área 3 – Reserva Particular do Patrimônio Natural da UFMS, área 4 - 

Centro de Educação Ambiental Polonês (POLO), área 5 – Nascente do 

Córrego Bandeiras (Chácara Coqueiral - COQUE) e área 6 – Parque Ecológico 

do Anhanduí (ANHAN).  

 

1.2 Caracterização dos fragmentos quanto ao estado de conservação  

Os fragmentos foram classificados quanto ao estado de conservação em 

Conservado (CO) e Menos Conservado (MC) em função de: (i) quantidade de 

espécies vegetais exóticas, (ii) distribuição das espécies vegetais exóticas 

(dentro ou no entorno do fragmento) e (iii) diversidade de pequenos mamíferos 

por fragmento. O índice adotado para o cálculo de diversidade de pequenos 

mamíferos não-voadores para os fragmentos conservados e pouco 

conservados foi o Índice de Shannon, de acordo com (MAGURRAN, 2011). 

 

1.2.1 Levantamento rápido de riqueza de árvores e arbustos 

 O levantamento das espécies de árvores e arbustos foi realizado em 

cada um dos seis fragmentos segundo método de caminhamento descrito por 

FILGUEIRAS et al. (1994) entre agosto e outubro de 2018. Em cada área, 

durante três horas consecutivas, foi registrado o máximo de espécies possível.  

 

1.2.2 Captura de pequenos mamíferos 

A captura de pequenos mamíferos ocorreu entre maio e dezembro de 

2017 por meio de armadilhas tipo Tomahawk (45 x 17,5 x 15 cm) e Sherman 

(42 x 11,5 x 14 cm). As armadilhas foram dispostas no solo em transectos com 
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espaçamento de 10m entre as armadilhas, totalizando 975 armadilhas em 82 

noites de captura (Tabela 1). As armadilhas permaneceram abertas no período 

noturno, sendo checadas no início da manhã, iscadas e rearmadas durante o 

mesmo período, durante cada amostragem por área. A isca utilizada foi uma 

receita contendo banana, paçoca de amendoim, sardinha e aveia.  

 
 

Tabela 1. Distribuição das armadilhas, quantidade, tipo e 

dias amostrados na área. 
        

ÁREA 
n 

ARMADILHAS 
TIPO n DIAS 

PEP 
280 Tomahawk 

13 
120 Sherman 

ISV 120 Tomahawk 12 

 UFMS 
120 Tomahawk 

22 
90 Sherman 

POLO 75 Sherman 12 

COQUE 120 Tomahawk 13 

ANHAN 50 Tomahawk 10 

TOTAL 975   82 

 

 

2. Coleta de material biológico de D. albiventris 

 

Animais menores que 10 cm não foram tiveram material biológico coletado. 

 

2.1 Contenção  

O animal era retirado da armadilha e colocado em um saco de pano para 

a realização da pesagem e cálculo das dosagens de Cetamina (20mg/kg) e 

Xilazina (2mg/kg). Após administração intra-muscular da associação 

anestésica, o animal permanecia vendado e com tampões de orelha para evitar 

estímulos externos durante todo o processo. Ainda, foram monitorados 

parâmetros respiratórios, cardíacos, tempo de preenchimento capilar e 

temperatura corpórea durante todos os procedimentos. Ao fim dos 

procedimentos o animal ficou em observação até a recuperação da sedação e 
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soltura, a qual ocorreu no ponto de captura do indivíduo. Os animais foram 

marcados na base das duas orelhas com brincos numerados (Modelo CA4, 

Anilhas Capri®, Brasil). 

 

2.2 Coleta de sangue e soro  

Com o animal sedado era realizada tricotomia da região da cauda. A 

assepsia foi realizada com sabão antisséptico, álcool 70% iodado e álcool 70% 

(na respectiva ordem, com três aplicações para cada). O sangue foi coletado 

através de agulhas hipodérmicas (20x8) e seringas (3 ml), em tubos com 

anticoagulante e tubos sem anticoagulante. Os tubos sem anticoagulante foram 

centrifugados em centrífuga refrigerada entre 4ºC e 6ºC por 15min a 1500rpm. 

Em seguida, com o auxílio de uma pipeta, o soro foi transferido para um 

criotubo, devidamente identificado e armazenado em ultra-freezer a -80ºC. 

 

2.3 Secreção da glândula de cheiro  

Através de um estímulo mecânico nas glândulas de cheiro, o material 

expelido era recolhido com o auxílio de uma pipeta (P200) para posterior cultivo 

em meio bifásico específico para T. cruzi. Também foi realizado imprinting do 

conteúdo proveniente da glândula em uma lâmina de microscopia.  

 

3. Diagnóstico das espécies de Trypanosoma  

 

Foram considerados como infectados os animais que apresentaram 

positividade para qualquer um dos testes diagnósticos adotados. 

 

3.1 Testes parasitológicos  

Foi realizado o cultivo de sangue (em duplicata) e do conteúdo da 

glândula de cheiro, ambos em meio bifásico NNN (Nicole, Novy, McNean) + LIT 

(Liver Infusion Triptose). Os procedimentos foram realizados em câmara de 

fluxo ou dentro do campo de segurança de um fogareiro. Cultivou-se 250μl de 

sangue total em tubo contendo meio NNN + LIT (em duplicata). Para a 

substância proveniente da glândula de cheiro foi realizado, com pipeta P200, 

movimentos de aspiração e expiração do meio de cultura, de forma que o 

conteúdo nas ponteiras fosse misturado junto ao meio, assim aproveitando a 
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maior quantidade possível da substância. Os tubos foram incubados a 27ºC e 

monitorados quinzenalmente por quatro meses. 

As lâminas de imprinting do conteúdo da glândula de cheiro foram 

coradas com solução comercial pronta para uso (Panótico Rápido – Laborclin, 

código 620529) com três corantes em série. As lâminas foram submersas em 

pé no fixador por 15 segundos; logo após retirar a lâmina do fixador, o excesso 

foi retirado e a mesma colocada no corante I por 15 segundos; em seguida a 

lâmina era removida do corante I e colocada no corante II por 15 segundos. 

Após esse processo as lâminas eram dispostas em uma estante para secagem 

e posterior armazenamento em caixas porta-lâmina. Posteriormente, as 

lâminas da glândula de cheiro foram analisadas em microscópio óptico sob a 

objetiva de 100x para busca do protozoário. 

 

3.2 Sorologia  

As amostras de soro de 43 indivíduos mantidas em ultra-freezer a -80°C 

até o fim da campanha foram enviadas para o Laboratório de Biologia de 

Tripanosomatídeos da FioCruz (Instituto Oswaldo Cruz, Manguinhos - Rio de 

Janeiro/RJ) para realização do teste sorológico. Para a detecção de anticorpos 

anti-T. cruzi foi realizado o teste de Reação de Imunofluorescência Indireta 

(RIFI) adaptado de XAVIER et al. (2014) para gambá-de-orelha-branca 

(Didelphis albiventris). Os soros foram diluídos serialmente e um proporção 

decrescente de 2x (1:10-1:320) e o ponto de corte adotado foi de 1/40 (XAVIER 

et al., 2014). Controles positivos e negativos foram adicionados.  

 

3.3 Diagnóstico molecular, clonagem e sequenciamento 

A detecção molecular de infecção por Trypanosomatidae em gambás (D. 

albiventris) foi realizada por nested Polymerase Chain Reaction (nPCR). O 

DNA genômico foi extraído de 200µl de sangue com EDTA usando o QIAamp 

Blood DNA Mini Kit (Qiagen, Hilden, Germany) de acordo com as instruções do 

fabricante. O DNA total foi diluído com 50µl de tampão de eluição do próprio 

fabricante e foi armazenado a -20°C até o diagnóstico molecular. Foi usado 

como alvo uma região variável do gene 18S rRNA, com primers externos 

TRY927F e TRY927R, e primers internos SSU561F e SSU561R, de acordo 

com SMITH et al. (2008).  
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Os produtos amplificados no 18S rRNA foram submetidos a reação de PCR 

complementar para identificação de espécies de Trypanosoma. Foram 

utilizados os primers D71 e D72 para amplificar a região conservada do DNA 

ribossomal (24Sα rDNA) para T. cruzi (110 e 125 pb), conforme SOUTO e 

ZINGALES (1993) e HERRERA et al. (2015); e os primers TBR1 e TBR2 para 

amplificar a sequência conservada da região satélite correspondente a 164 pb 

para T. evansi, de acordo com MASIGA et al. (1992). Além disso, foi realizado 

PCR direcionado a região específica de 100 pb para T. rangeli através dos 

primers TR1 e TR2, conforme FERNANDES et al. (2001). Cada reação incluiu 

amostras de controles negativo e positivo. Os produtos da PCR foram 

visualizados em gel de agarose a 1,5% após coloração com brometo de etídio.  

No sentido de se realizar a identificação de DTUs de T. cruzi, ou de outras 

espécies de tripanosomatídeos, seis produtos amplificados na PCR do 18S 

rRNA foram encaminhados para o sequenciamento no laboratório ACTGENE 

ANÁLISES MOLECULARES, Alvorada (RS) a partir da qualidade das bandas. 

As sequencias foram analisadas com o software SeqMan Pro™ (Lasergene®) 

e o alinhamento foi realizado com o uso do software BioEdit (HALL, 1999) 

usando os parâmetros padrões.  

A clonagem, realizada pelo Laboratório S-INOVA da UCDB (Campo 

Grande/MS), foi feita diretamente no pGEM-T easy vector (Promega, Madison, 

WI, USA), de acordo com as instruções do fabricante. Foi adotada a 

quantidade de 10 colônias, escolhidas aleatoriamente, por animal para 

sequenciamento e minipreps foram realizados com o Wizard Plus SV Minipreps 

DNA Purification System (Promega, Madison, Wisconsin, USA). 

 

4. Procedimentos éticos 

 

Todos os procedimentos foram conduzidos de acordo as licenças 

concedidas pelo Sistema de Autorização e Informação em Biodiversidade 

(SISBIO) do Instituto Chico Mendes de Conservação da Biodiversidade 

(ICMBio) (Nº 56912-2) e Instituto de Meio Ambiente de Mato Grosso do Sul 

(IMASUL) (Nº 05/2017, processo Nº61/405959/2016). O presente estudo foi 

aprovado pela Comissão de Ética para o Uso de Animais da Universidade 

Católica Dom Bosco, Campo Grande, MS (Nº 001/2017). 
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RESULTADOS 
 
 
 
 
 

1. Caracterização dos fragmentos  

 

Os seis fragmentos florestais urbanos amostrados apresentaram um 

total de 213 espécies de árvores e arbustos distribuídas em 55 famílias. As 

áreas PEP, ISV e COQUE foram classificadas como áreas conservadas, 

enquanto UFMS, POLO e ANHAN foram consideradas como áreas menos 

conservadas (Tabela 2). Ressaltamos que as espécies de árvores e arbustos 

exóticas representam 14% (23/164) nas áreas conservadas, em comparação 

com 37% (49/130) nas áreas pouco conservadas. COQUE e ANHAN 

apresentaram uma porcentagem de espécies exóticas muito próximas, 

entretanto a vegetação exótica no fragmento COQUE estava localizada no 

entorno, enquanto que em ANHAN foi registrada dentro do fragmento. Além 

disso, COQUE apresentou cinco espécies de pequenos mamíferos e ANHAN 

apenas uma (Tabela 3). 

Foram capturados 75 pequenos mamíferos nos fragmentos florestais 

urbanos de Campo Grande/MS (Tabela 3), com um esforço de 7.225 

armadilhas/noite. O esforço de captura para cada um dos fragmentos 

amostrados (Tabela 1) foi diferente em consequência das características de 

cada área. Os fragmentos conservados apresentaram o dobro da diversidade 

de pequenos mamíferos em relação às áreas menos conservadas (Tabela 2 e 

3).  
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Tabela 2. Classificação dos fragmentos florestais amostrados em Campo 

Grande/MS quanto ao estado de conservação por meio da quantidade de 
espécies exóticas, riqueza de pequenos mamíferos não-voadores e índice de 
diversidade. 
 

ÁREA 
ESTADO DE 

CONSERVAÇÃO 
VEGETAÇÃO 

EXÓTICA  

PEQUENOS MAMÍFEROS 

RIQUEZA 
ÍNDICE DE 

DIVERSIDADE 

PEP 

CO 

4% (2/50) 3 

1,3 ISV 6,5% (7/108) 3 

COQUE 13% (14/108) 5 

UFMS 

MC 

31% (26/84) 2 

0,6 POLO 85,7% (12/14) 2 

ANHAN 12,9% (11/85) 1 

 

 
 
Tabela 3. Diversidade e abundância relativa (AR%) de pequenos mamíferos 
capturados em fragmentos florestais urbanos de Campo Grande/MS entre maio 
e dezembro de 2017.  

  FRAGMENTOS 

ESPÉCIES 
CONSERVADAS MENOS CONSERVADAS 

PEP            ISV             COQUE  POLO         UFMS        ANHAN  

Didelphis albiventris 12 (85,7) 3 (50) 10 (52,6) 4 (66,7) 8 (47,1) 13 (100) 

Rattus rattus   2 (33,3) 2 (10,5) 2 (33,3) 9 (52,9)   

Cavia aperea     3 (15,8)       

Dasyprocta azarae     2 (10,5)       

Lutreolina crassicaudata     2 (10,5)       

Gracilinanus sp. 1 (7,1)           

Oligoryzomys sp.   1 (16,7)         

Rhipidomys sp. 1 (7,1)           

 
 

Observamos que D. albiventris e R. rattus foram as espécies mais 

abundantes, representando 86,7% da abundância relativa dos pequenos 

mamíferos capturados em Campo Grande/MS. Ainda, foi notado que D. 

albiventris habita fragmentos florestais independente do seu estado de 

conservação, enquanto que R. rattus foram encontrados em um número três 
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vezes maior na áreas pouco conservadas em relação as áreas conservadas 

(Tabela 3). 

 

2. Infecções por Trypanosoma spp. em D. albiventris 

 

Dos 50 indivíduos de D. albiventris capturados, sete não tiveram material 

biológico coletado devido o critério de tamanho mínimo adotado. As 43 

hemoculturas em duplicata e 22 culturas de secreção da glândula de cheiro 

foram todas negativas. As lâminas de imprinting da secreção de 22 gambás 

também foram negativas à análise microscópica. 

A RIFI mostrou que apenas 4,6% (2/43) dos gambás amostrados 

estavam soropositivos para T. cruzi, ambos com titulação de 1:40 capturados 

na área COQUE. O diagnóstico molecular mostrou que 30% (13/43) dos 

animais coletados estavam positivos para o gene 18S rRNA. Das amostras 

enviadas para sequenciamento, apenas uma (373pb), de um gambá do PEP, 

obteve qualidade suficiente para análise pelo Blast, indicando 100% de 

cobertura e identificação com uma sequência já depositada (número de 

acesso: AF301912.1) de T. cruzi-TcII. As demais cinco sequências 

apresentaram sobreposição de picos e ruídos, o que impossibilitou a análise.  

A PCR para o gene 24Sα rDNA mostrou que todos os 13 gambás 

positivos no 18S rRNA estavam infectados por T. cruzi. Os testes moleculares 

para T. rangeli e T. evansi foram negativos. Dos animais positivos no 

diagnóstico molecular para T. cruzi, apenas um foi soropositvo. A ocorrência da 

infecção por T. cruzi em D. albiventris quanto aos fragmentos mostra que as 

áreas conservadas COQUE e PEP apresentaram 60% e 41,7%, 

respectivamente, enquanto que uma área menos conservada, UFMS, 

apresentou 37,5%. 

A clonagem revelou que outras espécies do gênero Trypanosoma, além 

de T. cruzi, infectam D. albiventris nos fragmentos florestais de Campo Grande. 

O sequenciamento das colônias revelaram 100% de cobertura e 99% de 

identidade com uma sequência já depositada (número de acesso: MF403111.1) 

de Trypanosoma lainsoni. Ainda, as análises do sequenciamento identificaram 

uma sequência de nucleotídeos ainda não depositada no GenBank, uma Nova 

Unidade Molecular Taxonômica (NUMT), classificada aqui como DID (originário 
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do gênero do hospedeiro, Didelphis) (Figura 5). Visto que esses dois indivíduos 

estavam positivos pata T. cruzi (24Sα rDNA), eles se encontravam co-

infectados no momento da coleta. 

 

 

Figura 5. Análise filogenética da sequência de Trypanosoma sp. (DID) no clado 
T. cruzi, encontrado em um indivíduo de D. albiventris capturado na Chácara 
Coqueiral, Campo Grande/MS em outubro de 2017. 

 

Por fim, foi observado que o estado de conservação foi determinante na 

riqueza de espécies do gênero Trypanosoma identificados nos fragmentos 

amostrados. De fato, os fragmentos conservados apresentaram três espécies 

de Trypanosoma, enquanto que os D. albiventris capturados fragmentos menos 

conservados estavam infectados apenas por T. cruzi (Tabela 4). 

 

Tabela 4. Espécies de Trypanosoma e estado de conservação dos fragmentos 
florestais urbanos de Campo Grande, MS. 
 

ESTADO DE 
CONSERVAÇÃO 

Trypanosoma spp.  

Conservado 
T. cruzi, T. lainsoni, 

Trypanosoma sp. (DID)  

Pouco Conservado T. cruzi 
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DISCUSSÃO 
 
 
 
 
 

Nossos resultados mostraram que todos os fragmentos florestais 

amostrados apresentaram algum nível de alteração ambiental, como 

demonstrado pela mais alta abundância relativa de D albiventris em todos os 

fragmentos amostrados, independente do estado de conservação, e a 

presença de R. rattus em ambos fragmentos mesmo com uma abundância 

baixa em áreas conservadas. Este fato era esperado visto que ambientes 

urbanos não apresentam ligações entre os fragmentos, fator que compromete a 

diversidade de mamíferos e favorece espécies com maior plasticidade 

adaptativa, como Didelphis spp. (OLIFIERS et al., 2005; CRUZ-SALAZAR et 

al., 2014). Entretanto, baseado na riqueza de espécies de pequenos mamíferos 

e de espécies arbustivas e arbóreas, pudemos separar claramente três 

fragmentos conservados e três pouco conservados na cidade de Campo 

Grande, MS. Em relação aos fragmentos conservados, esses apresentaram 

maior índice de diversidade de pequenos mamíferos, fato que está associado 

com a maior riqueza de habitats, oferecido pela maior variedade de espécies 

vegetais arbóreas e arbustivas registradas nessas áreas. 

A representatividade ecológica dos fragmentos florestados na cidade de 

CG pode ser melhor compreendida quando observamos a funcionalidade das 

espécies de pequenos mamíferos em cada área. Nesse sentido, R. rattus, 

encontrado em maior número nas áreas pouco conservadas (n=11) em relação 

às áreas conservadas (n=4), indica degradação ambiental (BONVICINO et al.; 

2002). Os dois indivíduos de R. rattus capturados em uma área conservada 

sugere que, embora R. rattus possa ser utilizado como indicador de 

degradação de habitats, essa espécie também pode eventualmente ocorrer em 

áreas conservadas cercada por presença humana, como em algumas 

Unidades de Conservação no estado de São Paulo (BONVICINO et al., 2002). 

O registro de pequenos mamíferos com hábitos arborícolas como Gracilinanus 

sp., Oligoryzomys sp. e Rhipidomys sp. ou ambientes ripários como L. 

crassicaudata, corrobora o melhor estado de conservação dos fragmentos 

(SILVA, 1994; EMMONS; FEER, 1997; CAMARGO, 2015). A armadilhagem 
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restrita apenas ao solo selecionou animais que exploram esse nicho, excluindo 

aqueles de dossel, resultando em uma sub–amostragem das espécies locais. 

Mesmo assim, a riqueza de pequenos mamíferos reportada no presente estudo 

é maior que a relatada por outros autores em fragmentos urbanos no Brasil 

(PENTER et al., 2008; RODRIGUES et al., 2016; DORNELLES et al., 2017).  

Os hemocultivos negativos indicam que os gambás dos fragmentos 

florestais de Campo Grande, MS apresentaram baixa parasitemia no momento 

da coleta e, por consequência, baixa capacidade infectiva para o inseto vetor, 

uma vez que, hemoculturas positivas revelam que o animal constitui uma 

potencial fonte infectiva (JANSEN et al., 2018). Deste modo, a manutenção do 

parasito no ambiente possivelmente pode estar ocorrendo através da 

participação de outras espécies de hospedeiros mamíferos que ocorrem nos 

fragmentos da cidade, como o quati (COSTA et al., 2009), que possam 

apresentar elevadas parasitemias para T. cruzi. Ou pode haver ciclos 

exclusivos no dossel, uma vez que esses animais não foram amostrados. 

Como T. cruzi é um parasita de grande sucesso evolutivo por infectar 

vários tipos celulares, centenas de espécies de mamíferos, e ser transmitido 

por dezenas de espécies de triatomíneos (JANSEN et al., 2015) sua 

manutenção em determinado ambiente, incluindo aqueles que estão 

constantemente sobre influência antrópica, é garantida.  

A sorologia para T. cruzi com a titulação de 1/40 nos dois indivíduos 

soropositivos deve ser vista com cautela (OSTERMAYER; CASTRO, 1997) por 

se tratar de um ponto de corte que poderia indicar reação cruzada com outras 

espécies de Trypanosoma. Esse fato pode ser exemplificado por um animal 

soropositivo apresentar positividade na PCR para T. cruzi (24S) e para 

Trypanosoma sp. (DID) (sequenciamento da clonagem de 18S). O outro animal 

soropositivo apresentou negatividade na PCR, indicando parasitemia não 

detectável, característico de infecções tardias por T. cruzi (JANSEN et al., 

1991; MOREIRA et al., 2013; ELISEI et al., 2018). 

Interessantemente, dos 13 animais positivos no teste molecular para T. 

cruzi, 12 estavam soronegativos, podendo sugerir que eles foram amostrados 

nas primeiras duas semanas pós-infecção, período em que os níveis séricos de 

anticorpos não são suficientes para detecção pela RIFI (BAHIA et al., 2002; 

BERN et al., 2008; PEREIRA; NAVARRO, 2013). Como a infecção 
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experimental de T. cruzi via oral em D. aurita resultou em uma soroconversão 

tardia (ANA MARIA JANSEN, comunicação pessoal), possivelmente os D. 

albiventris que habitam fragmentos florestais em CG/MS possam estar se 

infectando através da alimentação de reduvídeos parasitados. 

Devemos considerar que a confiabilidade dos testes de diagnóstico 

sorológico para T. cruzi vem sendo discutida e atualmente a Organização 

Mundial da Saúde tem recomendado o uso de dois testes sorológicos 

simultâneos para diagnóstico da infecção por T. cruzi em humanos 

(MINISTÉRIO DA SAÚDE, 2005). Porém, há um elevado número de resultados 

inconclusivos em bancos de sangue do mundo todo resultando na perda de 

bolsas de sangue e aumento do risco de transmissão de T. cruzi por transfusão 

sanguínea (GERRAUD et al., 2007; SCHMUNIS, 2007; BASILE et al., 2011). 

Ainda, a baixa prevalência de soropositividade observada nos os gambás pode 

estar, entre outros, associada ao genótipo TcII de T. cruzi, pois sabe-se que 

Didelphis spp. controlam a infecção por TcII, único genótipo detectado no 

presente trabalho em um indivíduo soro negativo, para níveis quase 

indetectáveis muito rapidamente (JANSEN et al., 2018). 

  Embora a associação entre Didelphis spp. e TcI venha sendo relatada 

(YEO et al., 2005; ACOSTA et al., 2017), o genótipo TcII vem foi reportado em 

infecções únicas ou mistas com outros genótipos de T. cruzi e/ou T. rangeli em 

varias espécies de mamíferos silvestres em todos os biomas brasileiros. Em 

relação à gambás, este genótipo foi descrito na Amazônia em D. marsupialis, 

na Mata Atlântica em D. aurita. Entretanto, para D. albiventris, foi relatado TcII 

apenas na Caatinga em associação com TcV/VI (JANSEN et al., 2015, 2018). 

Essa DTU era classicamente associada ao ciclo doméstico e com as formas 

crônicas severas da doença de Chagas em seres humanos, incluindo 

manifestações cardíacas e digestivas (MILES et al. 1981, ZINGALES et al. 

1998, 2012, FREITAS et al. 2005, LAGES-SILVA et al. 2006). Atualmente esse 

perfil mudou, uma vez que a absoluta maioria dos casos de DC acontece na 

Amazonia por via oral e pelos genótipos TcI e TcIV.  

A sobreposição dos picos observados nas sequências obtidas do gene 

18SrRNA sugerem a presença de infecções mistas. Neste contexto, a 

clonagem dos produtos amplificados do gene 18SrRNA, embora laboriosa e 

seletiva, pôde detectar outras diferentes espécies de Trypanosoma além 
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daquelas usualmente reportadas para D. albiventris, como T. cruzi e T. rangeli. 

Deste modo, detectamos pela primeira vez em D. albiventris a infecção por T. 

lainsoni e a identificação de uma NUMT, Trypanosoma sp. (DID).  

Até então, T. lainsoni havia sido reportado apenas duas vezes, ambas 

em roedores na Amazônia (NAIFF; BARRETT, 2013; ORTIZ et al., 2018). O 

fato de encontramos uma infecção natural por T. lainsoni em D. albiventris, 

associado ao insucesso da infecção experimental de T. lainsoni em D. 

marsupialis por NAIFF e BARRETT (2013), mostra que há muito a ser 

estudado sobre a biologia e ecologia de representantes do gênero 

Trypanosoma. O encontro de T. lainsoni em D. marsupialis indica duas 

situações: (i) T. lainsoni é uma espécie generalista em relação ao numero de 

espécies de mamíferos que parasita, e (ii) T. lainsoni pode estar se adaptando 

a um novo  hospedeiro. De fato, a troca de hospedeiros vem sendo reportado 

como um fenômeno biológico comum na formação de associações simbióticas 

(AGOSTA et al., 2010; ARAÚJO et al., 2015).  

No que diz respeito ao Trypanosoma sp. (DID), encontramos 100% de 

cobertura e 98% de identidade com uma sequência de morcego (KT368796) do 

gênero Trachops sp., capturado no Rio Grande do Norte (LIMA et al., 2015). A 

proximidade filogenética de Trypanosoma sp. (DID) com uma sequência de um 

tripanosoma de morcego, mostra que essa NUMT pode ter tido caminho 

evolutivo semelhante com o descrito para o clado T. cruzi em “The Bat 

Seeding” Hypothesis (HAMILTON et al., 2012), cuja proximidade entre seus 

principais hospedeiros, morcegos e gambás, teve papel fundamental na origem 

do clado, através de adaptações sequenciais a novos hospedeiros. De fato, 

Didelphis spp. são considerados antigos reservatórios hospedeiros do T. cruzi 

(JANSEN, et al., 1999; 2015; 2018). 

O registro de infecção natural por T. lainsoni e Trypanosoma sp. (DID) 

em D. albiventris no presente estudo mostra as lacunas ainda existentes em 

relação à ecologia das espécies do gênero Trypanosoma e reforça a interação 

biológica do parasita com Didelphis spp. A teoria da adaptação ecológica prevê 

que, em alguns casos, as adaptações evoluíram em um ambiente particular (o 

hospedeiro) e podem permitir que o organismo sobreviva sob diferentes 

condições e colonize com sucesso o novo ambiente, no caso, um novo tecido 

ou espécie  hospedeira (MÁCOVÁ et al., 2018). Como a adaptação ecológica 
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pode acontecer mais rapidamente quando o repertório genético do parasita 

contem informações genéticas específicas que permita colonizar o novo 

hospedeiro (AGOSTA, 2006), podemos hipotetizar que o gênero Trypanosoma 

possui uma enorme plasticidade genotípica adaptativa que favoreça (a) 

colonizar uma nova espécie hospedeira que apresente um recurso muito 

semelhante ao hospedeiro ancestral, adaptação ecológica via rastreio de 

recursos, (b) colonizar hospedeiros que apresentem novos recursos (AGOSTA; 

KLEMENS, 2008). Em soma, esse achado mostra que a riqueza de 

Trypanosoma spp., bem como a distribuição das diferentes espécies ainda é 

subestimada. 

Segundo DARIO et al. (2017b), ferramentas moleculares com alto poder 

discriminatório tem permitido a identificação de novas espécies de 

Trypanosoma, como a identificação de Trypanosoma sp. (DID), bem como de 

novas espécies de hospedeiros, como a infecção de T. lainsoni em D. 

albiventris relatada no presente estudo. A diversidade de pequenos mamíferos 

observada nos fragmentos conservados do presente trabalho pode ter uma 

forte relação com a riqueza de espécies de Trypanosoma encontradas em D. 

albiventris, como relatado por XAVIER et al. (2007)  para T. cruzi.  

Pela diversidade de espécies de Trypanosoma spp. encontradas 

parasitando Didelphis spp, esse grupo de marsupiais podem ser considerados 

como bioacumuladores de Trypanosoma spp. muito provavelmente por 

habitarem diferentes nichos no ecótopo silvestre, peri-domicílio e habitações 

rurais e urbanas; (ii) se alimentarem de pequenos vertebrados e artrópodes, e 

(iii) terem uma ancestralidade evolutiva comum aos tripanosomas (JANSEN et 

al., 2018).  
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CONCLUSÕES 
 
 
 
 
 

Nossas observações nos permitem concluir que: 

 

 A perda da diversidade nos fragmentos aparenta ser fator 

determinante para a expressiva abundância de D. albiventris e R. 

rattus; 

 Em fragmentos florestais urbanos de CG MS, o gambá D. 

albiventris é capaz de albergar diferentes espécies de 

Trypanosoma spp.; 

 O uso de ferramentas de diagnóstico com maior poder de 

resolução é importante para avaliações de infecções 

subpatentes, bem como para a distinção de riqueza de espécies 

de Trypanosoma;  

 A riqueza de espécies do gênero Trypanosoma que infectam D. 

albiventris está relacionada com o estado de conservação dos 

fragmentos florestais urbanos de Campo Grande, MS;  

 Trypanosoma lainsoni, antes descrito apenas em roedor, também 

é capaz de infectar D. albiventris, colocando em questão a 

especificidade parasitária no gênero; 

 A diversidade de Trypanosoma spp. ainda é subestimada. 
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