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RESUMO 
 

Os municípios de Niterói e Maricá (RJ), a partir dos anos 70, vem sofrendo um processo de 
impacto ambiental intenso e a ocorrência esporádica de casos humanos e caninos de 
leishamaniose tegumentar americana tem sido associada com a ocupação humana próximo 
às encostas da Serra da Tiririca. O Parque Estadual da Serra da Tiririca (PESET) inserido 
entre estes dois municípios, área de preservação recentemente criada, representa uma das 
poucas áreas com resíduos de mata atlântica tão próxima da área urbana. As 
leishmanioses, doenças com diversas manifestações clínicas, causadas por protozoários 
flagelados do gênero Leishmania, é transmitida pelos flebotomíneos (Psychodidae: 
Phlebotominae). No Brasil as leishmanioses tegumentar e visceral são, cada vez mais, 
doenças periurbanas; nesses ambientes, a falta de saneamento e coleta de lixo esporádica 
ou inexistente favorece e contribui para o aumento dos criadouros dos flebotomíneos, o que 
aumenta o risco da doença. A pobreza está associada a fatores ecológicos que podem 
aumentar esse risco, como as condições precárias de moradia, permitindo a entrada dos 
flebotomíneos e proporcionando locais de repouso durante o dia. Dentro do Projeto Brasil 
sem Miséria, proposto pelo governo federal, o presente trabalho tem como objetivo avaliar o 
papel epidemiológico das leishmanioses, em algumas  das comunidades inseridas na área 
do PESET em Niterói e Maricá, através da pesquisa da fonte alimentar, infecção natural e 
avaliação dos animais sinantrópicos. Foram realizadas coletas periódicas, no período de 
junho de 2013 a abril de 2016, em ambiente silvestre e peridomiciliar.  Os insetos foram 
capturados com a utilização de armadilhas luminosas CDC (modelo HP) em 4 áreas 
diferentes, além das armadilhas utilizadas durante as duas expedições para captura de 
pequenos mamíferos (estação seca e chuvosa). Para a coleta destes últimos animais, 
foram utilizadas armadillhas tipo live-trap, dos modelos Tomahawk® e Sherman®, 
distribuídas em 6 transectos em cada expedição, com 15 estações de captura em cada. Em 
todo o trabalho foram coletados 4402 flebotomíneos, sendo 2468 machos (56,1%) e 1934 
fêmeas (43,9%), de 11 espécies pertencentes a 8 gêneros: Migonemyia migonei (39,85%), 
Evandromyia tupynambai (21,07%), Micropygomyia schreiberi (16,39%), Brumptomyia 
cunhai (5,51%), Br. nitzulescui (3,49%), Nyssomyia intermedia (3,24%), Ev. cortelezzii 
(2,68%), Lutzomyia longipalpis (2,27%), Ev. edwardsi (2%), Ev. spp (1,78%), Br. spp 
(1,07%), Psathyromyia pelloni (0,41%) e Pintomyia bianchigalatiae (0,22%). Destas, Ev. 
tupynambai e Mi. schreiberi  foram encontradas naturalmente infectadas por Leishmania 
spp. pelo método molecular de PCR multiplex. No diagnóstico para fonte alimentar, apenas 
duas espécies de aves foi detectado, Gallus gallus e Cairina moschata (pato do mato). 
Dentre os pequenos mamíferos, foram capturados 32 exemplares, das seguintes espécies, 
Trinomys eliasi (31,25%), Didelphis aurita (28,12%), Philander frenatus (18,75%), 
Metachirus nudicaudatus (6,25%), Trinomys sp. (6,25%) e Oligoryzomys nigripes, 
Monodelphis gr. americana, Gracilinanus microtarsus com 3,13% cada. Nenhum com 
registro de infecção por Leishmania sp. Portanto, Ev. tupynambai foi espécie de maior 
frequência e Mg. migonei a de maior abundância, sugerindo a possibilidade desta  ser o 
principal  vetor na localidade; Lu. longipalpis, principal vetor da Leishmania infantum, 
capturada em maior quantidade agora, sugerindo o início de sua expansão na região; Em 
Itacoatiara (subsede do PESET), Ev. tupynambai pode ser a espécie mantenedora do ciclo 
de transmissão da leishmaniose neste ambiente. 
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Abstract  

 
Since 1970’s, Niterói and Maricá municipalities are undergoing a process of intense 
environmental impact, and the occurrence of sporadic human and canine cases of 
American Tegumentary Leishmaniasis has been associated with human occupation 
near slopes of Serra da Tiririca. The Serra da Tiririca state park (PESET) is located 
between both municipalities, is a natural area preserved recently created and represents 
one of few areas with residual Atlantic forest close to an urban area. The leishmaniasis, 
diseases with large clinical manifestations, caused by flagellate protozoan parasites of 
the genus Leishmania, is transmitted by sandflies, small insects of order Diptera, family 
Psychodidae and subfamily Phlebotominae. In Brazil, tegumentary and visceral 
leishmaniasis are, increasingly, peri-urban diseases; In these environments, both poor 
sanitation and rubbish collection support the increase of sand flies breeding sites which 
consequently increases the risk of the disease. Poverty is associated with ecological 
factors that can increase risk, such as poor housing conditions (mud walls and cracked 
walls) that allow entry and provide resting sites during the day for sand flies. Within 
Brasil sem miséria program, proposed by brazilian federal government, the main goal of 
this study is to evaluate the epidemiological aspects of leishmaniasis in some of the 
communities located in the area of Serra da Tiririca State Park in Niterói and Maricá, 
through the research of food source, natural infection and evaluation of synanthropic 
animals. Periodic collections were carried out, from June 2013 to April 2016, in a wild 
and peri domiciliary environment. The insects were captured using HP light traps (CDC 
type) in 4 different areas, in addition to the traps used during two expeditions to capture 
small mammals (dry and rainy season). For the mammals capture, live-trap, 
Tomahawk® and Sherman® models trap were used, distributed in 6 transects in each 
expedition, with 15 capture stations in each. A total of 4402 phlebotomines were 
collected, 2468 males (56.1%) and 1934 females (43.9%), of 11 species of  8 genus: 
Migonemyia migonei (39.85%), Evandromyia tupynambai (21, 07), Micropygomyia 
schreiberi (16.39%), Brumptomyia cunhai (5.51%), Br. nitzulescui (3.49%), Nyssomyia 
intermedia (3.24%), Ev. cortelezzii (2.68%), Lutzomyia longipalpis (2.27%), Ev. edwardsi 
(2%), Ev. spp (1.78%), Br. spp (1.07%), Psathyromyia pelloni (0.41%) and Pintomyia 
bianchigalatiae (0.22%). Of these species, Ev. tupynambai and Mi. schreiberi were 
found naturally infected by Leishmania spp. by the molecular method. In the food source 
diagnosis, only two bird species were detected, Gallus gallus and Cairina moschata 
(Muscovy duck). Among the small mammals, 32 specimens of the following species, 
Trinomys eliasi (31.25%), Didelphis aurita (28.12%), Philander frenatus (18.75%), 
Metachirus nudicaudatus (6.25%), Trinomys sp. (6.25%) and Oligoryzomys nigripes, 
Monodelphis gr. americana, Gracilinanus microtarsus with 3.13% each. None infected 
with Leishmania sp. Therefore, Ev. tupynambai presented higher frequency and Mg 
migonei was the one of greater abundance, suggesting the possibility of this specie 
being the main vector in the area; Lutzomyia longipalpis, the main vector of Leishmania 
infantum, was captured in greater number, suggesting the beginning of its expansion in 
the region; In Itacoatiara (substation of PESET), Evandromyia tupynambai may be the 
specie that maintains the transmission cycle of leishmaniasis in this environment. 
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1. INTRODUÇÃO  

 
1.1 – Leishmanioses – Aspectos gerais 
 

As leishmanioses, consideradas um conjunto de doenças tropicais, são as mais 

negligenciadas no mundo. Acometendo mais de 12 milhões de pessoas, 2 milhões de 

novos casos a cada ano e 350 milhões de pessoas com risco de contrair a infecção, 

principalmente em áreas, onde as taxas de incidência de populações pobres são altas.  

Atinge um total de 98 países, com relatos de transmissão endêmica, em todo o mundo 

(Alvar et al. 2006; Alvar et al. 2012). 

A pobreza é um dos fatores determinante no contexto das leishmanioses, porém 

não o principal (Alvar et al. 2006). Baixa renda per capita, muitas vezes abaixo de US$ 

1/dia, são relatados em estudos de pacientes com leishmaniose em Bihar (Thakur 

2000), Nepal (Adhikari & Maskay 2003, Bangladesh (Anoopa Sharma et al. 2006) e 

Brasil (Santos et al. 2000).  

A pobreza está associada a fatores ecológicos que podem aumentar o risco de 

transmissão, como as condições precárias de moradia (paredes de barro e com 

rachaduras) que permitem a entrada e que proporcionam locais de repouso durante o 

dia para os insetos vetores, os flebotomíneos (Quinnell & Dye 1994; Bern et al. 2000; 

Bern et al. 2005; Barnett et al. 2005; Ranjan et al. 2005). Pois tais insetos desenvolvem-

se em criadouros constituídos por solos úmidos, ricos em matéria orgânica, entre raízes 

expostas, embaixo de folhas caídas, pedras e ambientes antrópicos, bem como 

chiqueiros, galinheiros e estábulos, sempre que existam condições adequadas (Brazil & 

Brazil, 2003) 

As leishmanioses são zoonoses causadas por várias espécies de protozoários 

flagelados do gênero Leishmania Ross, 1903. Esse gênero está incluído na ordem 

Kinetoplastida, família Trypanosomatidae. Estes, por sua vez, são transmitidos pelas 

fêmeas de flebotomíneos. As leishmânias são protozoários heteroxênicos, parasitas 

intracelulares obrigatórios. Seu ciclo tem a participação de um hospedeiro definitivo, um 

mamífero e um hospedeiro intermediário, o flebotomíneo (Forattini 1973; Gontijo & 

Carvalho, 2003). 

As leishmanioses estão elencadas entre as doenças mais complexas e diversas 

entre as transmitidas por vetores. Sua ecologia e epidemiologia, engloba diversas 
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espécies de reservatórios, diferentes espécies de flebotomíneos vetores e 

aproximadamente 20 espécies de parasitos. Estas doenças possuem ampla variação 

geográfica, geralmente com uma distribuição focal. Tais agravos ocorrem em mais de 

100 países, de clima  tropical e subtropical, em ciclos zoonóticos e antroponóticos 

(Ashford 1996; Lainson & Shaw 1987; Brazil et al. 2015). 

Em sua epidemiologia, o hospedeiro silvestre, pode ser considerado, como 

reservatório natural das leishmanias. Em hospedeiros acidentais, incluindo o homem e 

animais domésticos, comumente a infecção é sintomática (Lainson et al., 1983).  

A doença pode apresentar diferentes formas clínicas, dependendo da espécie de 

Leishmania envolvida e da relação do parasito com seu hospedeiro, podendo ser 

classificadas em quatro formas clínicas: leishmaniose visceral, leishmaniose cutânea, 

leishmaniose cutânea mucosa e leishmaniose cutânea difusa. Sendo as duas 

principais: leishmaniose cutânea ou tegumentar e a visceral (Saraiva et al. 1989; 

Lainson & Rangel 2005). 

 

1.2 – Leishmaniose Visceral 

A leishmaniose vísceral (LV), também conhecida como Calazar, é uma doença 

crônica grave, potencialmente fatal para o homem, cuja letalidade pode alcançar 10% 

quando não se institui o tratamento adequado (Gontijo & Melo, 2004; WHO 2016). 

Também  é considerada emergente em indivíduos portadores da infecção pelo vírus da 

imunodeficiência adquirida (HIV), tornando-se uma das doenças mais importantes da 

atualidade. Caracteriza-se por episódios irregulares de febre, perda de peso, aumento 

do baço e do fígado e anemia. Tem ampla distribuição geográfica, ocorrendo na Ásia, 

na Europa, no Oriente Médio, na África e nas Américas (Alvar et al. 2012; Brasil, 2014) 

(Fig. 1.1), com um total estimado de 200 milhões de pessoas vivendo sob risco de 

adquirirem a infecção. Estima-se que entre 200 a 400 mil novos casos ocorrem a cada 

ano. Em 2014, mais de 90% dos novos casos notificados à Organização Mundial da 

Saúde (OMS) ocorreram em 6 países: Brasil, Etiópia, Índia, Somália, Sudão do Sul e 

Sudão. Programas para eliminação e o controle da LV no Sudeste Asiático estão 

alcançando progressos, e os casos estão diminuindo nos três principais países 

endêmicos: Bangladesh, Índia e Nepal (WHO, 2016; Gontijo & Melo, 2004; Sharma e 

Singh, 2008).  
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Figura 1.1: Endemicidade da Leishmaniose Visceral no mundo, dados de 2013. Fonte: 
adaptado de WHO (2015)  
 

Na América do Sul e Central, a leishmaniose visceral se estabeleceu através de 

cães infectados trazidos por colonos de Portugal e da região do Mediterrâneo (Kuhls et 

al. 2011). Tem se apresentado cada vez mais um perfil periurbano, decorrente da falta 

de saneamento e coleta de lixo esporádica ou inexistente, propiciando o aumento dos 

criadouros dos flebotomíneos, e risco do surgimento de casos da doença (Tesh 1995; 

Costa et al. 2005). Atualmente a doença já foi descrita em pelo menos 12 países da 

América Latina, sendo que 90% dos casos ocorrem no Brasil, onde é considerada uma 

antropozoonose endêmica/epidêmica rural e periurbana, com forte tendência a 

urbanização (Rangel & Vilela, 2008; Marzochi et al. 2009; Salómon et al. 2015). A 

ocorrência da doença em uma determinada área depende basicamente da presença do 

vetor susceptível e de um hospedeiro/reservatório igualmente susceptível. A espécie 

Lutzomyia longipalpis é o principal vetor da Leishmania infantum nas Américas.  No 

Brasil também foi incriminado como vetor Lu. cruzi nos estados do Mato Grosso 

(Missawa et al. 2011; De Brito et al. 2014a e 2014b) e  Mato Grosso do Sul (Pita-Pereira 

et al. 2008; dos Santos et al. 1998; Casaril et al. 2014; De Oliveira et al. 2015). E 

recentemente, no estado de Pernambuco, Mygonemyia migonei foi encontrada 

infectada naturalmente, através de PCR-multiplex, e pode ser considerada como 

potencial vetor da Leishmania infantum em cães (Carvalho et al., 2010). 
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Deane & Grimaldi (1985) estimaram até 1984, que de um total de 8.959 casos 

registrados no Brasil, 7.882 estavam na região Nordeste (Lainson & Rangel, 2005). Em 

meados dos anos 80, constatou-se uma transformação drástica na distribuição 

geográfica da LV. A doença, antes restrita às áreas rurais do nordeste brasileiro, 

avançou para outras regiões indenes alcançando inclusive a periferia de grandes 

centros urbanos. Atualmente a maior incidência de LV ainda se encontra no Nordeste, 

com aproximadamente 48% do total de casos do país, seguido das regiões Sudeste, 

Norte, Centro-Oeste e, por último a região Sul. Em 21 dos 26 estados brasileiros já 

foram registrados casos autóctones de LV (Lainson & Rangel, 2005; MS, 2014). A partir 

dos anos 90, os estados do Pará e Tocantins, na região Norte, Mato Grosso do Sul, 

região Centro Oeste, e Minas Gerais e São Paulo, na região Sudeste, passaram a influir 

de maneira significativa nas estatísticas da LV no Brasil (Gontijo & Melo, 2004; MS, 

2014). 

 

1.3 – Leishmaniose Tegumentar 

A leishmaniose tegumentar (LT) é uma doença antiga com relatos e descrições 

na literatura desde o século I d.C. na Ásia Central ao norte do Afeganistão, onde era 

conhecida como “Úlcera de Balkh” (Laveran, 1917). Os primeiros registros nas 

Américas foram relatados em cerâmicas pré-colombianas, entre 400 e 900 anos do 

século I d.C., feitas por nativos do atual Peru, no qual apresentava imagens humanas 

com mutilações de lábios e nariz, caracterizando os sintomas da leishmaniose cutâneo-

mucosa (Lainson e Shaw, 1988). Através de estudos de paleomedicina, foram 

descobertas múmias com lesões de pele e mucosas característica primordial da 

leishmaniose (Santos e Coimbra, 1994). 

A LT é a forma mais comum de leishmaniose e provoca lesões cutâneas, 

principalmente úlceras, em partes expostas do corpo, resultando em cicatrizes de longa 

duração e incapacidade grave. Apresenta uma distribuição mundial, e são endêmicas 

em 88 países, 22 são do Novo Mundo e 66 do Velho Mundo, sendo sua notificação 

compulsória em apenas 30 deles. (Fig. 1.2) Estima-se que 350 milhões de pessoas 

vivem em regiões endêmicas correndo o risco de contrair a infecção. Cerca de 0,7 

milhão a 1,3 milhão de novos casos ocorrem anualmente em todo o mundo, onde cerca 

de 95% dos casos de LT ocorrem nas Américas, na bacia do Mediterrâneo, no Oriente 



 

5 

 

Médio e na Ásia Central. Mais de dois terços dos novos casos de LT ocorrem em 6 

países: Afeganistão, Argélia, Brasil, Colômbia, Irã e Síria (Alvar, 2012; WHO, 2016). 

 

 

 

Figura 1.2: Endemicidade de leishmaniose tegumentar no mundo, dados de 2013 - Fonte: 
adaptado de WHO (2015). 

 

No Novo Mundo, a LT ocorre do sul dos Estados Unidos até o norte da 

Argentina, com exceção do Chile e Uruguai, causando diversas formas clínico-

epidemiológicas (Lainson & Rangel, 2005; Aguiar et al. 2014; MS, 2014). 

No Brasil, a primeira confirmação de um caso de leishmaniose com lesões 

cutâneas e nasofaríngeas se deu na cidade de Bauru, interior do estado de São Paulo 

em 1909 por Lindenberg, que encontrou formas de Leishmania idênticas à Leishmania 

(Leishmania) tropica (Wright, 1903), um dos agentes da LT do Velho Mundo, em 

indivíduos que trabalhavam nas matas do interior do estado (Pessôa e Martins, 1982). 

Gaspar Vianna, em 1911, (citado por Silveira et al., 1997) em suas observações, 

considerou o parasito diferente da Leishmania tropica, e deu o nome de Leishmania 

(Viannia) braziliensis (Vianna, 1911), ficando assim denominado o agente etiológico da 

"úlcera de Bauru", "ferida brava" ou "nariz de tapir". 

Na leishmaniose tegumentar, as leishmanias são parasitas de células cutâneas e 

de mucosas. Quando o parasito é inoculado, uma lesão cutânea, de aspecto pápulo-
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vesiculoso, é formada no local da picada (Leishmaniose Cutânea - LC), que pode 

regredir e sofrer cura espontânea ou evoluir para uma lesão arredondada de borda 

endurecida. Em outros casos a infecção pode disseminar-se para outros pontos e áreas 

do corpo surgindo lesões cutâneas disseminadas (Leishmaniose Cutânea Difusa - LCD) 

pela ausência de resposta imune, podendo ocorrer ainda a invasão das mucosas, 

comumente da nasofaríngea (Leishmaniose Cutânea Mucosa - LCM). Nestas formas 

clínicas, as leishmanias envolvidas são específicas (Gontijo & Carvalho, 2003; Brazil et 

al. 2015). 

Nas duas últimas décadas, a LT tem se expandido em praticamente todos os 

Estados, com surtos epidêmicos ocorrendo em todas as regiões do País, tornando-se 

um importante problema de saúde pública.  

Nos últimos anos, o Mistério da Saúde registrou uma média anual de 26 mil 

novos casos de LT no país. Entre 2001 e 2010 foram registrados no Brasil 269.855 

casos confirmados de LT (DataSus2015). Sua importância reside não somente na sua 

alta incidência e ampla distribuição geográfica, mas também na possibilidade de 

assumir formas que podem determinar lesões destrutivas, desfigurantes e também 

incapacitantes, com grande repercussão no campo psicossocial do individuo (Lainson, 

1988; Gontijo & Carvalho, 2003).  

É uma doença com diversidade de agentes, de reservatórios e de vetores que 

apresenta diferentes padrões de transmissão e um conhecimento ainda limitado sobre 

alguns aspectos, o que a torna de difícil controle (MS, 2014).  

 

1.4 - Leishmaniose no Rio de Janeiro 

No estado do Rio de Janeiro, o primeiro caso autóctone de leishmaniose cutânea 

foi registrado por Rabello em 1913, posteriormente, houve relatos da doença nos 

bairros de Realengo, Jacarepaguá, Gávea e Águas Férreas (Dutra e Silva, 1915; 

Aragão et al. 1922). Outros registros da doença em áreas rurais de outras cidades no 

estado, foram efetuados, porém não despertou interesse das instituições de saúde. Nos 

anos 70, com alguns focos relatados em várias áreas do estado, aumentou interesse e 

preocupação sobre a questão. Desde então, a doença endêmica foi concentrada, na 

cidade do Rio de Janeiro, na região do Maciço da Pedra Branca (zona oeste da cidade). 

Em 1986, no município de Mesquita, limítrofe com os  municípios de Nova Iguaçu e Rio 
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de Janeiro, um surto da doença foi relatado na área ocupada pelo Maciço do Gericinó 

(Oliveira-Neto et al. 1988). Esta região apresentou um perfil muito parecido ao do 

Maciço da Pedra Branca, quanto ao tipo de desmatamento e ocupação. Recentemente, 

em 2013, foram diagnosticados dois casos de leishmaniose cutânea americana na 

região ao redor do Cemitério de São Francisco Xavier, no bairro do Caju, na cidade do 

Rio de Janeiro (Bernardes Filho et al. 2014). 

Assim, a leishmaniose tegumentar, no estado do Rio de Janeiro, apresenta um 

caráter de transmissão peridomiciliar e é classificado como área de transmissão 

esporádica, principalmente provocada pela adaptação de algumas espécies do inseto 

vetor aos ambientes naturais modificados, acarretando, dessa forma o envolvimento de 

animais domésticos (Brazil et al 1991; Marzochi & Marzochi, 1994; Santos et al. 2005; 

Madeira et al 2006; Mello et al. 2015).  

Quanto à leishmaniose visceral, o Estado do Rio de Janeiro, também está 

classificado como área de transmissão esporádica, com casos humanos e caninos 

diagnosticados apenas no Município do Rio de Janeiro. Entretanto, nos últimos anos, 

foram relatados casos de leishmaniose visceral nos municípios de Angra dos Reis e 

Mangaratiba, demonstrando a expansão tanto espacial quanto em número de casos. 

(Marzochi et al. 1985; Cabrera et al. 2003; Madeira et al. 2006; Marzochi e.t al., 2009). 

Mais recentemente, entre 2007 a 2012, 18 casos de LV foram notificados com 

autoctonia comprovada em Volta Redonda, Barra Mansa e Miracema, segundo dados 

do SMS/MS, 2012. Em 2013 foi relatado, após investigação da Secretaria Municipal de 

Saúde e Defesa Civil do Rio de Janeiro, o primeiro caso autóctone de leishmaniose 

visceral em humanos na área urbana da cidade do Rio de Janeiro. A paciente é nascida 

no município do Rio de Janeiro, residente do bairro do Cajú, e funcionária do cemitério 

do Cajú (Silva et al. 2014). 

A identificação frequente de cães domésticos com altas taxas de infecção 

associados à doença humana, aliada à evidência dos mesmos padrões genotípicos do 

parasita circulando nas populações humanas e caninas, sinaliza e reforça o 

envolvimento deste animal no ciclo de transmissão. (Lopes et al. 1984; Pacheco et al. 

1986; Madeira et al. 2000; Marzochi et al. 2009; Silva et al. 2015; Abrantes et al. 2016). 
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A região oceânica de Niterói, município do Estado do Rio de Janeiro, a partir dos 

anos 70, apresentou uma grande especulação imobiliária e desde então foram 

relatados diversos casos de LT nas encostas da Serra da Tiririca, inserida entre os 

municípios de Maricá e Niterói. Neste último a ocorrência esporádica de casos humanos 

e caninos de LT tem sido associada com a ocupação humana próximo à encosta (Brazil 

et al. 1989; Horta et al. 1998; Uchôa et al. 2001; Serra et al. 2003).  

De Paula (2009) relatou o primeiro caso autóctone de LV canina, em Inoã, 

município de Maricá, fornecendo elementos relacionados à distribuição geográfica de 

Leishmania (Leishmania) infantum no Estado do Rio de Janeiro. Desde então, novos 

casos foram descritos em regiões próximas. 

Em 2012, a Vigilância Epidemiológica Estadual, relata a ocorrência de casos de 

LV em cães nos municípios de Mangaratiba, Maricá, Niterói, Rio de Janeiro e Volta 

Redonda, reiterando alerta para necessidade de atenção pelos serviços de vigilância e 

assistência municipais, quanto ao enfrentamento de um novo ciclo de transmissão da 

doença em cães e seres humanos no estado (NOTA TÉCNICA Nº 5/2012 - 

GDTVZ/DTI/CVE/SVEA/SVS-SESRJ). 

 

1.5 – Agente etiológico das leishmanioses 

Espécies do gênero Leishmania (Ross, 1903) são os agentes etiológicos das 

leishmnaioses, estas, pertencem à ordem Kinetoplastida, família Trypanosomatidae. 

São protozoários digenéticos obrigatórios, onde é necessário, que o seu ciclo tem a 

participação de um hospedeiro definitivo, um mamífero e um hospedeiro intermediário, 

o flebotomíneo. São parasitas intracelulares obrigatórios das células do sistema 

fagocítico mononuclear, nos tecidos dos vertebrados, sob a forma aflagelada” 

(amastigota) e com a forma flagelada (promastigota) encontrada no tubo digestório do 

inseto vetor (Forattini 1973; Gontijo & Carvalho, 2003, Brasil, 2014).  

As promastigotas são formas alongadas, com 16 a 40 µm de comprimento, 

incluindo o flaglelo, que geralmente tem o mesmo tamanho ou superior ao corpo do 

parasito. O flagelo é livre e longo, emergindo da região anterior do parasito. Na região 

mediana da célula, está o núcleo, que é arredondado.  O cinetoplasto está situado entre 

a extremidade anterior e o núcleo. Nas formas amastigotas, o flagelo é curto e 

interiorizado na bolsa flagelar (Guerra Silva et al. 2014), por isso, muitas vezes esta 

forma é chamada de aflagelada. Seu tamanho varia entre 1,5-3 µm x 3-6,5 µm de 
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diâmetro, de acordo com a espécie do parasito. Possui um formato ovóide a esférico, 

seu núcleo ocupa um terço do corpo do parasito e é arrendondado, enquanto o 

cinetoplasto fica próximo à bolsa flagelar (Guerra Silva et al. 2014). 

 
Figura 1.3:  - Forma amastigota de Leishmania infantum encontrada em aspirado de medula óssea. 282 x 
211 mm (72 x 72 DPI). Fonte : Silva et al. 2014 

 

 
Figura 1.4: Forma promastigota no  intestino médio de fêmea de Lu. longipalpis infectada com Le. (L.) 
infantum WT. Os intestinos foram dissecados 7 dias após o repasto sanguíneo infectante e processados 
para Microscopia Eletrônica de Varredura. Fonte: Freitas VC, 2010. 
 

O cinetoplasto é a região que possui o mais complexo DNA mitocondrial 

encontrado na natureza. Este está presente em flagelados unicelulares da ordem 

Kinetoplastida, o k-DNA é conhecido como uma rede de milhares de DNAs circulares 
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catenados, que são de dois tipos: os maxicírculos e os minicírculos (Guerra Silva et al. 

2014). 

Os subgêneros Leishmania e Vianna foram definidos pelas diferenças 

observadas em relação aos sítios anatômicos de desenvolvimento dos parasitos, no 

tubo digestório dos insetos vetores. (Lainson & Shaw, 1987). Os parasitos que se 

desenvolvem apenas nas porções anterior e média do intestino, são agrupados no 

subgênero Leishmania, denominado como um comportamento suprapilário. Enquanto, 

que os que apresentam uma fase de divisão no intestino posterior, possuindo um 

comportamento peripilário, pertencem ao subgênero Viannia (Lainson & Shaw, 1972; 

Guerra Silva et al. 2014). A característica fisiológica das espécies de leishmanias 

permitiu dividi-las em três grupos diferentes: dois subgêneros, Leishmania e Viannia e 

separando o gênero Sauroleishmania, que posteriormente foi confirmado como um 

gênero válido por estudos bioquímicos e moleculares. O último gênero inclui espécies 

de lagartos e parasitas não patogênicos para humanos (Brazil et al. 2015). 

Na década  de 70, no Brasil, todos os casos de LT eram atribuídos a Leishmania 

braziliensis. Com o aprimoramento das técnicas de análise e a intensificação dos 

estudos ecológicos e epidemiológicos outras espécies foram descritas e relacionadas 

com as formas clínicas: espécies envolvidas com LC são as Leishmania (Viannia) 

braziliensis, L.(V) guyanensis, L. (V) lainsoni, L. (V) naiffi, L. (V) shawi, L. (Leishmania) 

amazonensis e L. (V.) lindenbergi. A LCD é causada por L. (Leishmania) amazonensis, 

enquanto que na LCM a espécie envolvida é a L. (V.) braziliensis (Lainson, 1988; 

Silveira et al., 2002; Sharma & Singh, 2008; Rangel & Lainson, 2009; Brazil et al. 2015). 

Nas Américas são conhecidas 13 espécies de Leishmania causadoras de 

doença humana, distribuídas em dois subgêneros Viannia e Leishmania (Quadro 1.1) 

(Lainson e Shaw, 1987; Brasil, 2009; Brasil, 2010; Lainson, 1997; Silveira et al.,1997; 

Brazil 2015). 
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Quadro 1.1: Principais espécies de Leishmania responsáveis pelas leishmanioses nas 
Américas, sua distribuição geográfica, vetores e formas clínicas. 

Fonte: Adaptado de Brazil et al. 2015. 

A transmissão do parasito para o vertebrado se dá quando a fêmea de 

flebotomíneo infectada, pica o hospedeiro vertebrado e durante o repasto sanguíneo, 

inocula as formas promastigotas na corrente sanguínea do hospedeiro. No tecido do 

hospedeiro vertebrado, as formas promastigotas são fagocitadas por macrófagos e 

outras células do sistema mononuclear fagocitário e se transformam em formas 

amastigotas, onde o parasito se desenvolve e se multiplica por divisão binária, 

avançando para infectar outras células do sistema mononuclear fagocitário, e se 

multiplicar (Figura 1.5) (Nieves e Pimenta, 2000; Rey, 2001; Pimenta et al., 2003; CDC, 

2015). A infecção nos flebotomíneos ocorre no momento do repasto sanguíneo em um 

vertebrado infectado com as formas amastigotas, estas formas ingeridas pelos 

flebotomíneos se transformam em promastigotas, com ciclo de vida extracelular, 

desenvolvendo-se no intestino dos flebotomíneos, e migrando para a probóscide para 

Espécie de 
Leishmania 

Distribuição geográfica Vetor 
Forma 
Clinica 

L. (Leishmania) 
infantum 

América do Sul e América 
Central 

Lu.longipalpis, Lu.cruzi, Lu.evansi Visceral 

L.(Viannia) 
braziliensis 

América do Sul e América 
Central 

Ny. intermedia, Ny. neivai, Ny. 
whitmani, Mi. migonei, Ps. wellcomei, 

Ps. complexus 

Cutânea / 
Mucocutânea 

L. (Viannia) 
guyanensis 

Norte do Brasil, Guiana 
Francesa e Suriname 

Ny. umbratilis 
Cutânea / 

Mucocutânea 

L. (Viannia) 
panamensis 

Norte da América do Sul e 
América Central 

Ny. trapidoi, Ny. ylephiletor, Lu. gomezi, 
Ps. panamensis 

Cutânea 

L. (Viannia) 
peruviana 

Peru Lu. peruensis, Lu. verrucarum Cutânea 

L. (Viannia) lainsoni 
Norte do Brasil, Bolívia e 

Peru 
Tr. ubiquitalis, Lu. nuneztovari , Tr. 

velascoi 
Cutânea 

L. (Viannia) naiff 
Norte do Brasil e  Guiana 

Francesa Ps. ayrozai Cutânea 

L. (Viannia) shawi Norte do Brasil Ny. whitmani Cutânea 

L (Viannia) 
colombiensis 

Colômbia e Panamá 
Lu. hartmanni, Lu. gomezi, Ps. 

panamensis 
Cutânea 

L. (Viannia) 
lindenbergi 

Norte do Brasil Ny. antunesi Cutânea 

L.(Leishmania) 
amazonensis 

América do Sul e América 
Central Bi. flaviscutellata, Pi. nuneztovari 

Cutânea / 
Difusa 

L. (Leishmania) 
mexicana 

Sul dos Estados Unidos. 
México e América Central 

Bi. olmeca olmeca 
Cutânea / 

Difusa 
L.(Leishmania) 
venezuelensis 

Venezuela Bi. olmeca bicolor Cutânea 
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que ocorra uma nova infecção no vertebrado, mantendo o ciclo de vida da Leishmania. 

(Figura 1.5) (Nieves e Pimenta, 2000; Rey, 2001; Pimenta et al., 2003; Desjeux, 2004; 

CDC, 2015). 

   

  

Figura 1.5: Ciclo biológico da Leishmania spp. - Fonte: adaptado de CDC (2015) 

 

1.6 – Os Flebotomíneos 

 

Os flebotomíneos são pequenos insetos nematóceros, pertencentes à ordem 

Diptera, família Psychodidae e subfamília Phlebotominae.  Está última apresenta 

grande importância em Saúde Pública, pois é composta por insetos hematófagos, 

vetores naturais de alguns agentes etiológicos de doenças humanas e de animais, 

como protozoários do gênero Leishmania e outros tripanossomatídeos, bactérias do 
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gênero Bartonella e várias espécies de arborvírus (Pessoa & Martins 1982; Young & 

Ducan 1994; Alexander & Maroli 2003) que estão relacionados a agravos com menor 

notoriedade na literatura científica e na saúde coletiva mundial, tais como: doença de 

Carrión, meningite do verão, estomatite vesicular, encefalite do vírus Chandipura e 

sandfly fever  (Maroli et al. 2013; Young & Duncan 1994). 

A classificação taxonômica desses insetos é morfológica, baseada nos adultos, 

machos e fêmeas. (Forattini, 1973; Young & Ducan, 1994). De acordo com Young & 

Ducan (1994) a subfamília agrupa seis gêneros: Phlebotomus, Sergentomyia e Chinius 

no Velho Mundo, Lutzomyia, Brumptomyia e Warileya no Novo Mundo. Destes três 

últimos gêneros, Lutzomyia é considerado o mais importante por conter representantes 

vetores de leishmanias na região neotropical.  

Em 1995, Galati propôs uma classificação utilizando uma abordagem 

filogenética, na qual divide Phlebotominae em duas tribos: Hertigiini e Phlebotomini. A 

primeira, mais primitiva e sem espécies de interesse médico, possui duas subtribos: 

Hertigiina para a América e Idiophlebotomina para o Velho Mundo e Região Australiana. 

Phlebotomini foi dividida em 6 subtribos: Phlebotomina, Australophlebotomina, 

Brumptomyiina, Sergentomyiina, Lutzomyiina e Psychodopygina. Sendo as espécies 

americanas distribuídas entre as quatro últimas.  

Em 2003, Galati et al. descreveram o gênero Edentomyia Galati, Andrade Filho, 

Silva & Falcão, 2003, cuja espécie-tipo foi encontrada em cavernas no Estado do Piauí, 

Brasil, com características que permitem incluí-lo em Phlebotomini, mas não em 

qualquer uma de suas subtribos consideradas na classificação de Galati (1995). 

Portanto, existe um gênero dentro de uma subtribo ainda não determinada. De acordo 

com a autora, estão descritas 534 espécies nas Américas (517 atuais e 17 fósseis), 

divididas em 29 gêneros, sendo que a maioria da espécies tem registros no Brasil 

(Galati, 2003; 2015). Embora essa classificação tenha lançado nova luz sobre a 

evolução e a biogeografia dos flebotomíneos, refletindo um sistema de classificação 

mais natural do que o atualmente utilizado, já que contêm informações sobre um 

grande número de caracteres, ainda é pouco aceita no Brasil (Shimabukuro, 2007), 

porém, mais recentemente, foi publicado nota, com propostas e perpectivas de inclusão 

da nova chave taxonômica (Nota técnica – MS, 2014). 
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Os flebotomíneos são conhecidos popularmente no Brasil, dependendo da 

região, como asa branca, asa dura, birigui, cangalhinha, mosquito-palha, tatuquira, 

frebóti, arrupiado, dentre outras designações. A maioria das espécies do Novo Mundo 

habita áreas de florestas primárias e/ou secundárias. Em função das modificações 

ambientais impostas pelo homem, algumas espécies vêm se adaptando a ambientes 

rurais e periurbanos (Andrade Filho et al. 2001; Rangel & Lainson, 2009). 

As formas adultas nos flebotomíneos podem ser distinguidas pelo tamanho 

pequeno (2-3mm), o corpo e as asas cobertos de cerdas e a antena composta por 16 

segmentos. Seus voos são curtos e baixos, conferindo um comportamento saltitante e 

uma dispersão não superior a 200m (Foratini, 1973; Brazil & Brazil, 2003; Oliveira et al. 

2013). São insetos holometábolos, suas formas imaturas desenvolvem-se em 

criadouros constituídos por solos úmidos, ricos em matéria orgânica, entre raízes 

expostas, embaixo de folhas caídas, pedras e ambientes antrópicos, bem como 

chiqueiros, galinheiros e estábulos, sempre que existam condições adequadas (Brazil & 

Brazil, 2003). Em condições adequadas de umidade, a fêmea põe em média de  40-70 

ovos que eclodem em 6-17 dias, dando origem às larvas. À exceção dos outros 

Psychodidae, cujas larvas são aquáticas ou semi-aquáticas, as larvas dos 

flebotomíneos são terrestres, têm um aspecto vermiforme. Os criadouros naturais 

desses insetos dificilmente são encontrados, no Novo Mundo, Hanson (1961) encontrou 

resultados concretos, utilizando o método de flotação combinado a uma solução 

saturada de açúcar tendo obtido 2258 larvas do solo da floresta no Panamá, em quatro 

anos de estudo. Menos de 30% dessas larvas chegou à fase adulta, a qual a maioria foi 

identificada como Lutzomyia longipalpis. Em revisão sobre este assunto, Feliciangeli 

(2004) incluiu informações sobre criadouros de algumas espécies envolvidas na 

transmissão de leishmanioses nas Américas (Feliciangeli, 2004).  

O ciclo-de-vida dos flebotomíneos tem em média 30-90 dias, conforme as 

condições ambientais. Possuem hábitos crepusculares ou noturnos e costumam 

permanecer em seus abrigos durante as horas de alta luminosidade do dia, 

abandonando-os na busca de alimento (Forattini, 1973; Brazil & Brazil, 2003).  
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Figura 1.6: Estágios do ciclo de vida do flebotomíneo. Ovo (A), larva (B) pupa (C) adulto (D). 
Fonte: Andressa Fuzari 

 

 Os adultos de ambos os sexos necessitam de carboidratos como fonte de 

energia, retirando-os do néctar de flores e frutos e/ou de seivas de plantas. O hábito 

hematofágico restringe-se às fêmeas, necessário à maturação de seus ovos. Essa 

característica os inclui dentro de um grupo de vetores de importância epidemiológica 

(Forattini 1973, Brazil & Brazil 2003; Alexander et al. 1992). Os flebotomíneos praticam 

a hematofagia em diversas espécies de animais silvestres, tais como: gambá, tatu, 

preguiça, tamanduá, paca e outros roedores silvestres. Porém com a invasão e 

devastação da mata pelo homem, existem indícios de que animais domésticos como o 

cão e o cavalo podem ser infectados e servir como fonte de infecção para os 

flebotomíneos (Falqueto et al. 1986, 1987; Rangel et al. 1990; Yoshida et al.1988). 

Nos insetos hematófagos, a saliva cumpre papel essencial na inibição dos 

mecanismos de homeostasia do hospedeiro, induzindo a vaso dilatação e a inibição de 

coagulação sanguínea, ações que facilitam o repasto. Para isso, é necessário que o 

A B 

C 

D 
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inseto, no momento da alimentação, apresente as glândulas salivares desenvolvidas e 

com a reserva de secreção suficiente para o repasto (Brazil & Brazil 2003). 

  Na saliva dos flebotomíneos foi observada a presença de anticoagulantes e de 

um peptídeo, denominado maxadilan, um potente vasodilatador, que auxilia uma 

formação de poças de sangue que surgem dos pequenos vasos dilacerados pela 

probóscida do inseto, que não é longa o suficiente para atingir vasos saguíneos de 

maior calibre, como fazem os culicídeos e os triatomíneos. Nos flebotomíneos, o 

repasto sanguíneo das fêmeas pode ocorrer 24 horas após a emergência do adulto. 

Entretanto, observações em laboratório, de Lu. longipalpis, demonstraram que um 

número maior de fêmeas inicia essa atividade após 48 horas, o que pode estar 

associado ao amadurecimento das glândulas salivares e ao endurecimento das peças 

bucais (Brazil & Brazil 2003). 

  A importância dos flebotomíneos para o homem e para os animais deve-se, 

sobretudo, a seu papel como vetores de doenças, porém às vezes, tornam-se 

importantes porque afetam diretamente as pessoas, com suas picadas dolorosas e 

causadoras de reações alérgicas (Young & Ducan 1994). 

 

1.7 – Complexo Lu. Longipalpis   

Lutzomyia longipalpis (Lutz & Neiva, 1912) é o principal vetor da Leishmania 

(Leishmania) infantum no Brasil, onde possui ampla distribuição geográfica. Foi 

colonizando gradualmente os ambientes rurais, e no final dos anos 1980, que esta 

espécie iniciou sua introdução no ambiente urbano, encontrado principalmente no intra 

e peridomícilio nas periferias das grandes cidades (Lainson & Rangel 2005; Brazil 

2013). 

É a espécie que mais atende aos critérios de competência vetorial, destacando a 

antropofilia correspondendo à distribuição espacial dos casos humanos, assim como a 

infecção natural por Leishmania (Leishmania) infantum (Deane 1956; Killick-Kendrick 

1990; Rangel & Vilela 2008). 

Sua adaptabilidade ao ambiente urbano ou antropicamente modificado é relatada 

por diversos autores em várias localidades brasileiras. Geralmente, esta espécie 

apresenta elevada densidade em áreas urbanas e baixa densidade em áreas silvestres 

(Oliveira et al. 2003; Pinheiro et al. 2013; Carvalho et al. 2010). 
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O primeiro relato de variações em exemplares de Lu. longipalpis foi observado 

por Mangabeira (1969), que verificou diferenças morfológicas nos machos de duas 

populações dos estados do Pará e do Ceará. Insetos coletados no Pará apresentavam 

um par de pintas claras, localizadas no quarto segmento abdominal (fenótipo chamado 

de 1S) enquanto que machos coletados no estado do Ceará apresentavam dois pares 

de pintas (fenótipo chamado de 2S) no terceiro e quarto segmento abdominal. Essas 

diferenças fenotípicas (Figura 1.7) junto ao fato das duas formas serem encontradas em 

condições ecológicas distintas levaram o autor a propor que Lu. longipalpis pudesse ser 

um complexo de espécies. 

 

Figura 1.7: Machos de Lutzomyia longipalpis com um par de pintas (A) e dois pares de pintas 
(B) nos tergitos abdominais. Fonte: Gonzalez 2013 

 Desde então vários estudos apontam diferenças morfológicas entre as 

populações deste complexo. Em 2008, Souza e colaboradores, realizaram novos 

experimentos de cruzamento entre populações alopátricas, de insetos oriundos de 

Lapinha (MG), Sobral (CE) e Natal (RN), como também entre populações simpátricas 

de Sobral (CE), e seus resultados mostraram que as pintas não poderiam ser utilizadas 

como caráter de diferenciação taxonômica. Porém, foi visto que o fenótipo de pintas 

poderia ser útil para distinguir duas espécies simpátricas no complexo Lutzomyia 

longipalpis. Situação verificada em Sobral (CE), onde coexistem populações com 

machos apresentando ambos os tipos (1S e 2S), no entanto, uma população está 

isolada reprodutivamente da outra (Ward 1983, 1988; Souza et al. 2008). Estudos em 

outros países comparando amostras da América Central com a América do Sul também 
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sugeriram que Lu. longipalpis seja um complexo de espécies (Lanzaro 1993; Arrivillaga 

2003). 

Marcadores moleculares, também foram utilizados para a diferenciação entre as 

populações destes flebotomíneos, utlizando uma sequencia do gene period (per), 

homólogo ao gene de especiação de Drosophila. Bauzer et al (2002a e 2002b) 

estudaram populações de Lu. longipalpis, simpátricas e alopátricas, de diferentes 

localidades e observaram que estas apresentaram diferenciações genéticas (Bauzer et 

al.2002c).  

Diversas vertentes de estudos sustentam as idéias sobre a existência ou não de 

mais de uma espécie entre as populações brasileiras de Lu. longipalpis. Segundo 

alguns autores, em análises de isoenzimas e de genes mitocondriais não foram 

detectados um grau de divergência suficiente que suporte a separação taxonômica 

entre as populações (Mukhopadhyay 1998; Mutebi 1999; Azevedo 2000). No entanto, 

outras pesquisas utilizando diferentes tipos de análises, incluindo marcadores 

moleculares (genes envolvidos com o comportamento sexual e microssatélites) como 

sinais acústicos, indicam a possibilidade de separação de espécie (Souza et al. 2004; 

Maingon et al. 2003, 2008; Bauzer et al. 2007; Souza et al. 2008; Lins et al. 2008; Araki 

et al. 2009; Vigoder et al. 2010, 2015). 

 

Outros aspectos também são utilizados para diferenciar populações de Lu. 

longipalpis, como os sons de cópulas e os feromônios sexuais produzidos pelos 

espécimes machos (Vigoder et al. 2010). Esses estudos mostraram diferenças que 

poderiam apontar uma separação entre as populações desses insetos. 

 

1.8 - Leishmanioses e seus reservatórios 

A dispersão da leishmaniose está diretamente ligada aos movimentos de seus 

reservatórios, e identificá-los é de fundamental importância para o controle efetivo da 

transmissão. Entende-se como reservatório, a espécie ou o conjunto de espécies que 

garantem a circulação de um determinado parasito na natureza, dentro de um recorte 

de tempo e espaço. (Brasil, 2010; Roque e Jansen, 2014). 
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Os reservatórios podem ser classificados em dois tipos: reservatórios 

mantenedores, que se refere aos mamíferos capazes de se infectar e manter infecções 

estáveis por uma determinada espécie de parasito; e os reservatórios amplificadores, 

que além de manter, garante a transmissibilidade do parasito (Roque e Jansen, 2014). 

As investigações com mamíferos para identificar possíveis reservatórios de 

Leshmania vêm sendo desenvolvidas desde as primeiras décadas do século XX e 

muitos relatos têm sido documentados, como a presença de Leishmania em roedores 

silvesteres, marsupiais, edentados e canídeos silvestres (Nery Guimarães et al., 1968; 

Sherlock et al., 1984; Oliveira et al., 2005; Quaresma et al., 2011).  

As primeiras evidências da atuação de canídeos domésticos e silvestres como 

reservatórios dos agentes etiológicos de Leishmania no Continente Americano, 

iniciaram-se pelo diagnóstico de infecção natural por Le. (L.) infantum em Canis 

familiaris e Dusicyon vetulus. Este último, depois foi verificado tratar-se de  Cerdocyon 

thous (Deane e Deane, 1955, 1962;  Courtenay et al. 1996, 2002).  

Seguiram-se, então, outros achados de animais desta ordem naturalmente 

infectados no Brasil: Cerdocyon thous, “lobinho” (Lainson et al., 1969; Silveira et al., 

1982; Courtenay et al.; 1996; Silva et al., 2000; Curi et al., 2006; Luppi et al., 2008), 

Speothos venaticus, “cachorro-vinagre” (Figueireido et al. 2008; Luppi et al., 2008), 

Lycalopex vetulus, “raposinha do campo” e Chrysocyon brachyurus, “lobo-guará” (Luppi 

et al., 2008).  

Várias espécies de roedores silvestres também já foram encontradas 

naturalmente infectadas por Leishmania, dos subgêneros Leishmania e Viannia, em 

ambiente silvestre no Continente Americano, com detecção de parasitos com 

preferência por células cutâneas (Forattini et al., 1960; 1973; Lainson e Shaw, 1969; 

Falqueto et al., 1985; Brandão-Filho et al., 2003; Oliveira et al., 2005) ou por orgãos 

viscerais (Travi et al., 1998; Oliveira et al., 2005).  

Marsupiais são considerados reservatórios silvestres não canídeos de 

Leishmania (Leishmania) infantum, a partir do isolamento e caracterização do parasito 

em Didelphis albiventris na Bahia (Sherlock et al., 1984) e, posteriormente, em D. aurita 

no Rio de Janeiro, em Barra de Guaratiba (Carreira et al. 2012). Bem como hospedeiros 

naturais, de outras espécies de Leishmania, causadoras de lesões tegumentares (Arias 
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et al., 1981; Arias e Naiff, 1981; Brandão-Filho et al., 2003; Dedet et al., 1989; Lainson 

et al., 1981; Sherlock et al., 1988; Schallig et al., 2007; Van Wynsberghe et al., 2009).   

Os carnívoros domésticos (caninos e felinos) e perissodáctilos (Equus asinus, 

Equus caballus e muares, híbridos de E. caballus e E. asinus) também demonstram 

lesões tegumentares causadas L. (V.) braziliensis, mas por não serem capazes de 

manter o ciclo epidemiológico em um ecótopo, são considerados hospedeiros 

secundários ou acidentais (Pessoa e Barreto, 1948 apud Falqueto e Ferreira, 2005; 

Lainson e Shaw, 1998; Madeira et al., 2003; Schubach et al., 2004; MS, 2007).  

Também foram relatadas infecções ocasionais por L. (L.) amazonensis em 

caninos (Tolezano et al., 2007) e felinos (De-Souza et al., 2005), em São Paulo, e 

infecção mista por Le. (L.) infantum e Le. (V.) braziliensis em canino no Rio de Janeiro 

(Madeira et al., 2006). 

Relatos mais recentes ocorreram em regiões endêmicas para LV no Rio de 

Janeiro (Barra de Guaratiba) em felinos domésticos (Silva et al., 2008) e em Mato 

Grosso (Cuiabá) em felídeos cativos, Puma concolor, “suçuarana” e Panthera onca, 

“onça-pintada” (Dahroug et al., 2010), sugerindo a participação destes mamíferos na 

cadeia de transmissão deste agente, porém, mais estudos são necessários para afirmar 

tal hipótese. 

 

1.9  – Diagnóstico  molecular de infeccção por Leishmania spp. 

Os flebotomíneos naturalmente infectados em áreas endêmicas e a identificação 

correta da Leishmania infectando uma determinada espécie são de importância no 

estudo epidemiológico e vetorial da leishmaniose (Tesh et al. 1984; Killick-Kendrick 

1990) e também na adoção de medidas de prevenção e controle desta parasitose.  

O método mais comum para investigar a infecção em flebotomíneos é a 

dissecção do trato digestivo do inseto e o exame do parasito in loco, seguido do exame 

microscópio direto entre lâmina e lamínula. Neste caso, a positividade das amostras 

deve ser confirmada das seguintes formas: com o isolamento do parasito em meio de 

cultura, frequentemente susceptível à contaminação, ou por meio de inoculação em 

animais de laboratório. Tal confirmação é essencial, uma vez que os flebotomíneos são 

também hospedeiros de outros flagelados, tais como espécies de Trypanosoma e 

Endotrypanum, os quais passam por um estágio de promastigota indistinguível das 
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leishmânias, dificultando o diagnóstico microscópico e o isolamento em cultura 

(Rodríguez et al. 1994; Tesh & Modi, 1984). Entretanto, deve ser ressaltado que a 

prevalência de Leishmania no vetor é geralmente baixa (<1%) e sua estimativa requer a 

dissecção de um grande número de flebotomíneos (Martín-Sánchez et al. 2006 Tesh et 

al. 1984; Miranda et al. 2002; Galati, 1996). Além de consumir muito tempo, requer 

grande habilidade técnica, devido principalmente ao tamanho reduzido dos 

flebotomíneos (Rodríguez et al. 1994; Tesh & Modi 1984 Oliveira-Pereira et al. 2006).  

Considerando essas limitações na identificação, da década de 80 em diante, 

técnicas de biologia molecular vêm sendo desenvolvidas para a detecção e 

identificação precisa desses parasitos, seja em amostras clinicas humanas, isolamento 

em cultura, em flebotomíneos, e em amostra de tecido ou sangue de mamíferos 

(Michalsky et al., 2002; Quaresma et al., 2009; Margonari et al., 2010; Verma et al., 

2010; Quaresma et al., 2011; Saraiva et al., 2010). 

Com o intuito de se aferir a real freqüência do encontro de flebotomíneos 

naturalmente infectados, outras estratégias foram introduzidas. O uso de anticorpos 

monoclonais específicos em radioimunoensaio e em ensaios de imunofluorescência 

indireta mostrou ser um teste rápido para a identificação imediata da espécie de 

Leishmania que está infectando o vetor, e a possibilidade da avaliação simultânea de 

um grande número de exemplares de flebotomíneos (Adini et al. 1998). Intensas 

pesquisas foram feitas para obter marcadores genéticos apropriados na identificação de 

Leishmania (Guevara et al. 1992; Ellis & Crampton, 1988). Sondas moleculares 

específicas baseadas no DNA do cinetoplasto, ou kDNA de Leishmania, foram usadas 

em ensaios de hibridização para a detecção e identificação de parasitos em vetores 

flebotomíneos (Ready et al 1988).  

Os primeiros trabalhos de aplicação da PCR com flebotomíneos foram descritos 

no Novo Mundo (de Bruijn & Barker 1992) e na Índia (Mukherjee et al 1997). A 

tecnologia de PCR representa um método alternativo para a detecção e identificação de 

Leishmania spp em estudos de campo, que visam avaliar a competência vetorial de 

flebotomíneos e tem revelado valores distintos de sensibilidade e especificidade 

(Rodríguez et al. 1999; Silva & Grunewald 1999; Aransay et al. 2000; Córdoba-Lanús et 

al. 2006; Paiva et al. 2006; Pita-Pereira et al 2008, 2009; Marcondes et al. 2009). 

Amostras entomológicas provenientes de distintas regiões geográficas têm sido 
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analisadas por meio da técnica da PCR, porém, outros métodos se fazem necessários 

para a posterior caracterização molecular das espécies de Leishmania detectadas nos 

flebotomíneos. Assim, produtos amplificados contendo DNA de Leishmania podem ser 

submetidos a diversos procedimentos para genotipagem molecular do parasito, tais 

como, as análises de polimorfismos de tamanho dos fragmentos obtidos por enzimas de 

restrição (RFLPs), hibridização com sondas específicas para 

subgênero/complexo/espécie, sequenciamento ou até mesmo a realização de um 

segundo ensaio de PCR com iniciadores espécie-específicos (Azizi et al. 2006; Pita-

Pereira et al. 2005; Jorquera et al. 2005; Martin-Sánchez et al. 2006). 

Além do bom desempenho no diagnóstico etiológico, a PCR tem sido muito 

utilizada nos estudos epidemiológicos que buscam identificar animais silvestres ou 

domésticos como possíveis hospedeiros  e/ou reservatórios de diferentes espécies de 

Leishmania (Solano-Gallego et al., 2001; Brandão-Filho et al., 2003; Oliveira et al., 

2005; Quaresma et al., 2009; Quaresma et al., 2011; Ferreira et al., 2015). ). 

 

1.10 Avaliação da fonte alimentar em flebotomíneos 

O conhecimeto do padrão alimentar dos insetos hematófagos é de grande 

importância para o entendimento de sua biologia, além de possuir valor fundamental 

para a Saúde Pública, é uma informação importante para o estabelecimento de 

estratégias de controle de vários agravos transmitidos por esses insetos (Ngumbi et al., 

1992; Savage et al., 1993; Duarte, 1997). 

Através dos estudos de fonte alimentar, o comportamento dos insetos 

hematófagos torna-se possível. Principalmente quando esses se encontram sob 

circunstâncias variadas, uma vez que já foi observado que tal comportamento pode se 

modificar, segundo as alterações do meio e de acordo com a oferta alimentar existente 

(Bheham & Garret-Jones 1973, Duarte 1997). 

Métodos imunológicos, como de precipitação e imunoenzimáticos, assim como 

outros (cristalização da hemoglobina, cortes histológicos, PCR) já foram utilizados para 

a identificação de fontes de alimentação nos inseetos (Dias et al., 2003; Afonso et al., 

2012). Técnicas sorológicas como ELISA são usadas (Bongiorno et al., 2003; Afonso et 

al., 2012), mas recentemente, sendo substituídos por ferramentas moleculares de maior 

precisão (Mukabana et al., 2002; Haouas et al., 2007; Kent, 2009; Maleki-Ravasan et 
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al., 2009). O sequenciamento do DNA tem sido amplamente usado para estudar as 

preferências sanguíneas dos flebotomíneos e de outros vetores, como mosquitos ou 

carrapatos (Kirstein & Gray, 1996; Danabalan et al., 2014). Deste modo, diferentes 

alvos moleculares têm sido empregados para identificar a origem do repasto sanguíneo 

de insetos vetores, tais como, citocromo b (cyt), citocromo oxidase I (COI) e prepronoci-

ceptina (PNOC) (Kocher et al., 1989; Haoaus et al., 2007; Abassi et al., 2009; Penã et 

al.,2012; Anaguano et al., 2015)  

 

1.11 Educação em Saúde 

A educação em saúde é um conjunto de saberes e práticas direcionados para a 

prevenção de doenças e promoção da saúde (Costa & López, 1996 in Alves 2005). É a 

utilização de um recurso que o conhecimento cientificamente produz no campo da 

saúde, intermediado pelos profissionais de saúde, que atinge a vida cotidiana das 

pessoas, uma vez que a compreensão das etapas do processo saúde-doença oferece 

subsídios para a aquisição de novos hábitos e condutas de saúde (Alves 2005). 

A educação em saúde tradicional, inicialmente chamada de Educação Sanitária, surge 

no Brasil a partir da necessidade do Estado brasileiro de controlar as e p i d e m i a s  d e  

d o e n ç a s  i n f e c t o - c o n t a g i o s a s  q u e  ameaçavam a economia 

agroexportadora do país durante a República Velha, no começo do século XX. 

Nesse período a população brasileira era atingida por doenças como a varíola, febre 

amarela, tuberculose e sífilis, que estavam relacionadas às péssimas condições 

sanitárias e socio-econômicas em que o povo vivia (Kwamoto, 1995; Andrade 2001 in 

Dias & Marjorie, 2009). 

A população, nesse período, não era persuadida ou sensibilizada sobre os 

benefícios da vacina ou sobre higiene, ela tinha que acatar as ordens. Os lares e os 

corpos eram violados para se fazer a vacina obrigatória, sem respeito aos valores de 

ordem moral da população, já que as mulheres e os filhos ficavam sozinhos em casa 

enquanto o marido estava no trabalho e o lar era invadido por estranhos (Carvalho, 

2004 in Dias & Marjorie, 2009) 

A Educação Popular em Saúde constitui-se como um processo de formação e 

capacitação que se dá dentro de uma perspectiva política de classe e que faz parte ou 

se vincula à ação organizada do povo para alcançar o objetivo de construir uma 
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sociedade n o v a  d e  a c o r d o  c o m  s e u s  i n t e r e s s e s .  E l a  é  

caracterizada como a teoria a partir da prática e não a teoria sobre a prática como 

ocorre na educação em saúde tradicional (Hurtado, 2007 in Dias & Marjorie, 2009) 

Esse modelo de educação em saúde tem por objetivo o diálogo bi-direcional 

entre as duas partes envolvidas no processo educativo, profissional de saúde e 

comunidade (Alvez, 2005).  

Por essas características percebe-se que esse modelo se enquadra às 

demandas do atual sistema de saúde, o SUS, uma vez que essas características 

coincidem com as diretrizes desse sistema, como o controle social e a autonomia 

(Dias & Marjorie, 2009). 

A educação em saúde é um campo multifacetado, para o qual convergem 

diversos conceitos, das áreas tanto da educação, quanto da saúde, as quais espelham 

diferentes compreensões do mundo, demarcadas por distintas posições político-

filosóficas sobre o homem e a sociedade. Uma educação em saúde ampliada inclui 

políticas públicas, ambientes apropriados e reorientação dos serviços de saúde para 

além dos tratamentos clínicos e curativos, assim como propostas pedagógicas 

libertadoras, comprometidas com o desenvolvimento da solidariedade e da cidadania, 

orientando-se para ações cuja essência está na melhoria da qualidade de vida e na 

'promoção do homem' (Shall & Struchiner, 1999) 
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2- JUSTIFICATIVA 

 

Este estudo faz parte do Plano Brasil sem Miséria, programa do Governo 

Federal, criado para superar a extrema pobreza no país, tendo em vista que a pobreza 

não se resume a uma questão de renda. Também se manifestando na segurança 

alimentar e nutricional, educação, saúde, acesso a água e energia elétrica, moradia, 

qualificação profissional e melhora da inserção no mundo do trabalho (MDS 2015).  

Dentro dos objetivos estipulados por esse progama, nosso estudo se encaixa na 

articulação e geração de conhecimentos com a elaboração de propostas para aplicação 

de medidas sociais e educacionais capazes de atender o público do Plano Brasil Sem 

Miséria, com especial atenção às doenças associada à pobreza – Leishmanioses. 

As leishmanioses, considerada um conjunto de doenças tropicais, e sendo as 

mais negligenciadas no mundo, estão associadas à pobreza e a fatores ecológicos, que 

podem aumentar o risco de transmissão do parasito neste meio.  

Estão relacionadas entre as doeças mais complexas e diversas transmitidas por 

vetores, sua ecologia e epidemiologia, engloba diversas espécies de reservatórios, 

diferentes espécies de flebotomíneos vetores e parasitos. 

No Brasil,  a leishmaniose visceral é uma zoonose, em franca expansão, e uma  

doença multifatorial quanto ao risco (habitação, dieta, antecedentes genéticos, etc). 

Além disso, em comunidades periurbanas marginais onde a associação com animais 

domésticos, principalmente os cães, pode estar relacionado à proximidade da mata e 

animais sinantrópicos certamente ampliam essas probabilidades (Bern. et al. 2005; 

Bern et al. 2000;  Alexander et al. 2002; Reithinger  et al. 2003; Oliveira et al. 2013). O 

mesmo se aplica a leishmaniose tegumentar, onde animais silvestres e sinantrópicos 

atuam como reservatórios do parasito ampliando a incidência nestas comunidades 

(Herwaldt, 1999; Oliveira et al. 2003).  

 A LV canina coexiste com a LV humana em todos os focos conhecidos e ela 

precede a ocorrência de casos humanos (Kumar  et al. 1999; Barnett  et al. 2005; Bern 

et al. 2005). Neste caso, o cão doméstio, principal fonte de infecção, pode apresentar 

alto parasitismo cutâneo o que facilita a infecção dos flebotomíneos (Thakur 2000; 

Adhikari & Maskay 2003), exercendo papel fundamental na introdução da doença em 

áreas novas (Badaro et al. 1986; Anoopa Sharma et al. 2006) 
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Hoje, nos municípios de Niterói e Maricá (RJ), a área mais afetada pela LV 

canina está situada junto à encosta do Parque Estadual da Serra da Tiririca. O Parque 

(PESET) inserido entre estes dois municípios, representa uma das poucas áreas com 

resíduos de mata atlântica tão próxima da área urbana. Área de preservação recentemente 

criada, por movimentação da própria população, devido a grande expeculação imobiliária. 

Dentro desta área de preservação, encontrou-se pequenas comunidades inseridas e a 

população ali residente, mantem-se de pequenas plantações, de recursos naturais da 

própria reserva e também de pequenas criações mantidas no peridomicílio, como 

criação de galinha, porcos e outros.  Além de possuírem animais domésticos, como 

cães, que interagem com animais sinantrópicos próprios da região. Esses fatores 

chamam a atenção para o estudo das Leishmanioses na área, na tentativa de elucidar o 

ciclo de transmissão do parasito e a relação dos fatores ecológicos, dos flebotomíneos, 

reservatórios e seres humanos que ali convivem. 
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3-  OBJETIVOS  
 

 
 

3.1 – Objetivo Geral 
 
• Avaliar os aspectos das leishmanioses e o papel epidemiológico dos 

flebotomíneos em relação às leishmanioses em comunidades carentes da 

área do Parque Estadual da Serra da Tiririca em Niterói e Maricá, RJ, através 

da pesquisa da fonte alimentar, infecção natural e avaliação dos animais 

domésticos e sinantrópicos da região. 

 
 
3.2 – Objetivos Específicos 
 
• Levantamento das espécies de flebotomíneos em áreas modificadas e não 

modificadas no Parque Estadual da Serra da Tiririca, ampliando resultados 

obtidos anteriormente (mestrado); 

• Pesquisa de infecção natural por Leishmania spp. nas fêmeas de 

flebotomíneos, capturados nas áreas modificadas (área de comunidade) e 

área não modificada; 

• Pesquisa de infecção por Leishmania spp. em animais silvestres e 

sinantrópicos (pequenos mamíferos); 

• Pesquisa da fonte alimentar de fêmeas de flebotomíneos, capturadas nas 

áreas modificadas (área de comunidade) e área não modificada; 

• Educação em Saúde - Esclarecimentos sobre as Leishmanioses, para as 

comunidades/escolas locais, através de palestras e oficinas;  
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4- MATERIAL E MÉTODOS 
 
 

4.1 - Estudo de Área – Parque Estadual da Serra da Tiririca 
 

A Serra da Tiririca1 está inserida entre os municípios de Niterói e Maricá no 

estado do Rio de Janeiro (22º48’; 23º00’ S e 42º57’; 43º02’ W) (Fig. 4.1), na porção 

litorânea da Serra do Mar. Em Niterói localiza-se nos bairros do Engenho do Mato, 

Itaipu, Itacoatiara, Várzea das Moças e em Maricá, pertencentes ao Distrito de Inoã 

(Barros, 2008). É formada por um conjunto de montanhas com altitude média 

aproximada em torno de 250 m. Apresenta sete Morros: Telégrafo (387 m), Alto Mourão 

(412 m), Catumbi (344 m), Serrinha (277 m), Cordovil (256 m), Costão de Itacoatiara 

(217 m) e Penha (128 m) que constituem o Parque Estadual da Serra da Tiririca (PEST) 

(Fig. 4.2) (Barros & Seoane, 1999 apud Barros, 2008). Recentemente, em 2008, foi 

incluído na área do Parque o Morro das Andorinhas (196 m) e parte do entorno da 

laguna de Itaipu. 

 O Parque Estadual da Serra da Tiririca (PESET) foi criado pela Lei Estadual nº. 

1.901, de 29 de novembro de 1991 (das Unidades de Conservação da região 

metropolitana do Rio de Janeiro, o PESET é o único que nasceu da vontade popular, 

por meios de movimentos comunitários organizados). Essa medida teve o intuito de 

proteger remanescentes da Mata Atlântica que se encontravam extremamente 

ameaçados pela especulação imobiliária, entre outras formas de atividades antrópicas 

(Barros, 2008). O Parque teve os limites provisórios descritos pelo Decreto Estadual nº. 

18.598, de 19 de abril de 1993. Publicado em Diário Oficial, no dia 17/04/2008, sua 

ampliação através do Decreto nº. 41.266, com uma área de 2.260 hectares. 

Recentemente, o parque recebeu mais uma ampliação pelo Decreto Estadual nº 

43.913, de 29 de outubro de 2012, com a inclusão de 1.241 hectares. Totalizando uma 

área de aproximadamente 3.493 hectares. 

(http://www.inea.rj.gov.br/Portal/Agendas/BIODIVERSIDADEEAREASPROTEGIDAS/Un

idadesdeConservacao) (Fig. 4.3).

                                                 
1
 O nome Tiririca está relacionado com a passagem de tropas de burro que atravessavam a Serra em direção a 

Região dos Lagos por um caminho cheio de tiriricas. Tiriricas são plantas do gênero Cyperus (família Cyperaceae), 
comumente encontradas em áreas desmatadas, como beiras de caminho (BARROS & SEOANE, 1999 apud 
BARROS, 2008). 
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Figura 4.1 – Mapa da divisão do Estado do Rio de Janeiro em municípios. Os municípios em destaque 
representam as áreas onde foi realizado o trabalho. Fonte: Fuzari, 2013. 

 

 

Figura 4.2 - Foto aérea do Parque Estadual da Serra da Tiririca, Niterói e Maricá, RJ mostrando, em 
especial, o Morro do Telégrafo, Morro do Elefante e o Alto Mourão ao fundo (SEMADS 2001). Fonte: 
BARROS, 2008  



 

30 

 

Na região, a formação florestal ocorre entre 50 e 500m de altitude, sendo 

classificada por Veloso et al. (1991) como floresta ombrófila densa submontana. As 

regiões mais degradadas são encontradas nas áreas com até 150m. Ocorre também 

vegetação de afloramentos rochosos, e grande parte da fisionomia desses ambientes é 

constituída por plantas das famílias Bromeliaceae e Cactaceae (Barros, 2008). Sua 

geomorfologia é similar ao relevo característico do litoral do Rio de Janeiro, com 

costões de granito-gnáissicos alternados com as planícies arenosas holocênicas de 

origem marinha-continental.  

O clima da região é influenciado pela presença das massas de ar Equatorial 

Continental no verão e Tropical Atlântico durante o restante do ano, além da passagem 

freqüente de frentes polares, principalmente durante a primavera. É enquadrado na 

zona climática das planícies e maciços costeiros com precipitação média entre 1.000 e 

1.500 mm/ano (Barbiére & Coe-Neto 1999). Segundo esses mesmos autores, na área 

dos maciços costeiros a quantidade de chuva aumenta gradualmente na direção 

Sudeste-Nordeste, principalmente para regiões mais interioranas, onde ocorrem os 

primeiros sinais do clima tropical 

(http://www.inea.rj.gov.br/Portal/Agendas/BIODIVERSIDADEEAREASPROTEGIDAS/Un

idadesdeConservacao/INEA_008600#/PlanodeManejo). 

A área do presente estudo se insere justamente na transição pluviométrica entre 

a planície costeira e o maciço costeiro. O clima é quente e úmido, com estação chuvosa 

no verão e seca no inverno (maio e junho). A estação chuvosa inicia-se na primavera, 

culminando no verão nos meses de dezembro e janeiro, quando ocorre intensa 

precipitação pluviométrica. Em fevereiro há uma queda no volume das chuvas. Contudo 

em março, devido à chegada de massas frias, registram-se chuvas intensas. A menor 

precipitação se dá nos meses de julho e agosto, quando fica abaixo de 60mm. A 

temperatura média está em torno de 23ºC, sendo janeiro e fevereiro os meses mais 

quentes e o mais frio em junho. O vento predominante é o nordeste (Bernardes, 1952; 

http://www.inea.rj.gov.br/Portal/Agendas/BIODIVERSIDADEEAREASPROTEGIDAS/Uni

dadesdeConservacao/INEA_008600#/PlanodeManejo). 

O Parque Estadual da Serra da Tiririca possui uma Sede Administrativa, 

localizada em Itaipuaçu, dotada de auditório, laboratório para pesquisadores e Núcleo 

de Prevenção a Incêndios Florestais - NuPIF. A sub-sede, localizada em Itacoatiara, 
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conta com Centro de Recepção aos visitantes (cerca de 60.000 por ano) que percorrem 

as trilhas abertas ao turismo, hoje considerado um pólo de ecoturismo e lazer de Niterói 

e Maricá. Com 3.493 hectares, o parque tem como objetivos básicos: manter e proteger 

a biodiversidade e os recursos genéticos do território; promover a sustentabilidade do 

entorno para o uso dos recursos naturais, estimulando o desenvolvimento integrado da 

região com auxílio da educação ambiental; preservar e conservar o sistema hidrográfico 

local, bem como favorecer a recarga natural do lençol freático; contribuir com a 

amenização climática; minimizar os riscos de erosão na região onde está inserido 

proteger todas as espécies vegetais e animais, bem como os ecossistemas a que 

pertencem, as belezas cênicas das paisagens, monumentos naturais, sítios 

arqueológicos e outros ativos culturais; estimular e auxiliar as pesquisas científicas do 

patrimônio natural, material e imaterial e favorecer o uso recreativo e cultural do parque, 

de forma adequada, pela sociedade 

(http://www.inea.rj.gov.br/Portal/Agendas/BIODIVERSIDADEEAREASPROTEGIDAS/Un

idadesdeConservacao). 
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Figura 4.3: - Localização regional do PESET e principais vias de acesso à UC. Fonte: Plano de manejo PESET 
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Figura 4.4 - Diferentes localidades do Parque Estadual da Serra da Tiririca (PESET), Niterói e Maricá, RJ. 
A. Morro do Alto Mourão – vista da estrada sentido Maricá - Niterói; B. Alto Mourão - Pedra do Elefante, 
Itacoatiara, Niterói; C. Mirante de Itaipuaçu – vista da baixada litorânea de Maricá e praia de Itaipuaçu; D. 
Mirante do Alto Mourão – vista das praias oceânicas de Niterói e das Lagoas de Itaipu e Piratininga; E. 
Sede Administrativa do PESET, Itaipuaçu, Maricá; F. Posto de recepção ao visitante, Itacoatiara, Niterói.

A B 

 C D 

F E 
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4.2- Captura e montagem de Flebotomíneos 
 

As capturas dos flebotomíneos foram realizadas no período de junho de 2013 a 

abril de 2016, em média, uma vez ao mês. Para a coleta dos insetos foram utilizadas 

armadilhas luminosas HP alimentadas com baterias de 6 Volts cada (Pugedo et al 

2005). Esta armadilha é uma variação da armadilha luminosa CDC - Center on Disease 

Control) desenvolvida por  Sudia & Chamberlain  (1962). 

As armadillhas CDC, modelo HP, foram adaptadas para serem usadas com 

potes de plástico (capacidade 200 mL) ao invés das gaiolas de pano. Os potes plásticos 

contendo álcool a 80%, eram presos à armadilha por um pedaço (20 cm) de meia fina 

de seda fixada por elásticos de borracha na base da armadilha. Assim, os insetos eram 

atraídos pela luz, sugados pela ventilação e caíam direto no álcool (Fuzari et al. 2013) 

(Fig.4.6). Esta modificação visou preservar os insetos para a montagem e posterior 

identificação. No presente estudo, foram utilizadas 34 armadilhas  modelo HP, 22 

distribuídas em quatro áreas de acordo com tabelas (Tabelas 4.1 e 4.2).  

A área 1, um sítio localizado dentro da área do parque, localidade denominada 

de Mirante, pois o acesso ao sítio fica próximo ao Mirante da estrada que liga Niterói a 

Maricá (Estr. de Itaipuaçu). (Fig. 4.7) Nesta área, encontramos um ambiente de mata e 

também um ambiente peridomiciliar, como uma residência, plantações, animais 

domésticos e seus anexos. 

A área 2, um ambiente de mata, na subsede do parque, em Itacoatiara. Nesta 

localização, encontram-se a maioria das trilhas abertas ao público e ao turismo do 

Parque Estadual da Serra da Tiririca. Entretanto, para o nosso estudo, escolhemos o 

lado da mata que não possuía trilhas abertas, tentando reduzir ao mínimo o efeito das 

alterações e influência antrópicas. (Fig. 4.7) 

Na área 3, foram selecionados ambientes de peridomicílio em três “residências”, 

essas não possuíam uma demarcação de limites, ou seja, uma divisão do terreno. 

Também encontramos animais domésticos soltos, anexos, poucas plantações, árvores 

frutíferas, muito lixo e entulhos acumulados. Todos esses ambientes estão limítrofes 

com a área de conservação do parque. Esta área contempla casas dos bairros de 

Engenho do Mato (localidades conhecidas como Mangueirão e Quilombo do Grotão) e 

Itaipú (Vale Feliz). (Fig. 4.7) 
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A área 4, localiza-se no Morro das Andorinhas, onde foram escolhidas 6 

residências, sendo apenas uma fora dos limites da área de parque. Nesta localidade, 

também observamos algumas plantações, animais domésticos, anexos (como 

galinheiros), lixo e entulhos acumulados. (Fig. 4.7) 

 Na tabela 4.2, segue descrição das áreas trabalhadas, suas localidades e o 

ambiente, com seus respectivos pontos (cada ponto de coleta foi utilizada uma 

armadilha) e anotado as coordenadas geográficas.  

As armadilhas foram instaladas durante o dia (a partir das 10h) e retiradas a 

partir das 10h após dois dias, permanecendo ligadas no ambiente por, no mínimo, 48 

horas (tabela 4.1). Durante todas as coletas, no momento de instalação e retirada das 

armadilhas, foram anotados alguns dados específicos, como: hora, temperatura, 

umidade relativa do ar e observações do local e do clima. Para a medição de 

temperatura e umidade foi utilizado um termohigrômetro (Instrutemp – Instrumentos de 

medição). 

Durante as coletas de pequenos mamíferos, foram instaladas duas armadilhas 

HP por trilha (uma no início e outra no final de cada trilha), que permaneceram em 

atividade por 4 dias. Toda manhã, no momento da vistoria das armadilhas de 

mamíferos, as HP’s eram também vistoriadas e se houvesse necessidade, trocava-se 

os potes ou completava-se com álcool. Totalizando 12 armadilhas por coleta. 

 

 

Figura 4.5 – Fotos das armadilhas luminosas modificadas: A – armadilha instalada na mata do ponto 1 
(Itaipuaçu); B – armadilha instalada no galinheiro (ponto 5) da residência em Itaipu. 
A 

B 



 

36 

 

 

 

Tabela 4.1: Descrição dos períodos de coletas em cada área de trabalho. 

 
Período Total coletas Número de 

armadilhas 
Total de horas 
por armadilha 

  

Mirante  
(Área 1) 

nov 2013 a 
abr 2016 

20 4 960 
  

Mata Itacoatiara 
(Área 2) 

jun 2013 a 
abr 2016 

24 3 1152 
  

Peridomicílio 
(Área 3) 

jun 2013 a 
jun 2014 

12 7 576 
  

Morro das 
Andorinhas 
(Área 4) 

mai 2015 a 
abr 2016 

5 8 240 
  

Trilhas - Coletas 
Mamíferos 

ago 2014 e 
dez 2015 

2 12 96 
  

 

Após as coletas, os potes com os insetos foram encaminhados para o 

Laboratório de Doenças Parasitárias – IOC/Fiocruz, Rio de Janeiro, onde foram 

submetidos a uma triagem. Cada armadilha foi examinada, sendo retirado todo e 

qualquer material capturado. Deste, foram selecionados somente os flebotomíneos, 

espécie de interesse do estudo. 

Os flebotomíneos capturados foram montados entre lâmina e lamínula, seguindo 

técnicas de montagem de rotina do Centro de Referência Nacional e Internacional para 

Flebotomíneos do Centro de Pesquisa René Rachou – Fiocruz, Belo Horizonte, onde os 

espécimes serão depositados. Dando prosseguimento ao estudo, as lâminas foram 

examinadas no microscópio óptico (Biosystems – Medilux, modelo L2000C) para a 

identificação das espécies de flebotomíneos. 

O protocolo utilizado na montagem dos flebotomíneos foi o seguinte: após 

triagem, os insetos permaneceram, em média, 16 horas no hidróxido de potássio (KOH) 

a 10%, para clarificação. Para neutralizar o processo de clarificação foram transferidos 

para ácido acético a 10% por 15 a 20 minutos. Logo após, passaram por uma 

desidratação seriada: álcool 70% - 10 minutos, álcool 90% - 10 minutos, álcool 95% - 

10 minutos e álcool 100% - 10 minutos. Em seguida, colocados no Eugenol por no 

mínimo 24 horas, para a diafanização das estruturas (Fuzari 2011). 

Após finalização do processo acima descrito, cada inseto foi colocado na lâmina sob 

uma gota de bálsamo do Canadá, e com o auxílio de dois estiletes de pontas finas, 
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separou-se a cabeça, o tórax e o abdomem dos espécimes fêmeas, a fim de visualizar 

as espermatecas. Os exemplares machos foram montados inteiros. Em seguida, uma 

lamínula foi colocada sobre o exemplar, e a lâmina levada à estufa (37ºC) para 

secagem e após 72 horas, colocou-se esmalte incolor em volta da lamínula para sua 

impermeabilização (Fig. 4.6) 
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Tabela 4.2: Áreas trabalhadas, localidades e o ambiente, com descrição de todos os pontos de 
coletas de flebotomíneos (cada ponto de coleta = 1armadilha) e suas coordenadas geográficas. 

Área Ambiente Localidade 
Pontos de 

coletas  
Coordenadas 
geográficas 

Área 1 Sítio Mirante 

JHP1 

S 22°57'41,07'' 
W 43°10'23,89'' 

JHP2 

JHP3 

JHP4 

Área 2  Mata Itacoatiara 

SSP1 
S 22°58’22.9’’ 

O 43°1’33.7’’ 

SSP2 
S 22°58’24.0’’ 

O 43°1’33.7’’ 

SSP3 
S 22°58’22.6’’ 

O 43°1’34.0’’ 

Área 3 Peridomicílio 

Mangueirão  
(Eng. do Mato) 

MP3 S 22°55'38.0" 
O 43°00'05.5" MP3EX 

 MP4 
S 22°55'40.0" 
O 43°00'10.5" 

Quilombo do 
Grotão 

QP5 S 22°56'27.5" 

O 43°00'19.1" QP6 

Vale Feliz 
(Itaipu) 

VFP7 
S 22°56’46.9’’ 
O 43°0’52.9’’ 

VFP8 
S 22°56’46.8’’ 
O 43°0’53.0’’ 

Área 4 
Peridomicílio 

 
 

Morro da 
Andorinha 

MA1 S 22°58'16.61" 
O 43° 2'22.20" MAB1 

MA2 
S 22°58’17.5’’ 
W 43°02’23.8’’ 

MA3 S 22°58’17.9’’ 
W 43°02’29.5’’ MAB3 

MAB2 
S 22°58'17.00" 
W 43° 2'25.01" 

MA4 S 22°58’18.6 
W 43°02’32.1 MAB4 

 

Para identificação em nível de gênero, subgênero e espécie foram utilizados os 

artigos referentes às descrições de espécies disponíveis na literatura e chave 

taxônomica de Galati, 2003, 2015.  
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Figura 4.6: Fotos de flebotomíneos montados entre lâmina e lamínula, visualizados ao 
microscópio óptico. A – Espermateca Ny. intermedia (40x) B – Genitália masculina Ny. 
intermedia (10x); C – Lu. longipalpis macho (4x); D - Genitália masculina Lu. longipalpis (10x). 
Fonte: Fuzari, 2011. 

 

 

 

 

B 
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Figura 4.7: Mapa mostrando parte da região do Parque Estadual da Serra da Tiririca (PESET) e as quatro 
áreas de trabalho em destaque: Área 1 – Mirante de Itapuaçu, Maricá; Área 2 – Subsede do PESET, 
Itacoatiara, Niterói; Área 3 – Peridomicílio (Engenho do Mato, Quilombo e Itaipú), Niterói; Área 4 – Morro 
das Andorinhas, Itaipú, Niterói; Trilhas – transectos utilizados nas coletas de pequenos mamíferos, em 
diferentes localidades. 
 
 
 

4.3- Captura de pequenos mamíferos  

Para o estudo dos mamíferos, foram estabelecidos 06 transectos lineares com 15 

estações de captura ao longo das trilhas, com espaçamento de 20 metros entre cada 

uma delas. Em cada estação de captura foram dispostas armadilhas do tipo live-trap, 

uma do modelo Tomahawk® (40,64cm x 12,70cm x 12,70cm) e uma do modelo 

Sherman® (7,62cm x 9,53cm x 30,48cm), apropriadas para a captura de pequenos 

mamíferos vivos com até 3 Kg. Adicionalmente, em cada trilha, seis pontos tiveram 

armadilhas estabelecidas no sub-bosque. Nestes pontos apenas uma armadilha de 

cada tipo foi estabelecida, totalizando então três armadilhas do modelo Sherman e três 

do modelo Tomahawk. O termo sub-bosque utilizado aqui, refere-se à porção superior 

das árvores, aonde encontra-se alguma bifurcação de galhos e cipós, e que geralmente 

fica a altura dos nossos olhos.  
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Foram dispostas 36 armadilhas por trilha, totalizando 216 armadilhas por coleta. 

Duas expedições foram realizadas ao longo de 16 meses, uma em agosto/2014 e outra 

em dezembro/2015, período seco e período chuvoso, respectivamente, sendo que cada 

expedição teve duração de cinco noites, totalizando um esforço de captura de 1080 

armadilhas por expedição. 

Em cada armadilha foi utilizada uma isca, que foi composta por uma mistura de 

bacon, aveia, banana e pasta de amendoim. 

As trilhas foram identificadas por letras sequenciais. Na primeira expedição, foram 

denominadas trilhas de A a F. Nas trilhas A, B, C e F, foram registrados problemas 

quanto à questão de segurança, como o sumiço de muitas armadilhas, interferência de 

algumas pessoas da comunidade local e até mesmo ocorrências policiais, o que nos 

levou a  estabelecer outros transectos na segunda expedição. Para esta, foram 

denominadas as trilhas D, E, G, H, I e SS (Tabela 4.3). 

Os transectos foram percorridos diariamente pela manhã para verificar a presença 

de animais capturados. Nestas vistorias, foram utilizados equipamentos de 

biossegurança (máscara e luvas específicas). As armadilhas contendo os animais foram 

armazenadas em sacos plásticos pretos, fechados e transportados, imediatamente 

após sua remoção, para a base laboratorial de campo, localizada nas dependências do 

Parque Estadual da Serra da Tiririca, na primeira expedição. E na segunda expedição, 

em um local alugado, próximo ao PESET. Nesses laboratórios os animais foram 

processados e as amostras coletadas segundo normas de biossegurança, onde toda a 

equipe estava paramentada com equipamentos de nível 3 de segurança (filtros 

motorizados, máscaras com pressão positiva, e demais acessórios). (Fig. 4.8) dessa 

maneira, foi garantida a segurança dos membros da equipe de campo contra zoonoses 

de transmissão por aerossóis. 

Na base laboratorial de campo, os animais foram anestesiados, conforme orientação 

veterinária, e tiveram seus dados coletados (sexo, peso corpóreo e medidas de corpo e 

cauda), A idade dos animais foi estimada da seguinte forma: nos marsupiais, pelo 

estágio de desenvolvimento da dentição (condição do terceiro pré-molar e número de 

molares eclodidos) e nos roedores, pelo peso corpóreo relativo. Dos espécimes 

capturados foram coletados sangue em papel filtro e coágulos, para estudo de infecção 

natural por Leishmania através de técnicas moleculares. Amostras de baço, fígado e de 
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tecido (pedaços de orelha e cauda) foram coletados apenas na segunda expedição, 

para posterior tentativa de isolamento do parasita e análises moleculares, entretanto 

não fizeram parte dos resultados deste estudo (Fig. 4.8). 

Nesta última expedição, investigadores de diferentes projetos e  instituições 

trabalharam em colaboração, no sentido de se aproveitar e ter o máximo rendimento de 

todo o materiai ali coletado. 

Em alguns animais, foram inseridos chips/anilhas de marcação e soltos 

novamente no mesmo local de captura, para que na expedição posterior ao serem 

capturados saber se já haviam sidos manipulados. Como exemplo, indivíduos jovens e 

filhotes, onde a probabilidade de infecção é pequena, e também fêmeas prenhas, para 

não ter uma baixa populacional (D’Andrea et al., 1994). 

A identificação taxonômica dos pequenos mamíferos capturados foi baseada, 

inicialmente, na morfologia externa. Assim, todos os espécimes foram identificados por 

gênero, sendo possível apenas para algumas espécies a identificação específica. Na 

maioria dos indivíduos, a identificação específica, foi realizada através de análise 

cariotípica e através de cultura de medula óssea e quando necessário complementadas 

com análise da morfometria craniana. A técnica de cariotipagem visa determinar o 

número cromossômico diplóide e fundamental, com objetivo de descrever e associar 

cada complemento cromossômico à espécie confirmando a identificação morfológica. A 

metodologia é aplicada segundo Bonvicino (2011).  

Amostras de fígado foram também fixadas e preservadas em etanol para 

posteriores estudos moleculares filogenéticos dos animais. 

Todas as identificações taxonômicas foram realizadas no Laboratório de Biologia 

e Parasitologia de Mamíferos Silvestres Reservatórios, IOC/FIOCRUZ, Rio de 

Janeiro/RJ, sob a supervisão da Dra. Natalie Ollifers, Dr. Bernardo Rodrigues Teixeira e  

Dr. Paulo Sérgio D’Andrea. 

Os espécimes coletados serão depositados como material testemunho na 

coleção temporária do Laboratório de Biologia e Parasitologia de Mamíferos Silvestres 

Reservatórios, IOC/FIOCRUZ e, após o término das análises, depositados na Coleção 

de Mastozoologia do Museu Nacional/UFRJ (Rio de Janeiro, Brasil). 

O sucesso de captura foi verificado utilizando seguinte cálculo: quantidade de 

animais coletados dividido por esforço de captura multiplicado por 100. 
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  Tabela 4.3: Distribuição dos transectos utilizados nas expedições para captura de pequenos mamíferos, 

suas localidades e as coordenadas geográficas. 

Expedição Transectos Local  
Ponto inicial Ponto final 

S O S O 

1 

Trilha A Itaipu 22°57'8,21'' 43°1'7,35'' 22°57'08.00'' 43°1'00.70'' 

Trilha B Eng. do Mato 22°55'45,10'' 42°59'25,30'' 22°55'38,76'' 42°59'19,34'' 

Trilha C Estr. Barrinha/Maricá 22°55'45,90'' 42°58'58,90'' 22°55'40,60'' 42°59'00,39'' 

Trilha D Mirante - Sítio 22°57'45,40'' 43°1'18,50'' 22°57'41,07'' 43°1'23,89'' 

Trilha E Mirante - estrada 22°57'45,65'' 43°10'10,73'' 22°57'40,75'' 43°10'10,57'' 

Trilha F Estr. Barrinha/Maricá 22°55’44.05”  42°58’46.84 22°55’34.49”  42°58’49.29”  

2 

Trilha D Mirante - Sítio 22°57'45,40'' 43°1'18,50'' 22°57'41,07'' 43°1'23,89'' 

Trilha E Mirante - estrada 22°57'45,65'' 43°10'10,73'' 22°57'40,75'' 43°10'10,57'' 

Trilha G Morro das Andorinhas  22°58'15.71"  43° 2'20.29"  22°58'13.58"  43° 2'15.79" 

Trilha H Sede PESET/Maricá  22°57'57.60"  43° 0'24.70"  22°57'56.41"  43° 0'24.52" 

Trilha I Haras/Maricá  22°57'15.19"  43° 0'7.17" 
 

Trilha SS Subsede PESET/Itacoatiara  22°58'24.20"  43° 1'34.28"  22°58'22.19"  43° 1'33.20" 

 

Figura 4.8: Atividades realizadas no laboratório montado em campo: A - Triagem e classificação 
dos mamíferos; B - Manipulação e dissecção de roedor. 
 

4.4- Estudo de Infecção natural por Leishmania spp. 

Para detecção de Leishmania spp., foram utilizadas como fonte de DNA, as fêmeas 

de flebotomíneos não ingurgitadas (sem resíduos de sangue em seu abdômen) e 

amostras de sangue coletas de animais silvestres e sinantrópicos. 

 A identificação taxonômica das fêmeas de flebotomíneos destinadas à análise de 

infecção natural, foi realizada através da dissecção da cabeça e dos dois últimos 

segmentos abdominais, sobre uma gota de solução salina (0,15M) em lâmina de 

microscopia e com o auxílio de agulhas descartáveis, para visualização do cibário e 

espermateca, respectivamente, possibilitando a identificação taxonômica no nível de 

espécie de acordo com GaIati (2015). O restante do corpo do inseto foi acondicionado 



 

44 

 

em microtubos de polipropileno de 1,5 ml (tipo eppendorf) contento 100µL de álcool 

etílico 95% e rotulados de acordo com a área de coleta, espécie e sexo. Os tubos 

contendo os flebotomíneos foram mantidos à temperatura em torno de 2°C (parte 

superior da geladeira). Os machos que não foram utilizados como controles negativo 

passaram pelo processo de clarificação e diafanização, e posterior montagem entre 

lâmina e lamínula para identificação taxonômica.  

 As amostras de sangue dos pequenos mamíferos, foram coletadas em papel de filtro 

(FTA classic card – Whatman), identificadas de acordo com a numeração de 

identificação de cada animal e armazenados à temperatura de - 4°C. 

 A detecção e monitoramento da carga parasitária por Leishmania spp. nas amostras  

foi realizada através das estratégias de diagnóstico molecular propostas a seguir. Os 

flebotomíneos foram analisados individualmente. 

 

4.4.1 - Obtenção do Extrato total dos flebotomíneos  

O DNA utilizado na PCR foi obtido a partir de um extrato de amostras individuais 

de flebotomíneos machos (como controle negativo) e fêmeas, em 100 µL de tampão de 

lise: 10 mM Tris-HCl pH 9,2 contendo 10 mM de EDTA e 100 µg/mL de proteinase K 

(USBiological). Os lisados foram mantidos em tubos Eppendorf® e incubados (2 a 3 

horas, 56 °C) com agitações periódicas. No final da incubação, o material foi 

centrifugado (9.800g, 15 minutos, 4 °C) e o sobrenadante coletado, foi aquecido (15 

minutos, 95 °C). Em seguida, as amostras foram mais uma vez centrifugadas (9.800g, 

40 segundos, 4 °C) (Miranda et al., 2002). Os volumes das preparações foram 

ajustados para 200 µL com TE 0,1X e estocadas (– 20 °C) até o momento da extração 

do DNA total. 

4.4.2 - Extração de DNA  

 A extração de DNA a partir dos lisados de flebotomíneos foi realizada utilizando o 

kit comercial Wizard SV Genomic DNA Purification System (Promega), segundo as 

especificações do fabricante, e o DNA eluído em 50 µL TE 0,1X foi posteriormente 

estocado a - 20 0C até o momento de uso. Todas as etapas para a extração de DNA 

foram monitoradas pela inclusão de amostras controle negativo (insetos machos de 

colônias de laboratório). A inclusão de machos determina um controle para possíveis 
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contaminações, pois essas amostras não podem conter DNA de Leishmania spp. Os 

fluxos laminares utilizados, são exclusivos para extração de DNA, assim como todo o 

material utilizado nesta etapa foram devidamente descontaminados com a utilização de 

cloro e exposição a raios UV. 

4.4.3 - Reação em Cadeia da Polimerase – Hot-start PCR multiplex. 

Para a PCR foram utilizados dois pares de iniciadores que amplificam 

simultaneamente na mesma reação, um produto de 120 pb referente ao DNA de 

Leishmania (no caso de amostras de fêmeas positivas) e outro de 220 pb 

correspondente ao DNA de flebotomíneo (todas as amostras de machos e fêmeas). O 

primeiro par amplifica a região constante do minicírculo do kDNA; primer A [5’ GGC 

CCA CTA TAT TAC ACC AAC CCC 3’] e primer B [5’ GGG GTA GGG GCG TTC TGC 

GAA 3’] (Figura 4.9) (Passos et al., 1996); o segundo par amplifica um gene constitutivo 

específico de flebotomíneos (cacophony): 5Llcac [5´GTG GCC GAA CAT AAT GTT AG 

3´] e 3Llcac [5´CCA CGA ACA AGT TCA ACA TC 3´] (LINS et al., 2002). A inclusão 

deste segundo par de iniciadores (gene cacophony) confere a confiabilidade do material 

extraído, evitando possíveis resultados falso negativos, pois todas as amostras (machos 

e fêmeas) constituídas por flebotomíneos deveriam amplificar o produto referente a 

esse alvo.  

As reações ocorreram em um volume final de 100 µL, consistindo de solução 

tampão da PCR 1X (100mM Tris-HCl pH 8,3, 500 mM de KCl - solução PCR 10X, 

Applied Biosystems, Foster City, CA, USA), 4,5 mM MgCl2, 200µM de cada dNTP 

(Invitrogen), 0,2 µM de cada primer, 1,25 U Taq Gold DNA polimerase (Applied 

Biosystems), 10 µL de DNA e H2O (ultra pura e estéril, grau Biologia Molecular) para 

completar o volume. A ciclagem térmica consistiu de 36 ciclos e realizada no aparelho 

modelo Gene Amp® PCR Sytem 9700, com a seguinte programação, por ciclo: 

desnaturação (30 seg, 94 0C), anelamento (30 seg, 55 0C) e extensão (30 seg, 72 0C). 

Este programa foi precedido de uma etapa (12 min, 94 0C) para ativação da enzima 

(Hot Start) e após os 36 ciclos inclui-se um passo de extensão final (10 min, 72 0C). 
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Figura 4.9: Esquema da estrutura de um minicírculo do kDNA de Leishmania sp. (~800 pb), 
demonstrando o local de anelamento dos primers A e B e o sentido da amplificação  
 

4.4.4 - Extração de DNA em papel de filtro – Amostras de sangue de mamíferos 

A extração de DNA de possíveis reservatórios de Leishmania spp. a partir de 

amostras de sangue coletadas em papel de filtro, foi realizada utilizando o protocolo de 

Purificação do kit comercial QIAamp DNA Mini Kit (QIAGEM®) segundo as 

especificações do fabricante, e o DNA eluído em 50 µL TE 0,1X foi posteriormente 

estocado a - 20 0C até o momento de uso. 

 

4.4.5 - Reação em Cadeia da Polimerase – Amostras de sangue de mamíferos 

Utilizou-se a amplificação do gene da β-globina como controle interno da 

extração o que confere a confiabilidade do material extraído, evitando possíveis 

resultados falso negativos. Os primers utilizados foram PC03 5’ [ACA CAA CTG TGT 

TCA CTA GC] 3’, e PC4 5’ [CAA CTT CAT CCA CGT TCA CC] 3’ ( Wincker et al. 1994). 

As reações ocorreram em um volume final de 100 µL, consistindo de solução 

tampão da PCR 1X (100mM Tris-HCl pH 8,3, 500 mM de KCl - solução PCR 10X, 

Applied Biosystems, Foster City, CA, USA), 4,5 mM MgCl2, 200µM de cada dNTP 

(Invitrogen), 0,2 µM de cada primer, 1,25 U Taq Platinum DNA polimerase (Applied 

Biosystems), 10 µL de DNA e H2O (ultra pura e estéril, grau Biologia Molecular) para 

completar o volume. A ciclagem térmica consistiu de dois ciclos e realizada no aparelho 

modelo Gene Amp® PCR Sytem 9700, com a seguinte programação: dois ciclos: 

desnaturação (1 min, 98 0C), anelamento (2 min, 64 0C) seguido de 38 ciclos: 
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desnaturação (1 min, 94 0C), anelamento (1 min, 64 0C). Este programa foi precedido 

de uma etapa (3 min, 94 0C) para ativação da enzima (Hot Start) e após os 38 ciclos foi 

incluído um passo de extensão final (10 min, 72 0C). 

Uma segunda reação de PCR foi ralizada, conforme o protocolo já descrito de 

PCR multiplex, porém utilizou-se apenas o primeiro par de primers que amplifica a 

região constante do minicírculo do kDNA para detecção de Leishmania spp.  

Em caso de amostras positivas, foi utilizado o protocolo de PCR para 

identificação de espécies de Leishmania seguido de clonagem e sequenciamento. 

 

4.4.6 - Eletroforese em gel de agarose 

Os ensaios de eletroforese foram realizados em cuba horizontal, em géis de 

agarose (Seakem e NuSieve, FMC Bioproducts, Rockland, USA) a 2,0%, com 

dimensões de 12,5 x 20 cm, preparados em TBE 1X (0,89 M Tris-HCl; 0,89 M ácido 

bórico; 0,024M EDTA, pH 8,3 - TBE 10X). Após a imersão do gel solidificado em 

tampão TBE, alíquotas contendo 10 µL do produto da PCR foram misturadas a 1 µL do 

tampão de aplicação de amostra (30% glicerol, 0,25% azul de bromofenol, 0,25% xileno 

cianol) e aplicadas no gel. A eletroforese foi conduzida por 2 horas a 70 V. O peso 

molecular dos amplicons foi determinado pela inclusão nos géis do marcador de peso 

molecular de 100 pb (DNA Ladder – Invitrogen Life Technologies). O gel é corado com 

Nancy-520 DNA Gel Stain (Sigma®). Os géis foram analisados e as imagens 

registradas através de um sistema fotográfico de documentação em gel – UVP 

Bioimaging Systems (Upland, CA, USA). 

 

4.4.7 - Reação em Cadeia da Polimerase – Identificação de espécies de 

Leishmania 

Após a confirmação da detecção de Leishmania (seja em flebotomíneos ou em 

sangue de mamíferos), o DNA recuperado foi submetido a um novo ensaio de PCR 

desta vez direcionado para o alvo de 234 pb do gene hsp 70 primer forward 5’[GGA 

CGAGATCGAGCGCATGGT]3’, primer reverse 5’[TCCTTCGACGCCTCCTGGTTG]3’ 

(da Graça et al., 2012).  

As reações ocorreram em um volume final de 50 µL, consistindo de Gotaq® 

Green Master Mix (Promega®) 1X, 0,2 µM de cada primer, 5 µL de DNA e H2O (ultra 
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pura e estéril, grau Biologia Molecular) para completar o volume. A ciclagem térmica 

consistiu de 36 ciclos e realizada no aparelho modelo Gene Amp® PCR Sytem 9700, 

com a seguinte programação, por ciclo: desnaturação (30 seg, 95 0C), anelamento (30 

seg, 55 0C) e extensão (30 seg, 72 0C). Este programa foi precedido de uma etapa (5 

min, 95 0C) para ativação da enzima e após os 36 ciclos, foi efetuada a inclusão de um 

passo de extensão final (5 min, 72 0C). 

Este procedimento é realizado em duas etapas de PCR (Primeira etapa usando 

DNA extraído positivo para Leishmania spp. e a segunda etapa utilizando o produto de 

PCR da primeira), após a visualização dos produtos em gel de agarose e purificação 

dos fragmentos, estes são submetidos à clonagem.  

 

4.4.8 - Clonagem 

 Da mesma forma como descrito acima, amostras de DNA de cada fêmea de 

flebotomíneo confirmadamente positiva para infecção por Leishmania sp., foram re-

amplificadas por PCR a partir do DNA extraído utilizando-se os iniciadores para o gene 

hsp70 para posterior clonagem e sequenciamento do produto amplificado. 

4.4.8.1 - Preparo de células competentes 

A metodologia foi iniciada com uma semeadura da cultura de Escherichia coli 

linhagem DH5α em placa contendo meio LB (Luria-Bertani) sólido sem antibiótico, com 

crescimento overnight a 37 0C C. Uma colônia foi retirada e transferida para um frasco 

Erlenmeyer de 200 mL contendo LB líquido sem antibiótico, com forte agitação a 37 0C. 

Depois de 1h foi iniciada a leitura da D.O. (Densidade Ótica) a 550 nm e 

posteriormente, em intervalos de 20 – 30 minutos até atingir o valor de D.O. = 0.5 (fase 

log). A cultura foi incubada em banho de gelo por 10 minutos e centrifugada a 4000 rpm 

por 10 minutos em tubos cônicos de 50 mL estéreis. O sobrenadante foi descartado e o 

precipitado foi ressuspenso cuidadosamente em 25 mL de CaCl2  a 100 mM, em gelo. 

Uma nova centrifugação foi realizada por 10 minutos a 4000 rpm. O sobrenadante foi 

descartado e o precipitado foi novamente ressuspenso em 25 mL de CaCl2 estéril a 100 

mM. Após centrifugação por 10 minutos a 4000 rpm, o sobrenadante foi descartado e o 

precipitado foi, delicadamente, ressuspenso em 2 mL de CaCl2 estéril a 100 mM 

acrescido de 10 % de glicerol. Foram feitas alíquotas de 100 µL das células em tubos 

eppendorf® de 1,5 mL mantendo-as no gelo. Em seguida, as células foram submetidas 
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ao choque térmico com nitrogênio líquido ou gelo seco em álcool por 1 minuto e 

rapidamente estocadas em freezer - 70 0C  até o momento de uso. 

Com a finalidade de testar a competência dessas células, incubou-se uma alíquota 

da colônia bacteriana em 5 mL de meio de cultura LB acrescido do antibiótico seletivo 

para células contendo o plasmídeo PUC19 (ampicilina 100 µg/ mL), e posteriormente foi 

realizada uma reação de transformação com plasmídeos controle (PUC19). 

4.4.8.2 - Clonagem  

Para os experimentos de clonagem foi utilizado o vetor pGEM T-Easy Vector kit 

Promega®, segundo as recomendações do fabricante. 

Para a reação de ligação foram utilizados 5 µL do tampão de ligação rápida T4 

ligase 2X; 1 µL do vetor de clonagem pGEM  Easy Vector (50 ng); 3 µL de produto de 

PCR;  1 µL  da enzima T4 DNA Ligase (3 U/µL); e água nuclease-free para um volume 

final de 10 µL. A reação foi gentilmente homogeneizada e incubada overnight a 4o C. 

Após a etapa de ligação do produto amplificado de Leishmania sp. no vetor pGEM, 

foram adicionados 2 µL do produto de ligação em um tubo Eppendorf® de 1,5 mL 

contendo previamene as células competentes de E. coli linhagem TOP10 e 

homogeneizados levemente. As células foram incubadas em gelo por 15 minutos e, em 

seguida, foi realizado o choque térmico a 42º C por 1 minuto. Posteriormene, foi 

acrescentado 1 mL de LB sem antibiótico ao mesmo tubo Eppendorf®, e as células 

foram incubadas à 37 ºC por 50 minutos concluindo, dessa forma, a etapa de 

transformação.  

Placas de LB sólido contendo ampicilina na concentração final de 100 µg/ mL 

foram subsequentemente utilizadas, tendo sido adicionados 40 µL de X-Gal em cada 

placa a fim de selecionar as bactérias que continham o plasmídeo com a região de 

resistência a ampicilina. O X-Gal indica se a bactéria expressa a enzima β-

galactosidase, codificada pelo gene LacZ (colônia azul); bactérias  contendo o 

plasmídeo recombinante formam colônias brancas (devido ao gene LacZ com a enzima 

β-galactosidase inativada pela inclusão do inserto no quadro aberto de leitura). 

Após selecionarmos as colônias brancas com auxílio de um palito previamente 

autoclavado, cada palito carreando uma colônia bacteriana, este foi introduzido em um 

tubo eppendorf ® e a colônia foi diluída em 10 µL de água estéril autoclavada para a 

etapa subsequente de PCR de colônia. 
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4.4.8.3 - PCR de Colônia  

A PCR de Colônia foi utilizada com a finalidade de ampliar a quantidade de inserto 

das colônias obtidas. Para isso foram empregados os iniciadores que flanqueiam o 

inserto M13 forward (GTTGTAAAACGACGGCCAGT) e M13 reverse 

(CAGGAAACAGCTATGACC). As reações ocorreram em um volume final de 50 µL nas 

seguintes condições: tampão PCR 1X [100mM de Tris-HCl pH 8,3 contendo 500 mM de 

KCl], MgCl2 (1,5 mM), dNTPs (0,2 mM Invitrogen), iniciadores (0,2 µM), Taq Gold 

(Applied Biosystems; 0,05 U/µL) e 10 µL do contendo o inserto. A ciclagem térmica 

consistiu de 36 ciclos e realizada no aparelho modelo Gene Amp® PCR Sytem 9700, 

com a seguinte programação, por ciclo (40 ciclos): desnaturação (1 min 95 0C), 

anelamento (1,5 min 55 0C) e extensão (1 min 72 0C). Este programa foi precedido de 

uma etapa (5 min, 95 0C) para ativação da enzima (Hot Start) e após os 40 ciclos 

realizou-se a extensão final (5 min, 72 0C). Os produtos amplificados foram visualizados 

em gel de agarose, como descrito no ítem 3.3 - 4.1, e purificados utilizando o kit 

comercial Wizard® SV gel PCR clean- Up system, seguindo as especificações do 

fabricante. 

4.4.9  Sequenciamento  

As reações de sequenciamento foram processadas com o kit Big Dye Terminator 

v.3.1 Cycle Sequencing (Applied Biosystems) segundo as especificações do fabricante, 

e os dados gerados foram armazenados no software de análise de sequências de DNA 

(Plataforma de Sequenciamento PDTIS/IOC/Fiocruz). 

4.4.10  Análise das Sequências  

4.4.10.1 Avaliação da qualidade das sequências geradas. 

Os eletroferogramas gerados no sequenciamento dos clones de DNA foram 

inicialmente analisados pelo programa Phred (Ewing et al., 1998), que avaliou a 

qualidade dos picos correspondentes a cada base sequenciada, conferindo um valor de 

qualidade a cada uma. Para esta análise foram estabelecidos os parâmetros de 

aceitação das sequências baseados na probabilidade de 0,02% de erro estimado para 

uma determinada base. 
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4.4.10.2 - Agrupamento das sequências  

As regiões com boa qualidade de sequências foram submetidas à montagem 

utilizando o programa CAP3(Huang & Madan, 1999). 

4.4.10.3 Retirando a sequência do vetor 

A retirada da região da sequência referente ao vetor foi realizada utilizando o 

programa Vector Screen do NCBI (National Center for Biotechnology Information) 

(http://www.ncbi.nlm.nih.gov/VecScreen/VecScreen.html /) 

4.4.10.4  Busca no Banco de Dados 

Após os procedimentos acima foi realizada uma busca na base de dados do Blast 

(http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi) 

 

  4.5 - Estudo de fonte alimentar dos flebotomíneos 

 Nesta etapa do estudo, foram utilizadas apenas fêmeas ingurgitadas 

(alimentadas), portanto que possuíam resíduos de sangue no abdômen. Estas foram 

submetidas as técnicas de dissecção e identificação taxonômica descritas do item 4.4 

(detecção de infecção natural por Leishmania). As amostras foram analisadas através 

das técnicas de PCR e sequenciamento, de forma a identificar a qual espécie animal 

pertence o DNA do sangue encontrado no abdômen da fêmea de flebotomíneo. 

Antes da PCR foi realizado a extração de DNA das amostras de fêmeas 

alimentadas. A metodologia empregada na extração foi a mesma utilizada para 

extração na verificação de infecção por Leishmania spp., metodologia já descrita 

anteriormente.  

 

4.5.1 - Extração de DNA  

As fêmeas de flebotomíneos, ingurgitadas, foram identificadas e armazenadas 

individualmente em microtubos de polipropileno de 1,5 ml (tipo eppendorfs), contendo 

100µL de álcool etílico 95%, e mantidas à temperatura de 2 °C até o momento da 

extração de DNA. 

Para a extração do DNA foi utilizado o kit comercial de extração Gentra 

Puregene® Cell and Tissue (QIAGEN), as concentrações dos reagentes não foram 
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especificadas pelo fabricante. 

As amostras foram maceradas, com ajuda de um pistilo estéril e descartável, em 

seguida adicionado 100µL de solução de lise celular, contendo 1µL de proteinase K . 

Dando seguimento, os microtubos foram incubados em banho-maria a 55 °C overnight. 

Após esse período, foi adicionado 1µL de RNase e o conteúdo homogeneizado. Em 

seguida, colocados em banho-maria a 37 °C por 1 hora, depois incubados por 1 min no 

gelo e adicionados 100µL de solução de precipitação de proteína.  

Em seguida, os microtubos foram centrifugados (3 minutos a 14.000 rpm) e o 

sobrenadante transferido para um novo tubo, estéril e identificado, contendo 300µL de 

isopropanol (100%). Estes foram homogeneizados e, novamente, centrifugados (5 

minutos a 14.000 rpm). Após a centrifugação, o sobrenadante foi descartado e 

adicionados 300µL de etanol (70%) e 30µL de acetado de sódio (10%) em cada 

amostra. Estas foram levadas ao freezer – 80 °C por 1 hora e, posteriormente, 

centrifugadas por 5 minutos a 14.000 rpm. Ao término da centrifugação, descartou-se o 

sobrenadante e os microtubos foram invertidos em papel absorvente para a evaporação 

do etanol.  

O DNA extraído foi ressuspenso em 20µl de solução de reidratação e os 

microtubos foram incubados a 65 °C por 1 hora para a reidratação do DNA. Em 

seguida, o DNA foi colocado em temperatura ambiente overnight, e posteriormente, 

foram estocados em freezer -20 °C até a utilização. As amostras de DNA total extraído 

das fêmeas de flebotomíneos chegaram a uma concentração final média de 6 ng/µL. 

Toda extração ocorreu dentro de fluxo laminar, tomando todas as medidas e 

cuidados para que não houvesse contaminação com DNA humano. Durante a extração 

fora utilizadas três amostras como controle contendo água livre de DNA (Fig. 4.10). 

  

Figura 4.10: Manipulação de amostras para extração de DNA de fêmeas de flebotomínios ingurgitadas 
(com sangue no tubo disgestório) para detecção de fonte alimentar. Fonte: Andressa Fuzari 
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4.5.2 – Reação em Cadeia da Polimerase – Detecção da fonte alimentar de 

flebotomíneos 

O DNA extraído foi submetido à técnica de PCR para amplificação do gene 

citocromo B e o indicador utilizado foi Cyt B (FOR5’-

CCATCCAACATCTCAGCATGATGAAA-3’ e REV5’- 

GCCCCTCAGAATGATATTTGTCCTCA-3’) que amplificam um fragmento de 

aproximadamente 400 pb (Steuber et al., 2005). 

O DNA extraído foi submetido a PCR do gene CytB para amplificação de um 

fragmento de aproximadamente 400pb solução tampão 1x (200 mM Tris-HCl pH8,4, 

500 mM KCl), 1,5mM de MgCl2, 0,2mM de mistura de dNTPs, 0,5 pmol do iniciador 

LITSR, 0,5 pmol do iniciador L5.8S, 1 U de Taq DNA polimerase platinum® (Invitrogen) 

e 5 µl de DNA molde, em um volume final de 50µL. A amplificação foi realizada 

alternando-se 32 ciclos de desnaturação a 95oC por 20seg, anelamento a 53oC por 

30seg e extensão a 72oC por 1min em equipamento termociclador automático de DNA 

(MaxyGene Gradient - AXYGENE®).  

4.5.3 - Eletroforese em gel de agarose. 

O perfil da banda amplificada foi analisada em gel de agarose 2% corado com 

GelRedTM, concentração utilizada: GelRed 10.000X em 500µl de água livre de 

contaminações (1:500), foi aplicado 1µL de GelRedTM diluído, 01µL de tampão de 

carreamento e 5µL de produto amplificado na PCR, e comparados com amostras 

amplificadas de extração de DNA de sangue de cão e roedor como controle positivo. 

4.5.4 - Sequenciamento 

As amostras que apresentaram perfil de banda de aproximadamente 400pb 

foram enviadas para sequenciamento na empresa Macrogen® (Seul, Coréia), onde foi 

utilizado o sequenciador automático (Applied Biosystems 3730XL), cada amostra teve 

seu DNA sequenciado nas duas direções. As sequências obtidas foram alinhadas e 

analisadas utilizando o programa Sequencher®4.1.4. 
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4.5.5 – Análise de sequências 

Após as sequências alinhadas foi realizada uma busca no banco de dados do NCBI 

(National Center for Biotechnology Information) utilizando como algaritimo Blast (Basic 

Local Alignment Search Tool), que consiste em uma ferramenta de busca de 

similaridade em sequências biológicas (DNA ou aminoácidos), para verificar a 

identidade entre espécies depositadas no Genbank (National Center for Biotechnology 

Information) (http://www.ncbi.nlm.nih.gov/Genbank) e as sequências amplificadas das 

amostras de fêmeas alimentadas. 

 

4.6 – Análises estatísticas 

 

Os dados foram organizados em planilhas e as análises descritivas e 

quantitativas foram registradas no programa Microsoft Excel® (Office 2007). 

A frequência das espécies encontradas foi calculada através do Índice de 

Constância (Dajoz, 1973; Matos et al. 1999). Este parâmetro indica a percentagem 

de uma determinada espécie em relação a todos os levantamentos realizados. 

Fórmula: IC = P x 100/ N 

Onde: P = número de coletas que a espécie apareceu e N = número total de 

coletas.  

A Constância de uma espécie poderá ser classificada da seguinte forma: 

• Espécies constantes – presentes em mais de 50% dos levantamentos; 

• Espécies acessórias – presentes entre 25–50% dos levantamentos; 

• Espécies Acidentais – Presentes em menos de 25% dos levantamentos 

 

A diversidade e uniformidade das espécies de flebotomíneos nas diferentes 

áreas foram estimadas pela utilização do índice de diversidade de Shannon (H’) e 

equabilidade ou uniformidade de Pielou (J). Para esses cálculos foi utilizado o programa  

MVSP (Multi Variete Statistical Package). 

Índice de Shannon (H), na base logaritmica natural (Matos et al. 1999). 
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Onde:   

pi  - a abundância relativa de cada espécie, calculada pela proporção dos 

indivíduos de uma espécie pelo número total dos indivíduos na comunidade:  

ni  - o número dos indivíduos em cada espécie; a abundância de cada espécie  

S  - o número de espécies. Chamado também de riqueza  

N - o número total de todos os indivíduos:   

 

A uniformidade de Pielou (J) pode ser calculada como a razão entre a 

diversidade obtida e a diversidade máxima (H’max), a qual seria possível em uma 

situação onde todas as espécies fossem igualmente abundantes. O valor de J varia 

entre 0 e 1 com 1 representando uma situação em que todas as espécies são 

igualmente abundantes (Matos et al. 1999). 

 

 

 

 

Foram construídos mapas temáticos da abundância relativa de flebotomíneos por 

área de coleta, visando identificar padrões de distribuição das espécies presentes no 

Parque Estadual da Serra da Tiririca. Primeiramente, analisaram-se as espécies mais 

abundantes e posteriormente as espécies de maior importância em saúde pública.  

Comportamento sazonal foi analisado o a partir da distribuição proporcional dos 

flebotomíneos segundo meses de captura e variáveis climáticas: temperatura (°C), 

pluviosidade (%) e umidade (mm). Essa temática tem sido explorada em diferentes 

estudos, sendo que as variáveis climáticas frequentemente correlacionadas à 

ocorrência de flebotomíneos são temperatura (Andrade-Filho et al., 1998; Mayo et al., 

1998; Gomes et al., 1980; Salomón et al., 2002; Saraiva et al., 2006; Dias et al., 2007), 
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pluviosidade (Salomón et al., 2002; Dias et al., 2007) e umidade relativa do ar 

(Andrade-Filho et al., 1998; Gomes et al., 1980; Saraiva et al., 2006; Dias et al., 2007). 

Essas variáveis são utilizadas na busca de se entender e explicar o comportamento das 

populações de flebotomíneos e, consequentemente, a variação na ocorrência de casos 

humanos. Os dados referentes à pluviosidade foram obtidos na página eletrônica do 

Instituto Nacional de Meteorologia (INMET) (http://http://www.inmet.gov.br/portal/). 

4.7 – Educação em Saúde 

As atividades de educação em saúde foram planejadas para acontecer no final 

do presente estudo. O público escolhido para realização deste tópico foram os 

alunos do ensino fundamental de escolas municipais próximas à região de estudo.  

  Em nosso cronograma essas atividades aconteceriam em outubro, no entanto, 

dependíamos da autorização da Secretaria de Educação de Niterói e Maricá, além 

de datas disponíveis na grade de atividades das escolas escolhidas, e infelizmente 

não conseguimos agendar a atividade para este ano. Ficou marcado para março de 

2017, no ínicio do ano letivo. 

Essas atividades de educação em saúde, já acontecem com rotina, por uma 

equipe de nosso laboratório (Lab. Doenças Parasitárias – LDP, Setor de estudo de 

Leishmanioses e Flebomíneos - SELF). Os técnicos responsáveis são: Wagner 

Lança Passos e André Barbosa, contando com a participação de alunos do 

laboratório. 

As atividades acontecerão em espaço físico disponibilizados pelas escolas e a 

metodologia utilizada será a seguinte: 

- um dia de Feria de Ciências na Escola; onde serão expostos baners, cartazes, 

animais empalhados e caixas entomológicas (Fig. 4.11; 4.14); 

- será realizada uma apresentação/palestra sobre os Flebotomíneos e 

Leishmanioses, direcionada ao público infantil, portanto somente com 

informações básicas; que será elaborada e apresentada por mim;  

- jogos e brincadeiras - onde os alunos poderão interagir com os materiais 

expostos e utilizar as informações apresentadas; nestas atividades contaremos 
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com a participação da equipe do LDP – SELF (Fig. 4.13, 4.14); 

- distribuição de folder educativo (produto gerado do presente estudo) para todos 

os participantes da atividade; 

 
Figura 4.11: Materiais utilizados para as Feiras de Ciências realizada pela equipe do 
Laboratório de Doenças Pasitárias – SELF/INERU – IOC. 
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Figura 4.12: Equipe do Laboratório de Doenças Pasitárias – SELF/INERU – IOC atuando nos 
eventos de Educação em Saúde 

 

 
Figura 4.13: Regras e estrutura do Jogo “Ache os Flebotomíneos” 
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Figura 4.14: Baners e estrutura da “Caverna Itinerante” 

 

4.8 - Aspectos éticos 

Para o desenvolvimento deste trabalho foram utilizadas as seguintes licenças: 
 
Anexo 1: Licença do Instituto Estadual do Ambiente (Inea) – Nº autorização: 017/2010 

Anexo 2: Licença Sisbio – Nº autorização : 32669-4 

Anexo 3: Licença CEUA – LW-26/14 

Anexo 4: Parecer Plataforma Brasil  

Anexo 5: Licença permanente para coleta de material zoológico – Sisbio/ICMBio - Nº 

autorização : 13373-1 

Anexo 6: Sisbio/ICMBio - Registro de expedição – N°: 7695-1 

Anexo 7: Esboço Nota Técnica 

Anexo 8: Modelo Ficha de Campo 
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5 - RESULTADOS  
 

5.1 – Fauna de flebotomíneos 
 

No período de junho de 2013 a abril de 2016, foi coletado um total de 4.402 

espécimes de flebotomíneos nas áreas de estudo, localizadas na Serra da Tiririca, nos 

municípios de Niterói e Maricá. (Tabela 5.1) 

Os flebotomíneos foram identificados e distribuídos, de acordo com a 

classificação de Galati 2015, em 11 espécies dos seguintes gêneros: Brumptomyia 

França & Parrot, 1921; Evandromyia Mangabeira, 1941; Lutzomyia França, 1924; 

Migonemyia Galati, 1995; Micropygomyia Barretto, 1962; Nyssomyia Barretto, 1962; 

Pintomyia Costa Lima 1932; Psathyromyia Barreto, 1962 (Fig. 5.4) 

As espécies capturadas foram: Br. cunhai (Mangabeira, 1942), Br. nitzulescui 

(Costa Lima, 1932), Ev. cortelezzii (Brèthes, 1923), Ev. edwardsi (Mangabeira, 1941), 

Ev. tupynambai (Mangabeira, 1942), Lu. longipalpis (Lutz & Neiva, 1912), Mg. migonei 

(França, 1920), Mi. schreiberi (Martins, Falcão & Silva, 1975), Ny. intermedia (Lutz & 

Neiva, 1912); Ps. pelloni (Sherlock & Alencar, 1959), Pi. bianchigalatiae (Andrade-Filho, 

Aguiar, Dias & Falcão, 1999) (Tabela 5.1; Fig. 5.5). 

Dentre os flebotomíneos coletados, 1.934 eram fêmeas (43,9%) e 2.468 machos 

(56,1%), sem diferença significativa na abundância entre os sexos. (Fig. 5.1). Os 

machos e parte das fêmeas foram montados e identificados de acordo com metodologia 

tradicional (Tabela 5.2). E outra parte das fêmeas, foram separadas e direcionadas para 

o diagnóstico de infecção natural por Leishmania e para detecção de fonte alimentar, 

estas foram montadas e identificadas utilizando uma técnica diferenciada (Tabela 5.2). 

 
Figura 5.1 – Percentual de machos e fêmeas de flebotomíneos coletados no período de junho de 2013 a 
abril de 2016, nos municípios de Niterói e Maricá, RJ. 
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Tabela 5.1: Número de flebotomíneos, por espécies, distribuídos por sexo (fêmeas e machos) coletados 
nos municípios de Niterói e Maricá, RJ.  
 

Especies 
Fêmeas Machos Total 

Qtd. % Qtd. % Qtd. % 

Mg. migonei 422 21,82 1212 49,11 1634 37,12 

Ev. tupynambai 508 26,27 356 14,42 864 19,63 

Mi. schreiberi 261 13,50 411 16,65 672 15,27 

Ainda não identificado 302 15,62 0 0,00 302 6,86 

Br. cunhai 76 3,93 150 6,08 226 5,13 

Br. nitzulescui 43 2,22 100 4,05 143 3,25 

Ny. intermedia 70 3,62 63 2,55 133 3,02 

Ev. cortelezzii 54 2,79 56 2,27 110 2,50 

Lu. longipalpis 25 1,29 68 2,76 93 2,11 

Ev. edwardsi 43 2,22 39 1,58 82 1,86 

Ev. ssp 73 3,77 0 0,00 73 1,66 

Br. ssp 44 2,28 0 0,00 44 1,00 

Ps. pelloni 4 0,21 13 0,53 17 0,39 

Pi. bianchigalatiae 9 0,47 0 0 9 0,20 

Total geral 1934 100,00 2468 100,00 4402 100,00 
 
 

Ainda restam 302 fêmeas para serem processadas, sendo que a maior parte 

delas, foram direcionadas para o diagóstico de infecção natural por Leishmania sp. No 

entanto, por optarmos pelo diagnóstico individual das fêmeas, o número de amostras foi 

grande para a demanda da Plataforma de Sequenciamento PDTIS/IOC/Fiocruz e 

portanto não foi possível cumprir cronograma. Ao perceber que não haveria condições  

para finalizar todas as análises, achamos prudente interromper e focar no material já 

encaminhado. Porém, todas essas amostras estão em processamento e na espera para 

o sequenciamento. Dentre  amostras, as direcionadas para detecção de fonte alimentar, 

foram coletadas em galinheiros, já indicando a possível fonte alimentar. Sendo assim, 

para redução de custos e melhor aproveitamento das amostras, optamos por não fazer 

todas no presente momento (Tabela 5.2).  

Os resultados, referente à fauna de flebotomíneos, foram apresentados em 

quatro áreas de trabalho, numeradas de 1 a 4, onde a pesquisa foi realizada somente 

com os insetos, além de outra área adicional, denominada “Trilhas Coletas Mamíferos”, 

onde o objeto de estudo eram os mamíferos e não apenas os insetos. Os resultados 

serão apresentados por área de trabalho e também por comparações entre as mesmas. 

Os números de coletas estabelecidos para cada localidade não foram os mesmos, mas 

de acordo com a curva de acumulação de espécies ou curva de coletor (Fig.5.2), as 
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capturas realizadas foram suficientes para a representatividade da fauna local, com 

exceção da área denominada “Trilhas Coleta de Mamíferos”, cuja a curva foi 

ascendente (Marchiori & Linhares 1999; Martins & Santos 1999; Barros 2007; Schilling 

& Batista 2008). 

 

 
Figura 5.2: Demonstração da curva de acumulação de espécies de flebotomíneos para cada área estabelecida no 
trabalho, no período de junho de 2013 a abril de 2016, nas áreas de capturas nos municípios de Niterói e Maricá, RJ. 

Foram capturados 676 flebotomineos na área 1 (Mirante), 1335 na área 2 

(Itacoatiara), 89 no peridomicílio, 1659 na área 4 (Morro da Andorinha) e 341 nas trilhas 

durante as coletas de mamíferos, totalizando os 4.100 espécimes identificados (Tabela 

5.3). Observamos que os gêneros foram distribuídos da seguinte forma: Migonemyia 

(39,85%), Evandromyia (27,54%), Micropygomyia (16,39%), Brumptomyia (10,07%), 

Nyssomyia (3,24%), Lutzomyia (2,27%), Psathromyia (0,41%) e Pintomyia (0,22%) (Fig. 

5.4).
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Tabela 5.2: Distribuição e quantificação de fêmeas de flebotomíneos, por espécie, utilizadas em cada 
técnica molecular 
 

Espécies 

Fêmeas 
Dissecção/ 

montagem e 
identificação 
diferenciada 

Fonte 
alimentar 

Infecção 
natural 

Montagem e 
Identificação 
tradicional 

Total 

Ainda não identificado 273 29 0 0 302 
Brumptomyia cunhai 15 0 17 44 76 
Br. nitzulescui 8 0 17 18 43 
Br. ssp 30 0 13 1 44 
Evandromyia cortelezzii 0 0 23 31 54 
Ev. edwardsi 18 0 7 18 43 
Ev. ssp 40 1 30 2 73 
Ev. tupynambai 217 7 160 124 508 
Lutzomyia longipalpis 7 1 0 17 25 
Migonemyia migonei 2 69 180 171 422 
Micropygomyia schreiberi 112 0 49 100 261 
Nyssomyia intermedia 0 0 0 70 70 
Pintomyia bianchigalatiae 0 0 3 6 9 
Psathyromyia pelloni 0 0 1 3 4 
Total 722 107 500 605 1934 

 

As espécies mais abundante durante as capturas foram Mg. migonei (39,85%), 

Ev. tupynambai (21,07%), Mi. schreiberi (16,39%).e Br. cunhai (5,51%) (Fig. 5.3 e Fig. 

5.5) As demais apresentaram as seguintes proporções: Br. nitzulescui (3,49%), Ny. 

intermedia (3,24%), Ev. cortelezzii (2,68%), Lu. longipalpis (2,27%), Ev. edwardsi (2%), 

Ev. spp (1,78%), Br. spp (1,07%), Ps. pelloni (0,41%) e Pi. bianchigalatiae (0,22%). (Fig. 

5.5) 

As espécies encontradas na área 1 (Mirante) foram: Mi. schreiberi 44,67% (302), 

Ev. tupynambai 29,73% (201), Mg migonei 14,94% (101), Br. cunhai 3,25% (22), Ev. 

edwardsi 2,22% (15), Ev. spp 1,78% (12), Br. nitzulescui  1,33% (9), Br.spp 1,33% (9), 

Lu. longipalpis 0,30% (2), Pi. bianchigalatiae 0,30%(2) e Ps. Pelloni 0,15% (1). (Fig. 5.6; 

Quadro 5.1) Na mata de Itacoatiara (área 2), subsede do PESET, foram  registradas: 

Ev. tupynambai  42,47% (567), seguida de Mi. schreiberi 20,00% (267),  Br. cunhai 

11,16% (149), Br. nitzulescui  9,36% (125), Lu. longipalpis 6,74% (90), Ev. edwardsi 

4,27% (57), Ev. spp 3,37% (45), Br.spp 2,55% (34) e Mg. migonei 0,07% (1). (Fig. 5.7; 

Quadro 5.1) 
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Figura 5.3: Espécies mais abundantes durante as capturas de flebotomíneos, no período de junho de 2013 a abril de 2016, nas áreas de trabalho, nos 
municípios de Niterói e Maricá, RJ. Área 1 – Mirante de Itapuaçu, Maricá (sítio localizado dentro da área do parque, ambiente de peridomicílio dentro da 
mata); Área 2 – Subsede do PESET, Itacoatiara, Niteró (ambiente de mata, próximo às trilhas abertas ao público); Área 3 – Peridomicílio (Engenho do 
Mato, Quilombo e Itaipú), Niterói (residências, onde foi observado,  animais domésticos soltos, anexos, poucas plantações, árvores frutíferas, muito lixo 
e entulhos acumulados/ambientes limítrofes com a área de conservação do parque); Área 4 – Morro das Andorinhas, Itaipú, Niterói (residências, sendo 
apenas uma fora dos limites da área de parque, também com plantações, animais domésticos, anexos (como galinheiros), lixo e entulhos acumulados); 
Trilhas – transectos utilizados nas coletas de pequenos mamíferos, em diferentes localidades. 
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Tabela 5.3: Número de espécimes de flebotomíneos por espécie encontrados nas áreas de mata e 
peridomícilio nos municípios de Niterói e Maricá, RJ.  

Espécies 

Área 1 Áera 2 Área 3  Área 4 
 

Total 
Mirante 

Mata 
Itacoatiara 

Peridomicílio 
Morro das 

Andorinhas 
Trilhas Coleta 

Mamíferos 

Pitomyia bianchigalatiae 2 0 2 4 1 9 

Psathyromyia pelloni 1 0 10 0 6 17 

Brumptomyia spp 9 34 1 0 0 44 

Evandromyia spp 12 45 2 6 8 73 

Ev. edwardsi 15 57 2 0 8 82 

Lutzomyia longipalpis 2 90 0 1 0 93 

Ev. cortelezzii 0 0 0 110 0 110 

Nyssomyia intermedia 0 0 1 0 132 133 

Br. nitzulescui 9 125 4 0 5 143 

Br. cunhai 22 149 2 1 52 226 

Micropygomyia schreiberi 302 267 20 66 17 672 

Ev. tupynambai 201 567 31 10 55 864 

Migonemyia migonei 101 1 14 1461 57 1634 

Total 676 1335 89 1659 341 4100 

 
Figura 5.4 – Porcentagem dos gêneros de flebotomíneos encontrados, no período de junho de 2013 a 
abril de 2016, nas áreas de capturas nos municípios de Niterói e Maricá, RJ. 
 
 
Tabela 5.4: Índices de diversidade e equitabilidade por áreas de coleta nos municípios de Niterói e 
Maricá,RJ, no período de junho de 2013 a abril de 2016. 

 

 
Índices 

Locais de coletas 

Área 1 Área 2 Área 3 Área 4 Trilhas 

Índice Shanon (H) 1,43 1,68 1,82 0,50 1,73 

Equitabilidade (J) 0,69 0,86 0,83 0,26 1,54 
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Tabela 5.5: Número total de flebotomíneos por espécie e Índice de constância (IC) por espécie encontrados nas áreas de estudo, no período de junho 
de 2013 a abril de 2016, nos municípios de Niterói e Maricá, RJ 

 

 
Área 1 Área 2 Área 3 Área 4 

 
Mirante Mata Itacoatiara Peridomicílio Morro das Andorinhas 

Espécie  Total  
IC  

Total  
IC  

Total  
IC  

Total  
IC  

(%) Classificação (%) Classificação (%) Classificação (%) Classificação 

Br. cunhai 22 30,0 Assessório 149 91,3 Constante 2 16,7 Acidental 1 20 Acidental 

Br. nitzulescui 9 20,0 Acidental 125 87,0 Constante 4 16,7 Acidental 0 
  Br. ssp 9 

  
34 

  
1 

  
0 

  Ev. cortelezzii 0 
 

 
0 

  
0 

  
110 100 Constante 

Ev. edwardsi 15 55 Constante 57 78,3 Constante 2 16,7 Acidental 0 
  Ev. ssp 12 

 
 

45 
  

2 
  

6 
  Ev. tupynambai 201 100 Constante 567 95,7 Constante 31 75,0 Constante 10 80 Constante 

Lu. longipalpis 2 5,0 Acidental 90 47,8 Assessório 0     1 20 Acidental 

Mg. migonei 101 55,0 Constante 1 4,3 Acidental 14 33,3 Assessório 1461 100 Constante 

Mi. schreiberi 302 100,0 Constante 267 95,7 Constante 20 58,3 Constante 66 100 Constante 

Ny. intermedia 0 
 

 
0 

  
1 8,3 Acidental 0 

  Pi. bianchigalatiae 2 10,0 Acidental 0 
  

2 16,7 Acidental 4 60 Constante 

Ps. pelloni 1 5,0 Acidental 0 
  

10 33,3 Assessório 0 
  Total 676 

 
 

1335 
  

89 
  

1659 
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Figura 5.5: Porcentagem de espécimes de flebotomíneos por espécie capturados, no período de junho de 
2013 a abril de 2016, nos municípios de Niterói e Maricá, RJ. 

 

 
Figura 5.6 – Espécies de flebotomíneos capturadas na localidade Mirante (área 1), ambiente de 
mata/peridomicílio, em Itaipuaçu, Maricá, no período de junho de 2013 a abril de 2016. 
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Quadro 5.1: Quadro comparativo dos gráficos das espécies de fleboromíneos capturadas nas localidades Mirante (área 1), 
Mata de Itacoatiara (área 2), peridomicílio (área 3) e Morro das Andorinhas (área 4), em Niterói e Maricá, no período de junho 
de 2013 a abril de 2016. 
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Figura 5.7 – Espécies de flebotomíneos capturadas na subsede do PESET (área 2), ambiente de mata, 
em Itacoatiara, Niterói, no período de junho de 2013 a abril de 2016. 
 

 

 
Figura 5.8 – Espécies de flebotomíneos capturadas peridomícilio (área 3), nas localidades de Engenho 
do Mato, Quilombo e Itaipu, Niterói, no período de junho de 2013 a abril de 2016. 

 
Como mostra a Figura 5.8, no peridomicílio (área 3), as espécies mais frequentes 

foram: Ev. tupynambai  34,83% (31), Mi. schreiberi 22,47% (20), Mg. migonei 15,73% 

(14),  Psathyromyia pelloni 11,24% (10), Br. nitzulescui 4,49% (4). Já as espécies Pi. 

bianchigalatiae, Ev.edwardsi, Br. cunhai e Ev. spp, tiveram a mesma proporção, 2,25% 

(2) e as demais espécies somaram 2,24% (Quadro 5.1). Na área 4 (Morro das 

Andorinhas) as espécies mais frequentes foram: Mg. migonei 87,94% (1451), Ev. 

cortelezzii 6,67% (110) e Mi. schreiberi 4% (66), Ev. tupynambai  0,61% (10), as demais  

totalizaram 0,72% da amostra. (Figura 5.9; Quadro 5.1) 
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Figura 5.9 – Espécies de flebotomíneos capturadas no Morro das Andorinhas (área 4), ambiente de 
peridomicílio, em  residências inseridas dentro da área do PESET, em Itaipu, Niterói, no período de junho 
de 2013 a abril de 2016. 
 

As espécies de flebotomíneos encontradas nas duas coletas de pequenos 

mamíferos totalizaram 341 indivíduos, distribuídos da seguinte forma, Ny. intermedia  

38,71% (132), Mg. migonei 16,72% (57), Ev. tupynambai 16,13% (55), Br. cunhai 

15,25% (52), Mi. schreiberi 4,69% (16), Ev.spp e Ev. edwardsi, ambas com 2,35% (8), 

Ps. pelloni 1,76% (6) e as demais espécies totalizaram 1,76%. (Figura 5.10) 

 

 

 
Figura 5.10 – Espécies de flebotomíneos capturadas nas trilhas utilizadas nas coletas de pequenos 
mamíferos, agosto/2014 e dezembro/2015, em Niterói e Maricá, RJ. 
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De acordo as análises estatísticas, a área 3 foi a de maior diversidade de 

espécies, enquanto a área 4 foi a mais baixa. Quanto ao equilíbrio entre as espécies, a 

área 2  foi a de maior equilíbrio. (Tabela 5.4) O índice de Constância (IC) revelou que, 

as espécies Ev. tupynambai, Mi. schreiberi, estão dentro da categoria Constante, 

quando as espécies estão presentes 50% ou mais durante as capturas. Mg. migonei 

também foi classificada com Constante nas áreas 1 e 4, como Assessória na área 3 e 

na área 2, considerada Acidental.  Uma espécie é categorizada como Assessória, 

quando a espécie aparece entre 25% a 50% durante as capturas, também estão nesta 

categoria as espécies Br. cunhai, na área 1, Ps. pelloni na área 3 e Lu. longipalpis na 

área 2. Já uma espécie é dita como Acidental, quando aparecem menos de 25% 

durante as capturas, como foi verificado para algumas espécies dependendo da área 

analisada. (Tabela 5.5) 

Durante todo o período de estudo, foram encontradas as espécies Lu. 

longipalpis, Mg. migonei e Ny. intermedia, que já são reconhecidas como importantes 

transmissoras de Leishmania, em outras localidades. (Fig. 5.11; 5.12)  Mg. migonei foi 

encontrada em todas as áreas de capturas; na área 4 (Morro das Andorinhas) foi a 

espécie dominante, nesta localidade existem várias casas, moradores e anexos de 

animais. (Fig. 5.13) 

Lu. longipalpis foi registrado na mata, em Itacoatiara, onde foram coletados 90 

espécimes (Fig. 5.7). Porém, também foi encontrado em duas outras áreas, no Mirante 

e no Morro das Andorinhas, em número bastante reduzido. (Figuras 5.6; 5.9; 5.13) 

As espécies Ev. tupynambai e Mi. schreiberi além de serem encontradas em 

grande quantidade na maioria das áreas estudadas (Fig. 5.5 e Tabela 5.3), também 

estiveram presentes em praticamente todas as coletas. (Figura 5.14)  

Analisando os valores de precipitação durante o período dos estudos, 

observamos que o período de maior quantidade de chuva registrado, foi no final do 

verão (em março) de 2016, quando atingiu 205 mm de chuva no mês. Houve uma 

queda significativa na precipitação em agosto/2015 quando foi registrado 4,1mm de 

chuva, seguidos dos meses de agosto/2013 e abril/2016, quando a precipitação chegou 

a 5,6mm e 5,7mm, respectivamente. (Fig. 5.15)  
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A temperatura média, durante todo no período das coletas, foi de 26,0ºC, sendo 

janeiro/2014 (32,5°C) e março/2014 (33,3°) os meses mais quentes. Neste mesmo ano, 

também foi registrado a temperatura média mais baixa, em julho com 19,2°C.  A 

umidade relativa do ar esteve em média de 60%. Teve a sua máxima marcada em 

maio//2015, quando atingiu 76,5% e a mais baixa em março/2014, com 40,9% (Fig. 

5.15) As medidas de preciptação foram obtidas através do banco de dados SINDA 

(Sistema Nacional de Dados Ambientais) do INPE (Instituto Nacional de Pesquisas 

Espaciais/Ministério da Ciência e Tecnologia) sendo o valor da precipitação total 

mensal, no período de junho de 2013 a abril de 2016. 

A figura 5.16, mostra a quantidade de flebotomíneos capturados e as medidas de 

temperaturas, umidades e precitações aferidas ao longo do trabalho. 
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Figura 5.11: Número total de indivíduos por espécies de flebotomíneos, capturadas durante as coletas, 
no período de junho de 2013 a abril de 2016, nos municípios de Niterói e Maricá, RJ. Espécies essas, 
que já são reconhecidamente vetores de Leishmania sp. em outras localidades. 

 

Figura 5.12: Espécies de flebotomíneos distribuídas por coletas, no período de junho de 2013 a abril de 
2016, nos municípios de Niterói e Maricá, RJ. Espécies essas, que já são reconhecidamente vetores de 
Leishmania sp. em outras localidades. 
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Figura 5.13: Espécies reconhecidamente vetores de Leishmania sp., distribuídas por áreas de estudo, no período de junho de 2013 a abril de 2016, nos 
municípios de Niterói e Maricá, RJ. Área 1 – Mirante de Itapuaçu, Maricá (sítio localizado dentro da área do parque, ambiente de peridomicílio dentro da 
mata); Área 2 – Subsede do PESET, Itacoatiara, Niteró (ambiente de mata, próximo às trilhas abertas ao público); Área 3 – Peridomicílio (Engenho do 
Mato, Quilombo e Itaipú), Niterói (residências, onde foi observado,  animais domésticos soltos, anexos, poucas plantações, árvores frutíferas, muito lixo 
e entulhos acumulados/ambientes limítrofes com a área de conservação do parque); Área 4 – Morro das Andorinhas, Itaipú, Niterói (residências, sendo 
apenas uma fora dos limites da área de parque, também com plantações, animais domésticos, anexos (como galinheiros), lixo e entulhos acumulados); 
Trilhas – transectos utilizados nas coletas de pequenos mamíferos, em diferentes localidades 
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Figura 5.14: Distribuíção dos espécimes de Ev. tupynambai e Mi. schreiberi em cada coleta realizada no 
no período de junho de 2013 a abril de 2016, nos municípios de Niterói e Maricá, RJ. 
 

 
Figura 5.15 – Temperatura e umidade relativa do ar registradas durante as capturas de flebotomíneos. As 
medidas de preciptação mensal foram  obtidas através do banco de dados (BDMET) do INMET, durante 
o período de junho de 2013 a abril de 2016, no município de Niterói, RJ.  Fonte: Dados da Rede do 
INMET (http://www.inmet.gov.br/portal) 
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Figura 5.16: Temperatura, umidade relativa do ar e precipitação registradas durante as capturas em 
relação ao número de flebotomíneos coletados durante o período de junho de 2013 a abril de 2016. 
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5.2 - Estudo da infecção natural por Leishmania sp. nas fêmeas de flebotomíneos 

A pesquisa de infecção natural por Leishmania sp. foi realizada em  500 fêmeas, 

não alimentadas, de flebotomíneos coletados durante o período do estudo. A 

investigação foi efetuada atavés da reação de PCR, observando o gel de agarose 

(Figura 5.17), onde foi detectado infecção natural por Leishmania sp. em quatro 

amostras da área 2 (mata de Itacoatiara) (Tabela 5.6).  As espécies positivas foram Ev. 

tupymanbai, Ev. spp. e Mi. schreiberi, cuja taxa de infecção foi de 1,25%, 3,33% e 

2,04%, respectivamente. Nesta área, só foram encontradas duas espécies do gênero 

Evandromyia, sendo as fêmeas da espécie Ev. tupynambai, mais fáceis de 

identificação. Portanto, provavelmente, a espécie identificada com Ev. ssp na tabela 

5.6, seja um exemplar da espécie Ev. edwardsi.  A Figura 5.18 mostra o gel para a 

identificação específica de Leishmania, apesar do resultado ter sido negativo, iremos 

proceder a repetição da reação. 

 

Tabela 5.6: Espécies de flebotomíneos com infecção por Leishmania spp. na mata de Itacoatiara e taxa 
de infecção, no período de junho de 2013 a abril de 2016, nos municípios de Niterói e Maricá, RJ. 
 

Espécies Localidade 
N° de 

espécimes 
examinadas 

N° de 
espécimes 
infectadas 

Espécie de 
Leishmania 

Taxa de 
Infeccção 

(%) 

Ev. tupynambai Mata Itacoatiara 160 2 Leishmania spp.* 1,25 

Ev. spp** Mata Itacoatiara 30 1 Leishmania spp.* 3,33 

Mi. schreiberi Mata Itacoatiara 49 1 Leishmania spp.* 2,04 

Total   239 4     
*Ainda em identificação – repetição do diagnóstico 
** Identificação não foi possível devido a problemas na montagem 

 

 

 

Figura 5.17: Eletroforese em gel de agarose à 2% corado com Nancy para avaliação de infecção natural 
em fêmeas de flebotomíneos por Leishmania sp.. M: Marcador de peso molecular 100 pb;  C-: Controle 
negativo da reação de PCR (Mistura da reação sem DNA); 1-2: Controles negativos - DNA extraído de 
flebotomíneos machos; 3-8: Fêmeas de flebotomíneos submetidas ao diagnóstico molecular que se 
apresentaram negativas para Leishmania spp.; 9-12: Fêmeas de flebotomíneos submetidas ao 

220 bp 

120 bp 
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diagnóstico molecular revelando positividade das amostras  13: Controle positivo da reação (DNA de um 
único flebotomíneo macho misturado com DNA de Le. (V.) braziliensis extraído de cultura celular). 
 

 
 
Figura 5.18: Eletroforese em gel de agarose à 2% corado com Nancy para identificação das espécies de 
Leishmania proveniente dos DNAs de flebotomíneos positivos na análise de infecção natural e re-
amplificados com o fragmento do gene hsp70 (234pb) M: Marcador de peso molecular 100 pb;  C-: 
Controle negativo da reação de PCR (Mistura da reação sem DNA); 1- 4: segundo round – DNA de 
Fêmeas de flebotomineos positivas para Leishmania spp. 5: Controle positivo da reação (DNA de Le. (V.) 
braziliensis extraído de cultura celular).  
 
 
 
5.3 - Estudo de fonte alimentar nas fêmeas de flebotomíneos 

O objetivo principal das análises de fonte alimentar desenvolvidos no presente 

estudo, foi indicar os possíveis reservatórios de Leishmania spp., ou as espécies que 

ajudam a manter o ciclo de vida dos vetores. Com esse intuito foram realizados a PCR 

para amplificação do gene CyT B em 78 fêmeas de flebotomíneos alimentadas. (Tabela 

5.7) Após o sequenciamento e as análises de identidade realizadas junto ao Genbank, 

foram verificados material amplificado de apenas duas espécies diferentes de aves, 

Gallus gallus (Galinha) e Cairina moschata (pato-do-mato). 
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Tabela 5.7: Identificação de fonte alimentar em fêmeas de flebotomíneo naturalmente alimentadas coletadas no período de junho de 
2013 a abril de 2016, nos municípios de Niterói e Maricá, RJ. 

Espécies 
flebotomíneos Coleta Fonte Alimentar 

Similaridade 
(%) 

Localidade 
Total Mata 

Itacoatiara 
Mirante Morro da 

Andorinha 
Ev. ssp 11 Gallus gallus 99 1 1 
Ev. tupynambai 7 Gallus gallus 100 1 1 
Ev. tupynambai 19 Gallus gallus 98-99 3 3 
Ev. tupynambai 20 Gallus gallus 98 1 1 
Ev. tupynambai 21 Gallus gallus 100 1 1 
Ev. tupynambai 22 Gallus gallus 100 1 1 
Lu. longipalpis 6 Gallus gallus 100 1 1 
Mg. migonei 6 Gallus gallus 99 6 6 
Mg. migonei 7 Gallus gallus 99 2 2 
Mg. migonei C2 Gallus gallus 95-99 13 13 
Mg. migonei C3 Cairina moschata 96 1 1 
Mg. migonei Gallus gallus 96-100 30 30 
Mg. migonei C4 Gallus gallus 99-100 10 10 
Mg. migonei C5 Cairina moschata 96 1 1 
Mg. migonei Gallus gallus 98-100 6 6 
Total geral       5 12 61 78 
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5.4 – Fauna de pequenos mamíferos 
 

Nos estudos dos pequenos mamíferos foram coletados um total de 32 

espécimes, distribuídos da seguinte forma: 18 animais capturados na primeira coleta, 

realizada em agosto de 2014, distribuídos em cinco gêneros, sendo quatro gêneros de 

marsupiais (ordem Didelphimorphia) e uma espécie de roedor (ordem Rodentia). Na 

segunda coleta, em dezembro de 2015, mais 13 animais foram coletados, sendo quatro 

gêneros de marsupiais e  dois gêneros de roedores (Fig. 5.19). 

As espécies predominantes foram Trinomys eliasi 31,25% (9), Didelphis aurita 

28,12% (9), Philander frenatus 18,75% (6), Metachirus nudicaudatus 6,25% (2), 

Trinomys sp. 6,25% (2) e Oligoryzomys nigripes, Monodelphis gr. americana, 

Gracilinanus microtarsus com 3,13% (1) cada. (Tabela 5.8, Figura 5.20)  

O sucesso de captura foi praticamente o mesmo, na coleta 1, foi obtido 1,67% 

enquanto que o sucesso de captura na coleta 2  foi de 1,3%, já a diversidade e riqueza 

de espécies foi maior. 

 

 
Figura 5.19: Distribuição por gêneros, dos espécimes de pequenos mamíferos (Roedores e Marsupiais) 
capturados na expedição 1 (ago/2014 - estação seca) e na expedição 2 (dez/2015 - estação chuvosa), 
nos municípios de Niterói e Maricá, RJ. 
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Figura 5.20: Percentual das espécies de Marsupiais (ordem Didelphimorphia)  e Roedores (ordem 
Rodentia) capturadas nas expedições 1 e 2 (agosto/2014 e dezembro/2015 respectivamente), nos 
municípios de Niterói e Maricá, RJ. 

 

 

 

Figura 5.21: Percentual de animais Marsupiais (ordem Didelphimorphia) e Roedores (ordem Rodentia) 
capturados nas expedições 1 e 2 (agosto/2014 e dezembro/2015 respectivamente), nos municípios de 
Niterói e Maricá, RJ.
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Tabela 5.8: Espécies de mamíferos capturados nas expedições 1 e 2 (agosto/2014 e dezembro/2015 respectivamente), nos municípios de Niterói e 
Maricá, RJ. 

Coleta  Espécie Trilha Localidade Armadilha Material Sexo 

Agosto  
2014 

Didelphis aurita TBP13 Várzea das Moças/Niterói Tomahawk solto Macho 
Trinomys eliasi TBP11 Várzea das Moças/Niterói Tomahawk solto Macho 
Trinomys eliasi TAP4 Itaipu/Niterói Tomahawk solto Fêmea 
Trinomys eliasi TAP8 Itaipu/Niterói Sherman solto Fêmea 
Trinomys eliasi TAP8 Itaipu/Niterói Tomahawk solto Macho 
Trinomys sp. TAP11 Itaipu/Niterói Tomahawk solto Fêmea 
Philander frenatus TDP11 Mirante (sítio)/Maricá Tomahawk solto Fêmea 
Didelphis aurita TBP4 Várzea das Moças/Niterói Tomahawk solto Macho 
Trinomys eliasi TBP11 Várzea das Moças/Niterói Tomahawk c Fêmea 
Trinomys sp. TBP11 Várzea das Moças/Niterói Tomahawk solto Fêmea 
Trinomys eliasi TAP9 Itaipu/Niterói Sherman solto Fêmea 
Philander frenatus TAP12 Itaipu/Niterói Tomahawk solto Fêmea 
Philander frenatus TEP14 Mirante (descida)/Maricá Sherman solto Fêmea 
Didelphis aurita TBP7 Várzea das Moças/Niterói Tomahawk solto Macho 
Metachirus nudicaudatus TBP14 Várzea das Moças/Niterói Tomahawk solto Macho 
Philander frenatus TAP12 Itaipu/Niterói Tomahawk solto Fêmea 
Gracilinanus microtarsus TDP10 Mirante (sítio)/Maricá Sherman solto Macho 
Philander frenatus TDP6 Mirante (sítio)/Maricá Tomahawk solto Fêmea 

Dezembro 
2015 

Trinomys eliasi TDP8 Mirante (sítio)/Maricá Tomahawk pce Fêmea 
Trinomys eliasi TDP14 Mirante (sítio)/Maricá Tomahawk pce Macho 
Trinomys eliasi TEP5 Mirante (descida)/Maricá Sherman pce Fêmea 
Didelphis aurita TGP3 Morro das Andorinhas/Niterói Tomahawk solto Fêmea 
Philander frenatus TEP4 Mirante (descida)/Maricá Tomahawk pce Macho 
Didelphis aurita TGP13 Morro das Andorinhas/Niterói Tomahawk solto Macho 
Oligoryzomys nigripes THP15 SedePESET/Maricá  Sherman pce Fêmea 
Trinomys eliasi TEP5 Mirante (descida)/Maricá Sherman pce Macho 
Didelphis aurita TGP5 Morro das Andorinhas/Niterói Tomahawk solto 

 Didelphis aurita THP13 SedePESET/Maricá  Tomahawk solto Fêmea 
Monodelphis gr. americana TIP9 Haras/Maricá Sherman pce Macho 
Didelphis aurita TGP3 Morro das Andorinhas/Niterói Tomahawk c Fêmea 
Metachirus nudicaudatus TDP15 Mirante (sítio)/Maricá Tomahawk solto Fêmea 
Didelphis aurita TIP1 Haras/Maricá Tomahawk solto Fêmea 

Obs: a coluna material indica se o espécime foi conservado em meio líquido (ml), ou como pele, crânio e esqueleto (pce), ou solto 
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 Dentre todos os pequenos mamíferos coletados, 59,4% foram da ordem 

Didelphimorphia e 40,6% foram da ordem Rodentia (Fig. 5.21). Entre os marsupiais, 

cinco espécies de cinco gêneros diferentes foram identificadas (Fig. 5.22) e apenas três 

espécies de dois gêneros de roedores. (Fig. 5.23) 

 As trilhas em que mais foram coletados espécimes, foram as trilhas A (7) e B (7), 

na expedição 1. Estas ficam localizadas nos bairros de Itaipu e Engenho do Mato, 

enquanto que nas trilhas C e F, não foi capturado nenhum espécime. (Tabela 5.9). Em 

apenas duas trilhas, não foram coletados flebotomíneos, nas trilhas D e I. Porém, na 

trilha I, em um acesso ao início da trilha, onde havia um galinheiro, foi instalada uma 

armadilha luminosa HP, que capturou 199 flebotomíneos (Tabela 5.9). Na expedição 2, 

a trilha com maior número de espécimes capturados foi a D (4), localizada no Morro das 

Andorinhas, e na trilha SS não foi capturado nenhum espécime. Não houve registro de 

flebotomíneos nas trilhas D,  e SS. 

 Quanto às análises de infecção natural por Leishmania spp. nos espécimes de 

pequenos mamíferos capturados, não foi detectado nenhuma espécie de Leishmania 

sp. (Fig. 5. 20) 

 

 

. 

Figura 5.22: Resultado em percentual (%) das espécies da ordem Didelphimorphia capturados nas 
expedições 1 e 2 (agosto/2014 e dezembro/2015 respectivamente), nos municípios de Niterói e Maricá, 
RJ 
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Figura 5.23: Resultado em percentual (%) das espécies da ordem Rodentia capturados nas expedições 1 
e 2 (agosto/2014 e dezembro/2015 respectivamente), nos municípios de Niterói e Maricá, RJ 

 

 

 

 
Figura 5.24: Eletroforese em gel de agarose à 2% corado com Nancy para avaliação de infecção natural 
de reservatórios por Leishmania sp.. M: Marcador de peso molecular 100 pb;  C-: Controle negativo da 
reação de PCR (Mistura da reação sem DNA); 1-13: DNA extraído de sangue (coletado em papel de 
filtro) de possíveis reservatórios de Leishmania spp. revelando negatividade das amostras 14: Controle 
positivo da reação (DNA de Le. (V.) braziliensis extraído de cultura celular).  
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Figura 5.25: Exemplares dos mesmos gêneros de roedores e espécie de marsupial encontrados nas 
coletas realizadas nos municíopios de Niterói e Maricá, RJ. (Fonte: MS 2002; Modesto et al. 2008) 

 

 

 

.
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Tabela 5.9: Relação das espécies de pequenos mamíferos e de flebotomíneos capturados nas trilhas, durante a expedição 1 (ago/2014 - estação seca) 
e a expedição 2 (dez/2015 - estação chuvosa), nos municípios de Niterói e Maricá, RJ. 

 
Trilhas Expedição 1 (T1) Trilhas Expedição 1 (T2) 

 
Espécies Mamíferos  A  B  C  D  E  F 

Total 
T1 

 D  E  G  H  I I gal* SS 
Total 

T2 
Total 
geral 

Didelphis aurita 

 
3 

    
3 

  
4 1 1 

  
6 9 

Gracilinanus microtarsus 

   
1 

  
1 

       
0 1 

Metachirus nudicaudatus 

 
1 

    
1 1 

      
1 2 

Monodelphis gr. 

americana 

      
0 

    
1 

  
1 1 

Oligoryzomys nigripes 

      
0 

   
1 

   
1 1 

Philander frenatus 2 
  

2 1 
 

5 
 

1 
     

1 6 

Trinomys eliasi 4 2 
    

6 2 2 
     

4 10 

Trinomys sp. 1 1 
    

2 
       

0 2 

Total  7 7 0 3 1 0 18 3 3 4 2 2   0 14 32 

Espécies Flebotomíneos 

                Br. cunhai 

    
11 

 
11 

 
40 

 
1 

   
41 52 

Br. nitzulescui 

      
0 

 
1 

 
4 

   
5 5 

Ev. edwardsi 

   
1 1 

 
2 

 
4 2 

    
6 8 

Ev. ssp 1 4 1 
 

2 
 

8 
       

0 8 

Ev. tupynambai 4 2 6 1 12 5 30 
 

16 1 1 
 

7 
 

25 55 

Mg. migonei 

      
0 

 
3 

   
54 

 
57 57 

Mi. schreiberi 2 
   

5 
 

7 
 

5 5 
    

10 17 

Ny. intermedia 

      
0 

     
132 

 
132 132 

Pi. bianchigalatiae 

      
0 

  
1 

    
1 1 

Ps. pelloni 

      
0 

     
6 

 
6 6 

Total  7 6 7 2 31 5 58 0 69 9 6 0 199 0 283 341 
*Armadilha luminosa HP instalada em anexo situado a 10m do ínicio da trilha I. 
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6 – DISCUSSÃO 
 

6.1 – Fauna de flebotomíneos 
 

Este trabalho é continuidade dos estudos iniciados no mestrado (2009-2011) em 

área de reserva ambiental, no Parque Estadual da Serra da Tiririca (PESET), situado 

nos municípios de Niterói e Maricá. No presente estudo, a fauna flebotomínica 

apresentou 11 espécies, de 8 gêneros e todas as espécies já haviam sido registradas 

em nossos trabalhos anteriores na área, mostrando que os resultados apresentasos 

revelam uma consistência ecológica. Outros estudos já haviam assinalados a presença 

das espécies em outras regiões do estado do Rio de Janeiro (Aguiar et al. 1986, 1993; 

Rangel et al. 1986, 1990; Brazil et al. 1991; De Oliveira et al., 1995; Souza et al. 2003; 

Pita-Pereira et al. 2005; Afonso et al. 2007; Alves 2007; Cardoso et al. 2009; Brazil et al. 

2011, Fuzari et al. 2013, Carvalho et al. 2013, Souza et al. 2015).  

A nomenclatura taxônoica utilizada foi a proposta por Galati (2003, 2015), que 

relata a existência de 517 espécies descritas de flebotomíneos no continente 

americano, divididas em 29 gêneros. Mais da metade ocorrem em território brasileiro, e 

destas, 51 espécies já foram registradas no estado do Rio de Janeiro. 

Somente relembrando, no Novo Mundo, a subfamília Phlebotominae se dividide 

em duas tribos: Hertigiini, mais primitiva e sem espécies de interesse médico e 

Phlebotomiini, mais numerosa e que inclui espécies de importância médica e 

veterinária. A tribo Phlebotomiini é dividida em seis subtribos das quais, quatro ocorrem 

no Brasil. São elas: Brumptomyiina, Sergentomyiina, Lutzomyiina e Psychodopygina. As 

duas primeiras, possuem, cada uma, somente um gênero encontrado no estado do Rio 

de Janeiro (gêneros Brumptomyia e Micropygomyia, respectivamente) e Lutzomyiina e 

Psychodopygina, já  possuem mais gêneros descritos no estado. (Shimabukuro, 2007; 

Galati, 2015). 

 No entanto, somente os gêneros Lutzomyia, Evandromyia, Migonemyia e 

Pintomyia, pertencem à subtribo Lutzomyiina, bem como os gêneros Psathyromyia e 

Nyssomyia pertencentes à subtribo Psychodopygina, além dos gêneros Brumptomyia e 

Micropygomyia relatados acima, estiveram presentes no atual trabalho  

Considerando uma análise geral dos resultados aqui apresentados, dentre os 

gêneros encontrados, Migonemyia foi o mais abundante, com 39, 85% dos espécimes 
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capturados, porém não foi o mais frequente, seguido de Evandromyia (27,54%), 

Micropygomyia (16,39%) e Brumptomyia (10,07%), os quais compreendem as espécies 

mais abundantes do estudo.  

Em nosso estudo, Mg. migonei, foi a única espécie representante do gênero e a 

mais abundante.  Apresenta-se amplamente distribuída em todas as regiões do Brasil, e 

no estado do Rio de Janeiro, foi registrada em praticamente em todo o território 

fluminense (Rangel et al. 1986; Rangel et al. 1990; Brazil et al. 1991; Souza et al. 2001; 

Souza et al. 2002; Souza et al. 2003; de Souza et al. 2003; Da Costa et al. 2004; Pita-

Pereira et al, 2005; Afonso et al. 2007; Brazil et al. 2011, Fuzari et al. 2013, Carvalho et 

al. 2013, Souza et al. 2015). A espécie revelou-se constante em todas as áreas 

trabalhadas, no entanto, na área 4 (Morro das Andorinhas) foi a de maior abundância e 

predominância. No peridomicílio (área 3), no Mirante (área 1) e nas trilhas, foi 

considerada constante. Na área 2, em Itacoatiara, houve apenas o registro de um 

espécime, sendo considerada acidental, de acordo com o índice de constância. Fuzari 

et al.(2013) reportaram, a alta densidade de Mg. migonei no ambiente peridomicílio. Em 

estudo realizado no município de Saquarema, foi uma das espécies mais abundantes 

no peridomicílio (Brazil et al. 2011). Corroborando com o relato de Rangel & Lainson 

(2003), denota um com notável grau de antropofilia, sugando ainda animais domésticos, 

como cães e galinhas, o que está em concordância com a situação observada no 

ambiente da área 4. 

Mg. migonei já encontrada naturalmente infectada em São Paulo (Pessoa & 

Pestana, 1940; Pessoa & Coutinho, 1941), em Baturité no estado do Ceará por L. (V.) 

braziliensis (Azevedo et al. 1990; Azevedo & Rangel 1990; de Queiroz et al. 1991) e em 

Pernambuco, por L. infantum (Carvalho et al. 2010). Também foram registrados casos 

autóctones de LV, na cidade de La Banda, Argentina (Salomón et al. 2010), e em São 

Vicente Ferrer, no Brasil, onde se constatou a presença de Mg. migonei  e a ausência 

de Lu. longipalpis. Em São Vicente Ferrer, foi comprovada a infecção natural de Mg. 

migonei por Leishmania infantum chagasi (Carvalho et al. 2010). Em Fortaleza, Mg. 

migonei, possivelmente, compartilha com Lu. longipalpis o papel de vetor da LV (Silva 

et al. 2014). 

No Rio de Janeiro, Rangel et al. (1986 e 1990) mostraram que Mg. migonei foi a 

segunda espécie mais encontrada, em trabalhos realizados em Vargem Grande e 
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Mesquita, respectivamente, sendo que na primeira localidade foi a espécie que mais 

sugou o cão, o que levou os autores a sugerirem o possível papel desta  espécie na 

participação da transmissão da leishmaniose tegumentar canina naquela área.  

Em trabalho anterior, na região da Serra da Tiririca, sugerimos que a espécie Mg. 

migonei poderia estar assumindo o papel de espécie vetora de leishmaniose 

tegumentar na região (Fuzari et al. 2013). Em virtude dos recentes relatos de casos de 

leishmaniose visceral canina na região do presente estudo (Nunes 2015), podemos 

aventar a possibilidade de ter um papel relevante como vetor na área do presente 

estudo.   

Dentre os diferentes gêneros de flebotomíneos encontrados, Evandromyia foi o 

segundo mais abundante nas coletas, representado pelas espécies Ev. cortelezzii, Ev. 

edwardsi,  Ev. tupynambai,  e esteve presente em todas as áreas estudadas, sendo que 

esta última representou 21,07% do total das espécies coletadas no presente trabalho.  

Ev. tupynambai foi descrita por Mangabeira (1942) e tem seu holótipo com 

espécimes capturados no município de Campos, Rio de Janeiro e segundo o autor está 

associada a roedores silvestres. Sua distribuição geográfica restringe-se a poucos 

estados das região Nordeste e em toda região Sudeste, com exceção apenas de SP 

(Galati, 2015). No estado do Rio de Janeiro, já foi encontrada no Parque Nacional de 

Itatiaia, em Petrópolis, Ilha Grande (Afonso et al. 2007; Souza et al. 2002, Carvalho et 

al. 2013) e foi registrada pela primeira vez nos municípios de Niterói e Maricá, em 2010 

(Fuzari et al. 2013). Desde então, essa espécie vem se mostrando presente tanto nas 

armadilhas localizadas em ambientes de mata (ambientes silvestres) como em áreas 

dos peridomicílios. De acordo com o Índice de Constância, foi considerada Constante 

em todos os locais de captura. Isso nos leva a reforçar, como foi sugerido em Fuzari 

2013, que é uma espécie com frequência no ambiente silvestre, estando em processo 

de adaptação a outros ambientes e se mostrando eclética quanto a sua fonte alimentar. 

A referida espécie foi encontrada, em algumas armadilhas no peridomicílio, dentro de 

galinheiros (Fig. 5.6 e 5.7); e sua antropofilia já havia sido observada por Mayrink et al. 

(1979) em Minas Gerais. No presente estudo, observamos um número maior de fêmeas 

capturadas comparado ao de machos, mesmo considerando a existência de fêmeas 

ainda não identificadas, o que revela a representatividade quantitativa da espécie 

(Tabela 5.1) contrariamente foi observado por Aguiar et al. (1985), onde Ev. tupynambai 
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nas coletas com armadilhas luminosas o número de machos atraídos foi mais 

representativo. 

Em relação à segunda espécie do gênero, Ev. edwardsi (Mangabeira, 1941), a 

espécie foi descrita pela primeira vez em Nova Iguaçu, Rio de Janeiro e tem sua 

distribuição geográfica mais restrita às regiões Sudeste e Sul, e nos estados da Bahia e 

Maranhão (Galati, 2015). Em nosso estudo representou 2,0% do total das espécies 

coletadas e foi considerada na categoria Constante nas áreas 1 e 2, e nas trilhas. Na 

área 2 (mata Itacoatiara), esteve presente em todas as armadilhas deste ambiente, 

apenas com 2 espécimes na área 3 e não mostrou frequência nas armadilhas da área 

4. Nestes últimos ambientes descritos com característica peridomiciliares, estão em 

concordância os encontrados na Serra do Mar por Aguiar et al., (1993). No estado do 

Rio de Janeiro, Ev. edwardsi foi registrada em praticamente todos os municípios (Aguiar 

et al. 1996; Afonso et al. 2007; Souza et al. 2003; Rangel et al. 1990; Souza et al. 2002; 

Souza et al. 2001; Fuzari et al 2013).  

A terceira espécie representante deste gênero no presente estudo, Ev. 

cortelezzii, juntamente com Ev. sallesi e Ev. corumbaensis formam o complexo 

cortelezzii. São espécies semelhantes morfologicamente e muitas vezes confundidas, 

gerando erros em sua identificação (Carvalho et al. 2009).  Apenas a fêmea de Ev. 

corumbaensis pode ser facilmente separada das demais espécies desse complexo 

(Carvalho et al. 2009). 

Ev. cortelezzii possui uma ampla distribuição no território brasileiro, atingindo 

alguns estados de todas as regiões do país (Galati, 2015); no Rio de Janeiro é 

registrada em Petrópolis, Lage de Muriaé, Mesquita e no bairro de Jacarépagua na 

cidade do Rio de Janeiro (Rangel et al. 1990; Pita-Pereira et al. 2005; Carvalho et al. 

2009; Fuzari et al. 2013; Peres-Dias et al. 2016). No atual estudo, representou 2,68% 

dos espécimes capturados, mas somente foi encontrado na área 4 (Morro das 

Andorinhas) em ambiente de peridomicílio e classificado dentro da categoria Constante. 

Recentemente, foi designada a importância epidemiológica atribuída as espécies  

Ev. cortelezzii e Ev. sallesi, devido ao registro de infecção natural por Leishmania em 

Minas Gerais (Carvalho et al 2008, Saraiva et al. 2009; Saraiva et al. 2015).  

Micropygomyia foi o terceiro gênero mais abundante (Fig. 5.2), representado 

apenas pela espécie Mi.schreiberi. Sua distribuição geográfica restringe-se às regiões 
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Sudeste e Nordeste (Galati, 2015). No estado do Rio de Janeiro, já teve seu registro em 

alguns municípios (Rangel et al. 1986; de Aguiar et al. 1993; De Oliveira et al. 1995; 

Aguiar et al. 1996; Souza et al. 2003; Fuzari et al. 2013; Peres-Dias et al. 2016). No 

bairro de Santa Cruz, cidade do Rio de Janeiro sua frequência foi de 80% dos 

flebotomíneos capturados (Oliveira et al. 1995).  

A espécie Mi.schreiberi atingiu 16,39% de representatividade entre os espécimes 

coletados, e esteve presente em todas as áreas avaliadas neste estudo. Foi a espécie 

mais abundante na área 1 (Mirante), porém também revelou grande representatividade 

nas outras áreas, sendo classificada como espécie constante em todas elas, de acordo 

com as análises efetuadas. Estudos anteriores, mostraram a frequência de Mi. 

schreiberi em ambientes de floresta, no intra e peridomicílio (De Oliveira et al. 1995; 

Souza et al. 2003), assim como foi observado por Fuzari (2013), em estudo realizado na 

mesma região; esteve presente no peridomicílio (galinheiro), em área de transição de 

ecótopos, e nas matas. De acordo com Aguiar et al. (1996), Mi.schreiberi apresentou 

atração por roedores em capturas efetuadas com armadilhas Disney, porém, mostrou 

tendência a adaptação às áreas do peridomicílio. 

Algumas espécies desse grupo já foram associadas a répteis sugerindo que elas 

se alimentam desses animais, e, até o momento não apesentam importância médica. 

O quarto gênero mais encontrado neste trabalho foi Brumptomyia. As espécies 

desse gênero possuem caracteres morfológicos bem marcantes, fáceis de diferenciá-

los dos outros gêneros. São insetos geralmente associados a tocas de tatus e sem 

interesse médico (Shimabukuro, 2007). 

Duas espécies representaram esse gênero, Br. cunhai (Mangabeira, 1942) com 

5,51% e Br. nitzulescui (Costa Lima, 1932) com 4,39% dos espécimes capturados. 

Ambas as espécies foram consideradas Constantes em 2 áreas trabalhadas, na área 2 

e nas trilhas. Sendo que Br. cunhai esteve presente em todos os outros ambientes 

também, enquanto Br. nitzulescui, não teve registro somente na área 4.  

A quarta espécie mais abundante durante todo o período das coletas foi Br. 

cunhai e a quinta mais freqüente, Br. nitzulescui. A alta proporção de espécimes 

encontrados no presente estudo, nos leva a sugerir que o ambiente estudado apresenta 

uma fauna bem equilibrada com a presença de mamíferos edentados, que representam 

a principal fonte alimentar para esses flebotomíneos (Young & Duncan, 1994). 
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As duas espécies possuem uma distribuição ampla por todas as regiões 

brasileiras, com exceção de B. nitzulescui que ainda não teve registro na região Norte 

(Galati, 2015).  

Nyssomyia intermedia (Lutz & Neiva, 1912) espécie tipo do gênero, foi registrada 

com 3,24% dos insetos coletados, e é considerada um dos principais vetores de 

Leishmania braziliensis no Brasil. Sabe-se que junto com Ny. neivai formam um 

complexo de espécies (Marcondes et al. 1996) e sua distribuição geográfica vai desde o 

estado do Piauí até o do Rio Grande do Sul e do litoral do Brasil ao norte da Argentina e 

sul da Bolívia, ocorrendo em áreas de clima e altitude bastante diversificados. Ainda 

não foi registrada na região Norte do país (Galati 2015). As áreas em que Ny. 

intermedia tem sido encontrada são mais quentes e úmidas que as de Ny. neivai, esta 

espécie parece mais adaptada que a primeira a regiões de clima mais frio e seco, como 

os do interior de São Paulo (Marcondes et al. 1998). 

No estado do Rio de Janeiro não é diferente, Ny. intermedia tem uma distribuição 

bem ampla, sendo encontrada, na maioria das vezes, como a espécie mais freqüente 

(Rangel et al. 1984, 1986, 1990; Brazil et al. 1991; de Aguiar et al. 1993; Souza et al. 

2001, 2002; Souza et al. 2003; da Costa et al. 2004; Alves, 2007; Brazil et al. 2011; 

Novo et al. 2013). No presente estudo, esta espécie também não esteve presente nos 

ambientes silvestres do PESET, corroborando com os estudos realizados no Parque 

Nacional da Serra dos Órgãos e no Parque Nacional de Itatiaia, onde também não teve 

registro (Aguiar et al. 1984; Afonso et al. 2007). Esteve presente somente na armadilha 

das trilhas, onde foi classificada dentro da categoria Constante, e com apenas um 

espécime registrado no peridomicílio (área 3), sendo considerada uma espécie 

Acidental, de acordo com o Índice de Constância. Em trabalhos anteriores (Brazil et al. 

1989, 1991) realizados nesta região, Ny. intermedia sempre  foi a espécie dominante e 

capturada em alta densidade, entretanto foi observada uma mudança na distribuição 

fauna, onde Mg. migonei passou a ser a espécie dominante no peridomicílio e Ny. 

intermedia aparece em menor densidade e num quantitativo menor de localidades, 

corroborando ao observado por  Fuzari (2013) na mesma localidade. 

Ny. intermedia foi encontrada naturalmente infectada com Leishmania (V.) 

braziliensis em 1922, no atual bairro de Laranjeiras quando Aragão, ao estudar um foco 

de leishmaniose na cidade do Rio de Janeiro, incriminou esta espécie como vetor 
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potencial. Rangel et al. (1984), em área endêmica de LTA em Jacarepaguá e Vargem 

Grande, também registraram a infecção natural por Leishmania nesta espécie. Essas 

evidências, bem como a predominância de Ny. intermedia nos focos da doença e sua 

frequência no domicílio e peridomicílio, contribuem para que seja incriminada como a 

principal transmissora dessa parasitose no estado do Rio de Janeiro (Oliveira-Neto et 

al. 1988; Rangel et al. 1990; de Aguiar et al. 1993; Souza et al. 2002, 2005; Alves, 

2007).  

Em análises de infecção natural, por técnicas moleculares (PCR Muliplex), Pita-

Pereira e colaboradores (2005) mostraram que Ny. intermedia e Mg.migonei, espécies 

predominantes coletadas no Parque da Pedra Branca, em Jacarepaguá, no município 

do Rio de Janeiro, foram encontradas naturalmente infectadas por Leishmania (V.) 

braziliensis. 

Psathyromyia pelloni esteve presente nas trilhas e nas áreas 1 e 3, nesta última, 

foi uma das espécies mais frequentes (Fig. 5.6 e 5.4) sendo classificado na categoria 

Assessório e nas outras localidades em uma proporção muito menor. Em muitos casos 

Ps. pelloni tem sido confundido com Ps. lanei, sendo necessária a presença do macho 

para sua identificação específica. Fuzari et al., (2013) identificaram um pequeno 

número de flebotomíneos como Ps. lanei, porém, na verdade se tratava de Ps. pelloni, 

corroborando com os registros de Brazil et al. (1991). 

Ps. pelloni possui uma distribuição geográfica que atinge as regiões Sul, Sudeste 

e o estado da Bahia (Galati, 2015). No estado do Rio de Janeiro, já foi assinalada em 

Vargem Grande e em Jacarepaguá, no município do Rio de Janeiro (Rangel et al. 1986; 

Souza et al. 2015). 

Pintomyia bianchigalatiae, tem sua distribuição restrita à região Sudeste e ao 

estado do Paraná (Galati 2015). No Rio de Janeiro foi registrada no Parque Nacional da 

Serra dos Órgãos, Itaguaí, Paracambi, Parque Nacional da Bocaina, Angra dos Reis, 

Paraty e Niterói (Andrade-Filho et al. 1999; Fuzari et al. 2013).  

Pi. bianchigalatiae no presente trabalho, só não foi encontrada na área 4 mata 

em Itacoatiara e registrada em todas as outros locais de estudo. Não há até a presente 

data qualquer indicação de sua importância epidemioloógica na transmissão das 

leishmanioses.  
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É importante relatar que em trabalhos anteriores na mesma região, Brazil e 

colaboradores (1989,1991) registraram Pi. fischeri presente no peridomicílio como 

espécie  frequente, entretanto ela não foi observada em capturas do presente estudo. 

Mg. migonei, Mi. schreiberi e  Ev. tupynambai juntas somam 77,3% de todas as 

espécies coletadas neste trabalho e estiveram presentes em todas as áreas 

trabalhadas (Tabela 5.3). 

Dentre as espécies capturadas na região da Serra da Tiririca, podemos destacar 

ainda, Lutzomyia longipalpis principal vetor da LV no Brasil e o mais importante das 

Américas (Gontijo & Melo, 2004; Rangel & Lainson, 2005). A espécie possui uma ampla 

distribuição geográfica e ainda parece estar em franca expansão. Há pouco tempo era 

encontrada em quatro das cinco regiões geográficas: Nordeste, Norte, Sudeste e 

Centro-Oeste, recentemente, foi registrada nos estados do Paraná e Rio Grande do Sul 

(Souza et al. 2009; dos Santos et al. 2012; Galati, 2015). No estado do Rio de Janeiro 

sua distribuição é restrita a alguns municípios, tendo sido encontrada em 1978, na Ilha 

Grande, por Araújo Filho. Desde então com o aparecimento de casos de LV no 

município do Rio de Janeiro vem se constatando sua presença em outros municípios 

(Souza et al. 1981; Rangel et al. 1986, 1990; Brazil et al. 1989; Souza et al. 2002; 

Cabrera et al. 2003; Pita-Pereira et al. 2005; Brazil et al. 2011; Carvalho et al 2013; 

Souza et al. 2015).  

Fuzari (2013) fez o primeiro relato desta espécie no município de Niterói, 

capturando apenas dois exemplares de Lu. longipalpis na mata de Itacoatiara. Na 

ocasião, sugeriu que esta população fosse eminentemente silvestre, já que em 

trabalhos anteriores em áreas modificadas nessa região, nunca havia sido encontrada 

(Brazil et al. 1991). Lu. longipalpis  já tinha sido registrado no município de Rio Bonito, 

(Brazil et al. 1989) e mais recente, estudos no município de Saquarema (Brazil et al, 

2011) mostraram também a presença desta espécie em área de transição de Mata 

Atlântica. Em nossos estudos, já no primeiro ano de coletas, foi observado e relatado o 

aumento do número de exemplares de Lu. longipalpis, em comparação ao estudo 

anterior (Fuzari et al. 2016). Em continuidade ao presente estudo, confirmou-se um 

aumento considerável do número de exemplares capturados de Lu. longipalpis, 90 

espécimes (2,27%), em relação à investigação anterior. Atualmente, além da área 2 
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(mata de Itacoatiara), foi capturado também nas áreas 1 e 4, Mirante e Morro das 

Andorinhas respectivamente, porém, em número reduzido.  

O registro de Lu. longipalpis nesta localidade reveste-se de grande relevância, 

pois há relatos do aumento do número de casos de leishmaniose visceral canina em 

localidades dos municípios de Niterói e Maricá (De Paula  et al. 2009; Oliveira et al. 

2015; Abrantes et al. 2016). É de conhecimento que no Brasil a LV canina coexiste com 

a LV humana em todos os focos conhecidos e ela precede a ocorrência de casos 

humanos (Kumar  et al. 1999; Barnett  et al. 2005; Bern et al. 2005).  

Numa perpectiva futura, cremos ser necessária a continuação do presente  

estudo, no sentido de avaliar e monitorar potenciais mudanças comportamentais na 

população de Lu. longipalpis encontrada em Itacoatiara, ainda que possa ser 

considerada uma população isolada (Souza et al. 2008; Araki et al. 2009) ou, de acordo 

com nossos resultados, se essa população esteja em processo de expansão para 

outras localidades.  

Estudos prévios, com armadilhas direcionadas para a captura de Lu. longipalpis,  

foi utilizado o feromônio sexual sintético, (±)-9-metilgermacreno-B, como atrativo, e os 

resultados obtidos foram surpreendentes, já que foi possível verificar um aumento 

expressivo na quantidade de espécimes coletados. Isso indica que essa estratégica 

possa ser uma ferramenta de grande valor na captura de Lu. longipalpis e também 

pode ser utilizada com fins de monitoramento e ainda possivelmente como uma nova 

estratégia de controle desta espécie (Barbosa et al. 2015). 

A LV é uma zoonose que vem tomando um aspecto urbano. E tem os cães como 

importante reservatório do agente etiológico, a Leishmania infantum.  Basicamente, 

para a ocorrência da doença em uma determinada área, depende da presença do vetor 

susceptível e de um hospedeiro/reservatório também susceptível (Marzochi et al. 2009), 

características já aferidas na região. Portanto, continuamos sugerindo a necessidade de 

maiores estudos, principalmente, no que se refere à população de Lu. longipalpis local.  

Apesar da ocorrência da doença canina na região, ainda não é possível, associar 

os cães aos casos humanos (Madeira et al. 2000; Serra et al. 2003). 

Recentemente, De Paula et al. (2009) relataram o primeiro caso autóctone de LV 

canina no município de Maricá. Em áreas urbanas os cães domésticos são 

considerados os principais reservatórios de L. infantum, reforçando o papel desse 
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animal como um elo importante no ciclo epidemiológico da doença. Os movimentos 

migratórios humanos com seus animais, associado às alterações ambientais são 

fatores importantes na disseminação de certas doenças (Shaw, 2007). O município de  

Maricá vem passando por esse processo de significativas modificações ambientais, 

principalmente nas atividades de veraneio (Serra et al. 2003). 

Outro aspecto relevante é a capacidade de domiciliação de Lu. longipalpis em 

ambientes modificados (Lainson & Rangel, 2005), assim como foi relatado e identificado 

na região, em relação à espécie, no presente trabalho. 

 

6.2  - Estudo da infecção natural por Leishmania sp. nas fêmeas de flebotomíneos 

Nas análises de infecção natural por Leishmania spp., realizadas em 500 fêmeas de 

flebotomíneos, foram detectados dois espécimes de Ev. tupynambai  naturalmente 

infectados por este protozoário e um exemplar de Mi. schreiberi (Tabela 5.5) e um 

quarto espécime, o qual designamos Evandromyia spp., que por problemas na 

montagem, não foi possível efetuar a identificação específica. Todos esses espécimes 

foram capturados na mesma área de estudo (área 2), na mata em Itacoatiara. Neste 

ambiente, o gênero Evandromyia foi o de maior representatividade, com apenas 2 

espécies encontradas, Ev. tupynambai e Ev. edwardsi. Assim, é factível considerar que 

a espécie não identificada, provavelmente seja uma das duas citadas anteriormente.  

Como já registrado, Ev. edwardsi, foi encontrada naturalmente infectada em São 

Paulo (Sucen, 2005), o que levantou a hipótese de um possível papel como vetor da LT 

nessa região, porém é necessário outras invetigações entomológicas no sentido de 

sugerir como potencial vetora da área de estudo. 

Ev. tupynambai e Mi. schreiberi, no presente trabalho, tiveram o seu primeiro 

registro de infecção natural por Leishmania sp.  Essas espécies de flebotomíneos ainda 

não foram devidamente avaliadas, portanto, há um escasso conhecimento sobre a 

biologia, aspectos comportamentais e fonte alimentares das espécies citadas, assim, 

somente podemos considerar os resultados apresentados no presente estudo. 

Por ter sido a segunda e a terceira espécie mais abundante, respectivamente, 

nesta pesquisa e terem sido encontradas naturalmente infectadas por Leishmania sp., e 

como ainda não temos a identificação do parasita, não podemos inferir a possibilidade 

de serem espécies vetoras na localidade. Para tanto, é necessário a execução de 
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outros estudos e investigações para que tenhamos elementos que possam incriminá-las 

como tais. Com isso, se abre outra gama de futuras pesquisas nesta região.  

Há relatos de outras espécies do gênero Micropygomyia que se alimentem de 

animais de sangue frio (Deane e Deane, 1957), o que levanta a possibilidade, que a 

espécie Mi. schreiberi esteja infectada com Leishmania específica desses répteis e sem 

importância médica ou epidemiológica. No entanto, Mi. quinquefer, já foi encontrada 

com infecção natural por Leishmania braziliensis, em estudo realizado no Mato Grasso 

do sul (Paiva et al., 2010), e em Minas Gerais (Souza, 2011). 

Diferentes aspectos estão correlacionados no enfrentamento e dificuldades pra 

que consiga algum sucesso no controle da leishmanioses, dentre eles a diversidade de 

espécies de parasitos, de vetores e de reservatórios mamíferos. A taxa de 

flebotomíneos naturalmente infectados nas áreas endêmicas se reveste de grande 

importância para a epidemiologia das leishmanioses (Afonso et al 2013). 

 

6.3 - Estudo de fonte alimentar nas fêmeas de flebotomíneos 

Estabelecer o padrão alimentar dos insetos hematófagos é tarefa de grande 

importância para o entendimento de sua biologia, além de possuir valor fundamental 

para a Saúde Pública. A identificação das fontes alimentares desses hematófagos 

tornou-se uma informação importante para o delineamento de estratégias de controle 

de vários agravos transmitidos por esses insetos (Ngumbi 1992; SAvage 1993; Duarte 

1997). 

Diante disso, em nosso estudo, foi utilizado para o diagnóstico de fonte alimentar 78 

fêmeas de flebotomíneos, das seguintes espécies Ev. tupynambai, Lu. longipalpis e Mg. 

migonei, e os resultados obtidos foram duas espécies diferentes de aves, Gallus gallus 

(galinha) e Cairina moschata (pato-do-mato). O resultado em relação à primeira fonte 

alimentar de uma certa forma já se esperava pois a maioria das fêmeas de Mg. migonei 

foram capturadas em galinheiros. Quanto ao resultado da segunda fonte, Cairina 

moschata (pato do mato), também não nos causou surpresa, pois em um dos 

galinheiros, haviam alguns patos que dividiam o espaço com os galináceos. 

Dentre as espécies capturadas no estudo, Mg. migonei foi aquela com maior 

números de exemplares ingurgitados, 69 amostras, a maioria delas coletadas dentro ou 

próximo a galinheiros, no Mirante (área 1) e no Morro das Andorinhas (área 4).  
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A espécie Mg. migonei tem o hábito alimentar com notável grau de antropofilia, 

sugando ainda animais domésticos, como cães e galinhas (Rangel & Lainson 2003; 

Falqueto 1997). Em Vargem Grande, no município do Rio de Janeiro, foi aquela que 

mais sugou o cão, levantando a possibilidade desta espécie apresentar algum papel 

relevante no ciclo da transmissão da leishmanione tegumentar naquela área. Esta 

espécie já foi incriminada como vetor domiciliar da LT (Vieira et al 2012; Falqueto 1997) 

e mais recentemente, também incriminado como possível vetor de LV em cães 

(Carvalho et al. 2010). 

Uma fêmea de Lu. longipalpis foi encontrada ingurgitada, capturada no Mirante 

(área 1) e teve similaridade total com a fonte alimentar Gallus gallus. Esse ambiente, 

como já descrito, possuía características de ambiente silvestre e peridomiciliar, inserido 

em uma mata, e possuía uma residência, anexos e pessoas, num mesmo local. 

Registros na literatura tem mostrado o ecletismo de Lu. longipalpis em se 

alimentar em uma variada gama de mamíferos, que incluem cães, porcos, equinos, 

bovinos, além das aves (Deane 1956; Zeledon et al 1984;). Estudos realizados com a 

mesma espécie, revelaram positividade para a fonte alimentar humana (61,5%), 

seguido de cão (28,2%) e aves (10,3%) (Afonso et al. 2013). 

Análises através do teste imunoenzimático ELISA, detectaram sangue de gambá 

em espécimes de Lu. longipalpis procedentes de Jequié (BA), Sobral e Massapê (CE), 

revelando a associação entre Lu. longipalpis e os gambás (Afonso et al. 2012). 

A antropofilia de Lu. longipalpis e o encontro deste, dentro de domicílios, já foi 

descrita em diversos trabalhos (Lainson & Rangel 2005; Silva et al. 2014; Casanova et 

al. 2015), e essa capacidade antropofílica configura como um dos critérios essenciais 

para que uma espécie seja incriminada como vetor (Killick-Kendrick 1990). Esta 

característica, juntamente com a abundância de fontes alimentares e às condições 

ambientais favoráveis, é determinante no crescimento populacional do vetor, 

especialmente em áreas periurbanas, o que propicia sua aproximação ao homem 

(Afonso et al 2013). 

As fêmeas de Ev. tupynambai capturadas contendo sangue em seu tubo 

digestório, foram encontradas nas localidade da mata de Itacoatiara (área 2) e no 

Mirante (área 1). Como já discutido anteriormente, esteve presente tanto nas 

armadilhas em ambientes de mata (silvestre) como no peridomicílio, este último, sendo 
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um misto de ambientes, por ser uma residência inserida no meio da unidade de 

conservação.  

Nos exemplares examinados de fêmeas de Ev. tupynambai para o diagnóstico 

de fonte alimentar, a espécie detectada foi Gallus gallus. Para os ambientes de 

peridomicílio, considerando aqui, além da área 3 e 4, também as área 1, por suas 

características mistas de ambientes, fica bem claro o resultado obtido. No entanto, no 

ambiente silvestre (área 2) em Itacoatiara, não fez muito sentido. Portanto, podemos 

sugerir, que apesar da similaridade alta, a possibilidade, da fonte alimentar neste local, 

ser algum outro tipo de ave, talvez aves marinhas, que ainda não tenha seu DNA 

identificado no banco para consultas. 

Em sua descrição original, Ev. tupynambai (Mangabeira, 1942), foi associada a 

roedores silvestres, o que também faria sentido, levando-se em consideração que esta 

espécie foi uma das mais frequentes nas armadilhas instaladas nas trilhas, durante as 

coletas de pequenos mamíferos (Fig. 5.10 e Tabela 5.9). O que nos leva a sugerir, mais 

uma vez, que é uma espécie que se encontra bem adaptada, se mostrando eclética 

quanto a sua fonte alimentar.  

As aves, mesmo sendo consideradas refratárias à infecção por Leishmania spp. 

(Dias et al., 2003), tem sido tema de bastante discussão sobre o seu papel na 

epidemiologia das leishmanioses. Estudos de fonte alimentar demonstram a 

participação, mesmo que indireta, de Gallus gallus no ciclo da Leishmania spp. Lopes 

(2014) relatou fonte alimentar em Gallus gallus  em 25% das amostras nos seus 

estudos. Tanure e colaboradores (2015), demonstraram fonte alimentar por Gallus 

gallus em 43,6% das amostras, em estudo de município de Governador Valadares, 

empregando ensaio imunoenzimático. O papel de Gallus gallus e Cairina moschata, 

mesmo que ainda não tenham sido sugeridos como reservatórios de Leishmania spp., 

são importantes, uma vez que, essas espécies ajudam a manter o ciclo de vida dos 

flebotomíneos nas áreas urbanas.  

O conhecimento sobre as preferências alimentares das fêmeas de flebotomíneos 

permite uma avaliação e planejamento corerentes, em relação ao emprego de  medidas 

eficazes e adequadas para o controle desses vetores. O entendimento sobre aspectos 

do comportamento e a biologia dos flebotomíneos são importantes não apenas para um 

melhor entendimento do curso da parasitose (Forattini 1973; Dias-Sversutti 2007), como 
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nas investigações da relação hospedeiro-vetor e consequentemente na 

ecoepidemiologia das leishmanioses, mas também para a compreensão dos hábitos 

alimentares destes insetos, o que poderá resultar em dados e indícios dos potenciais 

reservatórios que estariam mantendo o ciclo enzoótico, além de melhor avaliar o grau 

de antropofilia das espécies (Tesh 1971; Nery 2004; Afonso 2005, 2012). 

 

6.4 - Fauna de pequenos mamíferos 

 A mastofauna do estado do Rio de Janeiro é pouco conhecida devido à escassez 

de inventários faunísticos e a problemas taxonômicos (Bergallo et al 2000). Mesmo 

assim e após a devastação de grande parte das suas matas, o Estado ainda abriga 

uma grande riqueza de mamíferos terrestres com 166 espécies (Rocha et al. 2004). 

Este valor corresponde a 66,4% das espécies de mamíferos com ocorrência conhecida 

para a Mata Atlântica (Reis et al. 2006). 

A fauna encontrada no PESET, de acordo com o seu plano de manejo, é típica da 

Mata Atlântica, com ocorrência de 408 vertebrados, sendo 77 mamíferos (excluindo 

cetáceos), 77 répteis (incluindo animais marinhos), 55 anfíbios e 199 aves. Só na 

porção continental do parque, tem relatos de mamíferos, como cutia, paca, tamanduá-

mirim, preguiça, ouriço-cacheiro, tatu-galinha, gato-do-mato-pequeno e cuíca; répteis 

como jiboia, jararaca, jararacuçu e caninana; anfíbios (rãzinha-piadeira e sapo- cururu) 

e aves como, curió, trinca ferro e coleiro. 

Espécies endêmicas foram registradas, como a perereca do litoral (Scinax 

littoreus), e também espécies ameaçadas de extinção, como o gato-do-mato-pequeno 

(Leopardus tigrinus). Também fazem parte da fauna desta unidade de conservação, 14 

espécies exóticas, lagartixa-de-parede, pombo-doméstico, micos-estrelas, mico-leão-

de-cara-dourada, cão e gato domésticos.  

Os mamíferos da fauna do PESET aparentam ser os representantes que se 

encontram, de forma geral, em maior risco. As populações residentes estão em número 

reduzido e sofrendo grande pressão antrópica. As formas presentes são as de pequeno 

e médio portes, que ainda são caçadas por moradores da periferia como atividade de 

lazer. A paca e a preá-do-mato são as mais procuradas, estando a primeira em risco de 

extinção devido também à reduzida área do parque e sua baixa taxa de natalidade. 

Cabe ressaltar que este levantamento baseia-se em estudos realizados principalmente 
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na Serra da Tiririca, na porção marinha do parque e no estudo para o Plano de Manejo 

do Parque Natural Municipal Darcy Ribeiro. 

Estudos faunísticos sobre a Serra da Tiririca são registrados desde a década de 

1980 (Pontes, 1987), sendo que diversos trabalhos encontram-se em andamento nesta 

região. Apesar disso, o nível de conhecimento sobre as comunidades faunísticas ainda 

pode ser considerado incipiente. 

As coletas de pequeno mamíferos realizadas no presente trabalho, com certeza, 

serviram para aumentar e atualizar esse levantamento faunístico da região. Em nossas 

coletas foram registrados a captura de 32 animais, dentre estes, 59,4% pertenciam a 

ordem Didelphimorphia, e 40,6% a ordem Rodentia (Fig. 5.21). Entre os marsupiais, 

cinco espécies de cinco gêneros diferentes foram identificadas (Fig. 5.22) e apenas três 

espécies de dois gêneros de roedores. (Fig. 5.23).  

Os roedores vivem em qualquer ambiente terrestre que lhes dê condições de 

sobrevivência e possuem uma capacidade extraordinária de adaptação ecológica, 

suportando os mais variados tipos de climas, desde mais frios aos mais tórridos, nas 

regiões de florestas e também nas mais estéreis; suportam grandes altitudes e em cada 

região podem mostrar um grande número de adaptações fisiológicas. Algumas 

espécies são consideradas sinantrópicas por associarem-se ao homem em virtude de 

terem seus ambientes prejudicados pela ação do próprio homem (MS 2002). 

As espécies capturadas em nossas coletas são classificadas, de acordo com o 

manual de controle de roedores, como roedores sinantrópicos não comensais 

(silvestres) (MS 2002). Estes formam suas colônias no ambiente silvestre longe do 

contato com o homem, mas em função das modificações ambientais decorrentes dos 

processos de urbanização e de transformação de ecossistemas naturais, essa divisão  

de silvestres, sinantrópicos comensais e não comensais não é permanente. Por conta 

da escassez de alimentos, os roedores acabam expandindo suas colônias, se 

aproximando das plantações, de anexos no peridomicílio e no próprio domicílio em 

busca de alimentos; este fato amplia o contato do homem e roedor silvestre. Algumas 

espécies, hoje, apresentam populações com elevado grau de sinantropia. Gerando um 

grande risco de transferência de agentes infecciosos dessas espécies para os roedores 

estritamente comensais (MS 2002). 
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O gênero Trinomys, pertence à Família Echimyidae, Subfamília Eumysopinae, e 

foi representado pelas espécies Trinomys eliasi e Trinomys sp., em nossas expedições.  

Trinomys eliasi representou 31,25% de todos os espécimes capturados. Possuem, por 

características gerais, tamanho médio a grande, cauda igual ou ligeiramente menor que 

o comprimento do corpo, pelagem espinhosa. Coloração castanho-alaranjada, tracejada 

de preto por pelos guarda escuros, mais clara nas laterais. Cauda com pelos curtos. 

Superfície superior das patas clara, dígitos com pelos ungueais claros. Tem hábitos 

terrestres, habita áreas florestadas da Mata Atlântica e áreas de transição com o 

Cerrado e com a Caatinga (Bonvicino et al. 2008). A distribuição de Trinomys eliasi é 

bem restrita a uma parte do estado do Rio de Janeiro (Pessoa & Reis, 1993; Bonvicino 

et al. 2008). 

Outro gênero encontrado em nossos estudos, o Oligoryzomys que pertence à 

Família Cricetidae, Subfamília Sigmodontinae. Anteriormente pertencente ao gênero 

Oryzomys, este novo gênero inclui mais de 10 espécies, todas muito parecidas o que 

dificulta a distinção entre elas no campo. (MS 2002).  Espécies desse gênero, em 

algumas localidades são conhecidas pelo nome popular de “rato-de-fava ou rato-de-

cacau”. São arvícolas, entretanto constroem seus ninhos em amontoados de folhas, 

pequenos buracos no solo e até mesmo tocos secos caídos ao chão, nas matas e nos 

campos. Também são encontrados em culturas de milho, arroz e cacau (MS 2002). 

Oligoryzomys nigripes representou 3,1% dos espécimes coletados. Tem por 

características gerais, tamanho pequeno, comprimento da cauda maior que o do corpo. 

Coloração castanho-avermelhada a amarelada, com as laterais mais claras, olhos 

grandes. Patas longas e finas cobertas de pequenos pelos claros. Cauda fina e pouco 

pilosa. Seu hábitat terrestre, em formações florestais abertas da Floresta Amazônica, 

Mata Atlântica, Cerrado, Caatinga e Pantanal (Bonvicino et al. 2008). Possui 

distribuição ampla, desde Pernambuco ao norte do Rio Grande do Sul, em Minas 

Gerais e no Distrito Federal (Weksler & Bonvicino, 2005; Bonvicino et al. 2008). No 

estado do Rio de Janeiro, esta espécie também já foi encontrada no Parque Nacional 

da Serra dos Órgãos, na Serra da Concórdia, no Parque Estadual do Desengano 

(Olifers et al. 2007; Prevedello et al. 2008; Modesto et al. 2008a; Modesto et al 2008b). 

Em nossas análises para detecção de infecção por Leishmania sp., todas as 

amostras desses pequenos mamíferos capturados, foram negativas. (Fig. 5.24) Mas a 
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participação de roedores na epidemiologia das leishmanioses já foi descrita por vários 

autores. 

 Lainson e Shaw (1970) detectaram pela primeira vez Le. braziliensis em 

roedores do gênero Oryzonys no estado de Mato Grosso. Em outros estudos, os 

mesmos autores, detectaram o roedor Proechimys guyannensis constantemente 

parasitado por Le. amazonensis, no Pará (Lainson e Shaw 1972). Forattini e 

colaboradores (1972), também isolou Leishmania em roedores das espécies Akodon 

arviculoides e Oryzomys nigripes em região endêmica para LT em São Paulo. Esta 

última espécie, sendo uma das capturadas em nossas expedições. 

Outras espécies de roedores já foram relatadas como possíveis reservatórios 

para Leishmania. No Espírito Santo, observaram flebotomíneos atraídos pelo 

Proechimys iheringi, numa área onde esse roedor foi achado naturalmente infectado 

por Leishmania mexicana ssp. (Falqueto et al., 1985). No estudo em questão, 98,1% 

dos espécimes coletados foram Lutzomyia gasparviannai, o que sugere que essa 

espécie, não antropofílica ,seja o transmissor entre os roedores, mas não habitualmente 

ao homem. 

Em Pernambuco foi detectado DNA de Le. infantum, em amostras de roedores 

silvestres Nectomys squamipes (Carvalho et al 2005; Dantas Torres e Brandão-Filho 

2006), enquanto que na Bahia, isolaram Le. braziliensis nesta mesma espécie de 

roedor (Peterson et al. 1988). Roque e colaboradores (2010) avaliaram o papel de 

Trhichomys laurentius na retenção de infecção e amplificação do ciclo de transmissão 

de Le. infantum e Le. braziliensis, demonstrando a capacidade de ambas espécies, de 

invadir e manter-se nas víscera e pele do roedor.  

A ordem Didelphimorphia é a única ordem de marsupiais reconhecida nas 

Américas. O gênero Didelphis é o mais disperso no continente , principalmente devido à 

sua notável capacidade de adaptação a diferentes nichos ecológicos. São encontrados 

com facilidade em florestas alteradas pela ação antrópica e vistos com frequências nos 

quintais das residências situadas nas bordas das matas visitando galinheiros e latas de 

lixo em busca de alimento (Austad, 1988; Olifiers et al 2005). Estudos indicam serem 

fonte alimentar preferencial de Lu. longipalpis, no Brasil (Sherlock et al. 1984) como de 

Pintomyia evansi na Colômbia (Travi et al., 1994). 



 

104 

 

Algumas espécies destes marsupiais já foram encontradas infectadas por 

diferentes espécies de Leishmania, como Didelphis spp. pela Le. infantum e Le. 

braziliensis (Sherlock et al. 1984, Silva et al. 2005, Carvalho 2005; Schalling et al. 

2007). A presença desses parasitos, em espécies de Didelphis está sendo observado 

em várias áreas do Brasil, em Amaraji, Pernambuco (Brandão-Filho et al. 2003); em 

Barra de Guaratiba, Rio de Janeiro (Cabrera et al. 2003; Carreira et al. 2009; 2012); 

Belo Horizonte e São João das Missões, Minas Gerais (Schalling et al. 2007; Quaresma 

et al. 2011; Ferreira et al. 2015).  

Entre os animais coletados no presente trabalho, Didelphis aurita (28,12%), foi a 

segunda espécie mais capturada nas expedições, seguida de Philander frenatus 

(18,75%). Também foi registrado Metachirus nudicaudatus (6,25%), Monodelphis gr. 

americana (3,13%) e Gracilinanus microtarsus (3,13%).  

Com exceção de Gracilinanus microtarsus, todas as outras espécies  

encontradas no presente estudo, também foram registradas no Parque Nacional da 

Serra dos Órgãos, na Serra da Concórida e em Cambuci, todos no estado do Rio de 

Janeiro (Prevedello et al. 2008; Modesto et al 2008; Albuquerque et al 2013). Nos 

municípios de Santa Maria Madalena, São Fidélis e Campos dos Goytacazes, onde se 

localiza o Parque Estadual do Desengano, a fauna encontrada foi exatamente a mesma 

que capturamos na Serra da Tiririca. Sendo que naquele, foi registrada mais uma 

espécie, Marmosops paulensis (Olifers et al., 2007). 

O gênero Didelphis é composto por espécies consideradas importantes 

reservatórios silvestres de agentes patogênicos, D. albiventris, D. marsupialis e D. 

aurita já foram encontrados naturalmente infectados, não só por Leishmania mas 

também por Trypanossoma cruzi e Shistosoma mansoni. 

São considerados mamíferos muito bem sucedidos, verdadeiros fósseis vivos 

cuja morfologia atual não difere significativamente da dos fósseis mais antigos, datados 

de 55 milhões de anos (Austad, 1988). 

D. aurita é encontrado basicamente na Região Sudeste do Brasil. Porém, no Rio 

de Janeiro, sua presença tem sido registrada, na grande maioria, dos estudos 

realizados (Rocha et al. 2004; D’Andrea et al. 2007; Olifers et al. 2007; Prevedello et al. 

2008; Modesto et al 2008; Albuquerque et al 2013). 
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Em Santa Catarina, D. aurita pode ser encontrado em vários ambientes, na 

borda de alagados e manguezais, em restingas, no interior da Floresta Atlântica, bem 

como em áreas urbanizadas, principalmente aquelas próximas de terrenos baldios e 

fragmentos florestais (Graipel et al., 2001). 

Os didelfídeos possuem hábitos generalistas, são noturnos, e com uma dieta 

muito ampla. São tolerantes aos ambientes degradados pelo homem (Brito et al. 2008). 

As espécies de Didelphis infectadas podem desempenhar um importante papel 

na epidemiologia das leishmanioses nos centros urbanos, além da manutenção do 

parasito na enzootia silvestre, o que faz com que sejam as espécies mais pesquisadas 

(Sanguinette, 2015).  São considerados animais sinantrópicos, podendo atuar na união 

entre os ciclos de transmissão silvestre e peridomiciliar (Roque et al. 2008). 

Várias outras espécies de mamíferos silvestres e sinantrópicos, Necromys 

lasiurius, Holochilus scieurus, Cerradomys subflavus, Mus musculus, Agouti paca, 

Cavia porcellus e R. novergicus, foram registradas como hospedeiros, potenciais 

reservatórios ou reservatórios de Leishmania spp. no Brasil, demonstrando a 

importância destes animais no  estudo do ciclo de transmissão da leishmanioses 

(Silveira et al. 1991; Machado et al 1994; Brandão-Filho et al 2003; Marcelino et al. 

2011; de Freitas et al. 2012; Lima et al. 2013; Lara-Silva et al. 2014; Ferreira et al. 

2015). 
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7 – CONCLUSÕES 
 

 

• A fauna flebotomínica no Parque Estadual da Serra da Tiririca apresentou-se 

bem diversificada, onde foram encontradas 11 espécies de oito gêneros 

diferentes; 

• As espécies mais abundantes foram Migonemyia migonei, Evandromyia 

tupynambai e Micropygomyia schreiberi sendo a primeira espécie de maior 

abundância e a segunda de maior frequência;  

• Nyssomyia intermedia e Migonemyia migonei, reconhecidamente vetoras do 

agente etiológico causador da Leishmaniose Tegumentar, foram encontradas 

neste trabalho, onde Mg. migonei se mostrou mais abundante que Ny. 

intermedia, sugerindo a possibilidade de  Mg. migonei ser o principal  vetor nesta 

região;  

• Lutzomyia longipalpis, principal vetor da Leishmania infantum, continua sendo 

encontrado na região, agora em maior número, sugerindo o início de sua 

expansão na região; 

• A maior diversidade de flebotomíneos foi encontrada na área que corresponde 

aos peridomícílios de alguns bairros de Niterói; e a área da mata de Itacoatiara 

tem maior uniformidade, também em Niterói; 

• Evandromyia tupynambai e Micropygomyia schreiberi foram as espécies de 

flebotomíneos naturalmente infectadas por Leishmania sp.;  

• Evandromyia tupynambai e Micropygomyia schreiberi foram relatadas, pela 

primeira vez, com infecção natural por Leishmania sp.; 

• Evandromyia tupynambai, em Itacoatiara (subsede do PESET), se mostrou a 

espécie mais abundante e frenquente, além do registro de infecção natural por 

Leishmania spp. , sugerindo a possibilidade desta espécie ser a mantenodora do 

ciclo de transmissão do agente etiológico no ambiente silvestre desta localidade; 
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• Como fonte alimentar dos flebotomíneos foram encontradas apenas o Gallus 

gallus e Cairina moschata; 

• Foram encontradas as espécies Trinomys eliasi, Trinomys spp. e Oligoryzomys 

nigripes, da ordem Rodentia  e as espécies Didelphis aurita, Philander frenatus, 

Metachirus nudicaudatus, Monodelphis gr. americana e Gracilinanus microtarsus, 

da ordem Didelphimorphia; 

• Não foi detectado infecção natural por Leishmania spp. nos pequenos mamíferos 

de acordo com as análises realizadas; 
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ANEXO 5 
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ANEXO 6 
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ANEXO 7 
 

Nota Técnica 
 

Nossa proposta é mostrar aos órgãos responsáveis (secretaria de saúde e centro 

de controle de zoonoses) a vulnerabilidade das comunidade carentes inseridas na área 

de preservação, neste caso, o Parque Estadual da Serra da Tiririca, quanto à 

possibilidade de infecções por  Leishmania  e a manutenção do ciclo de transmissão 

em um ambiente peridoméstico. Neste contexto poderemos, através do esclarecimento 

da população sobre a doença e seus riscos, elaborar ações simples como medidas de 

profilaxia e educação em saúde, para contribuir com o bem estar da comunidade sem 

necessidade de ultrapassar as leis que regem  a reserva em que vivem. 

Medidas e ações sugeridas aos órgãos públicos competentes, direcionados à 

população da região: 

� Orientação e esclarecimento da população sobre a leishmaniose 

(palestras e elaboração de material didático, contendo informações sobre 

a doença, tais como seu ciclo evolutivo, aspectos epidemiológicos, 

diagnóstico, tratamento); 

� Desenvolvimento de material didático e distribuição do mesmo à 

população dos municípios; 

� Tela nas janelas e forros das casas; 

� Uso de repelentes; 

� Evitar horários de atividade dos vetores; 

� Vestuário apropriado;  

� Não são indicadas medidas de controle de animais silvestres 

� Controle da população canina errante 

� Uso de telas em canis individuais ou coletivos 

� Coleiras impregnadas com Deltametrina a 4% (propor ao parque que 

distribuía essas coleiras)  

� Controle químico, dos vetores, por meio da utilização de inseticidas 

impregnados em telas e com ação residual (piretróides – Deltametrina) 

para ambientes domiciliares e peridomiciliares, em residências fora área 

de reserva, através dos agentes de saúde – Secretaria de Saúde; 
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ANEXO 8 
Ficha nº Modelo 5  

 
 

TABALHO DE CAMPO 

 

Projeto Doutorado – Serra da Tiririca 
 

Localidade:  Subsede do Parque - Itacoatiara 

Data:  Número da coleta:  

Tipo da captura: Armadilha HP (tipo CDC) 

 

SSP1 (perto do paredão) 

 Início da coleta Término da coleta 

Horário h h 

Temperatura ° C °C 

Umidade Relativa do Ar % % 

Coletores   

Guarda Parque   

 

SSP2 (perto da grutinha ) 

 Início da coleta Término da coleta 

Horário h h 

Temperatura ° C °C 

Umidade Relativa do Ar % % 

Coletores   

 

SSP3 (perto do pedrão) 

 Início da coleta Término da coleta 

Horário h h 

Temperatura ° C °C 

Umidade Relativa do Ar % % 

Coletores   

 

Condições Ambientais Durante a Coleta 

 Início da coleta Término da coleta 

Ventos   

Chuvas   

Outros   
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Medidas de prevenção e controle: 

-Tela nas janelas e forros nas casas;

-Uso de repelentes;

-Evitar horários de atividades dos vetores;

-Vestuário apropriado (roupas de manga longa e calça)

-Uso de mosquiteiros impregnados com inseticidas

-Controle da população canina errante;

-Uso de telas em canis individuais ou coletivos

-Coleiras impregnadas com inseticidas

Av. Brasil, 4365 – Manguinhos
Laboratório de Doenças Parasitárias
IOC - Instituto Osvaldo Cruz
Pavilhão Arthur Neiva – sala 22
Tel: 2562-1468
Andressa Fuzari/Reginaldo Brazil

 
 
 
 

As leishmanioses são parasitoses que acometem o homem e outros

animais domésticos e silvestres. A doença pode se manifestar de duas

formas clínicas: Leishmaniose tegumentar (LT) e Leishmaniose Visceral

(LV).

São causadas por protozoários do gênero Leishmania, que necessitam

de dois hospedeiros para completar o seu ciclo de vida: um hospedeiro

vertebrado e um inseto, denominado flebotomíneo, que são

conhecidos popularmente, dependendo da região, como asa branca,

asa dura, birigui, cangalhinha, mosquito-palha, tatuquira, frebóti,

arrupiado, entre outros.

Machos e fêmeas se
alimentam de seiva
vegetal. Apenas as
fêmeas necessitam de
sugar sangue para
maturação do seus
ovos.

São insetos terrestre,
se desenvolvem em
criadouros
constituídos por solos
úmidos ricos em
matéria orgânica,
entre raízes expostas,
embaixo de folhas
caídas, pedras e
ambientes como
chiqueiros, galinheiros
e estábulos.

Os adultos tem 
hábitos 

crepusculares ou 
noturnos e ficam 
em seus abrigos 
durante o dia, 

abandonando-os na 
busca de alimento

A fêmea 
põe de 40 
a 70 ovos 

As pupas são 
imóvel e 

permanecem no 
solo assim como 

as larvas

Que 
eclodem 
de 6 a 17 

dias, 
dando 

origem às 
larvas 

Ciclo de vida 
é de 30-90 

dias e 
acontece no 

solo

Adultos

Fêmea Macho

Larvas

OvosPupas

A distruibuição das leishmanioses é mundial, acometendo mais de 12
milhões de pessoas em 98 países. No Brasil, tem registros em todas as
regiões . No Rio de Janeiro , a leishmaniose visceral (LV), conhecida como
Calazar, e a tegumentar (LT) também denominada "úlcera de Bauru",
"ferida brava" ou "nariz de tapir, vem se expandindo. Nos últimos anos,
casos humanos e caninos de LT nas encostas da Serra da Tiririca, inserida
entre os municípios de Maricá e Niterói, tem sido associada com a
ocupação humana próximo à encostas.

Ciclo epidemiológico das leishmanioses: 1- Flebotomíneo ingere sangue de um
vertebrado saudável (injetando com sua saliva as formas; 2- No organismo dos
vertebrados, as promastigotas são fagocitadas por macrofágos (células do sistema
mononuclear fagocitário); 3 - Promastigotas se transformam em amastigotas
dentro do macrófago; 4- Amastigotas se multiplicam dentro da célula, por divisão
binária, Infectando outras células; 5- Fêmea do flebotomíneo ingere sangue com
macrofágos Infectados por amastigotas; 6 /7- Amastigota se transforma em
promastigotas no intestino do inseto; 8 - promastigotas dividem-se no intestino e
migram para a probóscide do inseto promastigotas)

Ciclo 
no 

inseto

Ciclo no 
Vertebrado

1

5

2

3

4

7

6

8
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