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RESUMO 
 
BENVENGA, G. U. Ocorrência de Leishmania spp. em cães, gatos e 
equinos no Estado de São Paulo. [Occurrence of Leishmania spp. in dogs, 
cats and horses of São Paulo State]. 2013. 101 f. Dissertação (Mestrado em 
Ciências) - Faculdade de Medicina Veterinária e Zootecnia, Universidade de São 
Paulo, São Paulo, 2013. 
 
 
Cães, gatos e equinos domésticos podem ser importantes reservatórios de agentes 

infecciosos potencialmente zoonóticos, podendo-se destacar entre eles as 

leishmanioses. Por esse motivo, torna-se necessário aprimorar o conhecimento 

sobre essas enfermidades, estudando mais detalhadamente sua ecoepidemiologia, 

importante fonte de informações para a tomada de decisões com relação ao controle 

das mesmas. O presente estudo objetivou verificar a ocorrência de Leishmania spp. 

em cães, gatos e equinos procedentes de regiões endêmicas e não endêmicas do 

estado de São Paulo, por meio dos testes diagnósticos Imunofluorescência Indireta 

(RIFI) e Reação em cadeia pela Polimerase (PCR) e objetivou também comprovar a 

eficácia da  PCR realizada com DNA extraído de amostras de suabe da conjuntiva 

ocular de gatos e equinos. Foram encontrados cães infectados por Leishmania spp. 

em Itapecerica da Serra, São Lourenço da Serra e São Paulo, com freqüências de 

3,12% (1/32) (PCR de suabe), 10% (1/10) (PCR de suabe) e 1,72% (02/116) (PCR 

de suabe) / 6,89% (08/116) (PCR de sangue), respectivamente. As amostras 

analisadas dos gatos provenientes dos municípios de Pirassununga e São Lourenço 

da Serra, foram positivas para Leishmania spp., com frequências de 28,57% (02/07) 

(PCR de suabe) / 28,57% (02/07) (RIFI) e 33,33% (1/3) (RIFI) respectivamente. 

Equinos infectados por Leishmania spp. foram verificados nas cidades de Bragança 

Paulista e Ilha Solteira, com frequências de 100% (14/14) (PCR de sangue)  e 90% 

(36/40) (PCR de suabe)/ 100% (40/40) (PCR de sangue)/  RIFI 2,5% (01/40) 

respectivamente. Os resultados demonstram a presença de Leishmania spp 

infectando cães, gatos e equinos no Estado de São Paulo e que o suabe de 

conjuntiva ocular foi capaz de detectar gatos e equinos infectados. A coleta de 

amostras da conjuntiva ocular mostrou-se de fácil execução em felinos, mas nem 

tanto em equinos, quando comparado à coleta de sangue.    

 

Palavras-chave: Leishmania spp.. Cães. Gatos. Equinos. Suabe conjuntival.   
 



ABSTRACT 
 

BENVENGA, G.U. Occurrence of Leishmania spp. in dogs, cats and 
horses of São Paulo State. [Ocorrência de Leishmania spp. em cães, 
gatos e equinos no Estado de São Paulo]. 2013. 101 f. Dissertação (Mestrado 
em Ciências) - Faculdade de Medicina Veterinária e Zootecnia, Universidade de São 
Paulo, São Paulo, 2013. 
 
 
Domestic dogs, cats and horses can be important reservoirs of potential zoonotic 

agents, as leishmaniasis diseases. Therefore it is necessary improving knowledge on 

these diseases by studying the ecoepidemiology of leishmaniasis, which is an 

important source to make decisions on the disease control.  The present study aimed 

to verify the occurrence of Leishmania spp. in dogs, cats and horses from endemic 

and non-endemic regions from São Paulo State using diagnostics tests as Indirect 

Immunofluorescence Test (RIFI) and Polymerase Chain Reaction (PCR), and to 

study the efficacy of the PCR protocol on DNA extracted from ocular conjunctival 

swab samples from cats, dogs and horses. Leishmania spp. was found in dogs from 

Itapecerica da Serra, São Lourenço da Serra and São Paulo with frequencies of 

3,12% (1/32) (swab PCR), 10%(1/10) (swab PCR) and 1,72% (02/116) (swab PC)/ 

6,89% (08/116) (blood PCR)  respectively. The cats samples analyzed from 

Pirassununga and São Lourenço da Serra were positive for Leishmania spp. showing 

frequencies of 28,57%(02/07) (swab PCR)/ 28,57%(02/07) (RIFI) and 33,33%(1/3) 

(RIFI) respectively. Leishmania spp. infected horses were detected in Bragança 

Paulista and Ilha Solteira cities with frequencies of 100% (14/14) (blood PCR) and 

90% (36/40) (swab PCR)/ 100% (40/40) (blood PCR)/ RIFI 2,5% (01/40) respectively. 

Results demonstrated the presence of Leishmania spp infection in dogs, cats and 

horses from São Paulo and that  is possible detect  Leishmania spp. DNA in ocular 

conjunctival swab from infected cats and horses. Colect samples from ocular 

conjuntiva is more easily made in felines than horses, when compared to blood 

sample collection. 

 

 
Keywords: Leishmania spp.. Dogs. Cats. Horses. Conjunctival swab. 
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1 INTRODUÇÃO 
 

 

Segundo Michalsky et al. (2002), as leishmanioses são um grupo de doenças 

causadas por protozoários flagelados do gênero Leishmania, pertencentes à família 

Trypanosomatidae (ordem Kinetoplastida), que apresentam diferentes graus de 

especificidade para o hospedeiro.  

Os protozoários flagelados do gênero Leishmania podem estar sob as formas 

promastigota e amastigota, sendo que a primeira é encontrada no tubo digestivo de 

insetos vetores e em alguns meios de cultura artificiais e a segunda, nas células do 

sistema fagocitário de hospedeiros vertebrados (DUNAISKY, 2006). 

 São doenças endêmicas em 88 países (DESJEUX, 1996), especialmente em 

regiões tropicais e subtropicais, tais como o leste e sudeste da Ásia, Oriente Médio, 

norte e leste da África, sul da Europa (Mediterrâneo) e Américas Central e do Sul 

(BRASIL, 2006). 

Estima-se que 1,5 a 2 milhões de novos casos ocorrem todo ano, enquanto 

que 12 milhões de pessoas no mundo estão com a doença (WHO, 2000) que ocorre 

em três diferentes formas: leishmaniose tegumentar (LT), leishmaniose muco-

cutânea (LMC) e leishmaniose visceral (LV) (SPANAKOS et al., 2008). 

Apesar de ser considerada a segunda protozoonose mais importante da 

atualidade, a LV é negligenciada, sendo que 80% dos casos ocorrem em 

populações de baixa renda, que sobrevivem com menos de dois dólares por dia 

(DESJEUX, 2004). 

Desjeux (2004) relata que em relação a infecção humana, duas entidades 

epidemiológicas podem ser definidas: as leishmanioses zoonóticas, onde animais 

domésticos ou selvagens são reservatórios envolvidos no ciclo de transmissão, e os 

seres humanos desempenham um papel como um hospedeiro acidental, e as 

leishmanioses antroponóticas, onde o homem é o único ou 

principal reservatório e fonte de infecção do vetor. 

No Brasil, o agente causador da LV é a Leishmania infantum, enquanto que a 

LT pode ser causada por várias espécies de Leishmania, entre elas a Leishmania 

braziliensis e a Leishmania amazonensis, pertencentes aos complexos L. 

braziliensis e L. mexicana, respectivamente. A taxa de flebotomíneos naturalmente 
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infectados em áreas endêmicas e a correta identificação da leishmania envolvida em 

determinadas espécies de flebotomíneos, são de grande importância em estudos 

epidemiológicos e de vetores das leishmanioses (MICHALSKY et al., 2002). 

 O diagnóstico das leishmanioses é um desafio, graças a grande variedade de 

sintomas e a grande quantidade de portadores assintomáticos. A abordagem 

diagnóstica das leishmanioses nas diferentes espécies animais deve ser organizada 

de acordo com uma sequência de diferentes procedimentos, histórico do caso, 

clínica, achados laboratoriais inespecíficos e os achados laboratoriais específicos, 

análise parasitológica, molecular e imunológica. Para o diagnóstico de animais 

infectados por Leishmania spp. pode-se fazer uso de métodos diretos ou indiretos 

(FERRER et al., 1988), os testes diretos detectam o parasita, e os indiretos, avaliam 

a resposta do sistema imunológico do hospedeiro ao parasita (GRAMICCIA, 2011). 

 O intenso processo de migração de populações rurais para as cidades e as 

alterações ambientais ocorridas nos últimos anos, juntamente com a redução da 

condição sócio-econômica da população brasileira, permitiram a entrada e a 

manutenção dos agentes etiológicos e dos vetores das leishmanioses em áreas não 

endêmicas, o que leva os animais de companhia de diversos territórios a 

enfrentarem novos riscos de infecção (SILVA et al., 2001). Dessa forma, torna-se 

imprescindível que os veterinários clínicos, principalmente os de regiões não 

endêmicas, mantenham-se informados sobre as características das formas clínica e 

subclínica das leishmanioses, bem como dos testes diagnósticos disponíveis, suas 

indicações e limitações (GRAMICCIA, 2011).  

 As áreas de ocorrência de certas doenças transmitidas por vetores, tais 

como babesiose, hepatozoonose, erliquiose, leishmaniose e dirofilariose estão se 

extendendo cada vez mais, devido a mudanças ecológicas e climáticas, e 

reforçada por animais que após visitas à áreas endêmicas, voltam ao seu local de 

residência com infecção subclínica (IRWIN, 2002).  

Cada vez mais, devido às proporções mundiais ocupadas pelas 

leishmanioses, torna-se urgente a necessidade de desenvolvimento e validação de 

novos testes diagnósticos, que visem manter as características ideais de 

especificidade, sensibilidade e confiabilidade e também a praticidade no momento 

da coleta, tornando-se facilmente aplicável nos inquéritos epidemiológicos, menos 

desgastante na rotina dos veterinários clínicos e menos estressante para os animais 

e seus proprietários.     
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O presente estudo objetivou verificar a ocorrência de Leishmania spp. em 

cães, gatos e equinos procedentes de regiões endêmicas e não endêmicas do 

estado de São Paulo, por meio dos testes diagnósticos Imunofluorescência Indireta 

(RIFI) e Reação em cadeia pela Polimerase (PCR) e objetivou também  comprovar a 

eficácia da  PCR realizada com DNA extraído de amostras de suabe da conjuntiva 

ocular de cães, gatos e equinos. 
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2 REVISÃO DE LITERATURA 

 
 

 As leishmanioses são definidas como infecções parasitárias que envolvem 

animais e seres humanos, causadas por protozoários da ordem Kinetoplastida, da 

família Trypanosomatidae e do gênero Leishmania (LAINSON; SHAW, 1987), que 

constituem um problema global de saúde pública, especialmente em países tropicais 

e subtropicais (MARCUSSI, 2013) e representam um complexo de doenças com 

grande importância clínica e epidemiológica (BRASIL, 2007), sendo consideradas 

algumas das mais importantes zoonoses no mundo (WHO, 2013).  

Cerca de 0,2 a 0,4 milhões de casos de LV e 0,7 a 1.2 milhões de casos de 

LT, ocorrem a cada ano no mundo, sendo que mais de 90 % dos casos de LV 

ocorrem em seis países: Índia, Bangladesh, Sudão do Sul, Sudão, Etiópia e Brasil, 

enquanto que para a leishmaniose tegumentar americana (LTA) os dez países com 

a maior quantidade de casos estimados são  o Afeganistão, Argélia, Colômbia, 

Brasil, Irã, Síria, Etiópia, Sudão do Norte, Costa Rica e Peru, que juntos, 

correspondem a 70 a 75 % da incidência mundial de LT estimada (ALVAR et al, 

2012). Sendo considerada endêmica em 88 países (WHO, 2013). 

Segundo Laison e Shaw (1998) na América Latina, as espécies de 

Leishmania pertencem a dois diferentes grupos taxonômicos. As dos sub-gênero 

Leishmania, composto por L. mexicana e L. amazonensis, responsáveis por causar 

a forma cutânea localizada ou difusa da doença e L. infatum, causadora da forma 

viscerotrópica no Novo Mundo, e um segundo grupo do sub-gênero Viannia, 

composto por L. braziliensis, L. panamensis e L. guyanensis, causadores de lesões 

mucocutâneas.     

 As manifestações clínicas destas doenças são variáveis e estão relacionadas 

com as de diferentes espécies de Leishmania e também a resposta imunitária do 

hospedeiro (WHO, 2010). 

Em seres humanos, as leshmanioses podem se manifestar na forma cutânea, 

através de severas lesões de tegumento e na forma visceral, como consequência da 

resposta imunológica do hospedeiro (LAINSON; SHAW, 1998). 

Segundo Schlein (1993) os protozoários do gênero Leishmania possuem ciclo 

biológico heteroxênico, ou seja, necessitam de dois hospedeiros, um vertebrado, 
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representado por canídeos silvestres e domésticos, além de roedores e humanos, e 

outro invertebrado, representado pelo inseto vetor.  

Os vetores das leishmanioses são insetos denominados flebotomíneos, que 

pertecem a Ordem Diptera, Familia Psychodidae, Subfamilia Phlebotominae, sendo 

Lutzomyia longipalpis a principal espécie nas Américas (REY, 2001) e do gênero 

Phlebotomus, no Velho Mundo (DESJEUX, 1996). No Brasil, dependendo da 

localização geográfica são conhecidos através dos nomes populares, mosquito 

palha, tatuquira, birigui, entre outros (BRASIL, 2007). 

Várias espécies de flebotomíneos hematófagos pertencentes à ordem Diptera 

e ao gênero Lutzomyia são transmissoras das leishmanioses na América e mudam 

de acordo com a espécie de Leishmania envolvida, assim como os reservatórios 

(FUNASA, 2002).   

Segundo Miranda et al. (1998) os vetores das diferentes espécies de 

leishmania, também são apontados como possíveis vetores biológicos e mecânicos 

de vírus, bactérias e outros protozoários.  

Os flebotomíneos possuem diferentes hábitos alimentares que variam de 

acordo com o sexo. Os machos se alimentam de substâncias açucaradas de 

excreção de afídeos, e as fêmeas de substâncias açucaradas provenientes da seiva 

de vegetais, e também de sangue de vários animais, o que as tornam responsáveis 

pela trasmissão das leishmanioses (MARCONDES, 2001), são mosquitos de 

aproximadamente 2 a 3 mm, que possuem hábitos peridomésticos e 

intradomiciliares e fazem seu ciclo larvar em matéria orgânica úmida, o que dificulta 

seu combate (SANTA ROSA e OLIVEIRA, 1997).   

Segundo REY (2001), os flebotomíneos, quando se alimentam em um 

hospedeiro vertebrado infectado, ingerem as formas amastigotas da leishmania, 

presentes no interior dos macrófagos, que passam a ser promastigotas no tubo 

digestivo anterior do inseto vetor. As formas promastigotas aderem à parede 

intestinal e se multiplicam, e em poucos dias o intestino anterior fica repleto destas.  

Durante um novo repasto sanguíneo, o flebótomo pode infectar a pele do 

hospedeiro vertebrado através o regurgitamento das formas promastigotas, que são 

então fagocitadas pela pele do mesmo e perdem o flagelo, multiplicando-se em 

amastigotas no interior dessas células (REY, 2001).    

Missawa et al. (2008) buscaram determinar a preferência alimentar de 

Lutzomyia longipalpis e sua relação com a transmissão da leishmaniose visceral 
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(LV) através de estudos realizados no município de Várzea Grande, Estado de Mato 

Grosso, observaram que as fêmeas de Lutzomyia longipalpis alimentaram-se 

preferencialmente em aves (30,8%) e roedores (21,2%), entretanto foram 

encontradas fêmeas alimentadas de sangue de humanos, gambás, bois, cavalos e 

cães, o que demonstra o caráter oportunista da espécie.  

 

 

2.1 LEISHMANIOSE CUTÂNEA OU TEGUMENTAR 

 
 

A LTA é uma doença infecciosa, que acomete pele e mucosas, causada por 

protozoários do gênero Leishmania (BRASIL, 2007), que ocorre desde o sul dos 

Estados Unidos da América até o norte da Argentina, sendo que no Brasil, segundo 

informações da World Health Organization (WHO), (1990) existe ocorrência em 

todos os estados na forma autóctone. Está presente no Novo Mundo, com elevado 

número de casos humanos, particularmente no Peru e no Brasil (DESJEUX, 2001). 

Segundo Lainson (2010), a leishmaniose tegumentar americana (LTA) parece 

ser uma doença antiga, que em áreas tropicais e subtropicais do Novo Mundo 

afetava seres humanos. Sua existência pode ser relatada através de antigas peças 

de cerâmica originárias do Peru e Equador (huacos) que retratavam deformações 

faciais graves em humanos, muito parecidas com as causadas pela leishmaniose 

muco-cutânea, e informações de que historiadores da época da colonização ibérica 

relatavam, com frequência, lesões cutâneas nos habitantes nativos. 

Com o passar do tempo, ficou claro que as lesões cutâneas chamadas de uta 

pelos índios peruanos, e a doença muco-cutânea conhecida como espundia, eram 

disseminadas pela maior parte do continente latino americano, onde receberam 

diferentes denominações e eram divididas em lesões menos destrutivas conhecidas 

como uta seco, úlcera de Velez, ulcer de los chicleros, buba, úlcera de Baurú, ferida 

brava, botão do oriente, forest yaws, Baysore, pian-bois e bosch-yaws; e em lesões 

mais destrutivas conhecidas como espundia, llaga corrosiva, cancro espúndico, nariz 

de tapir, tiacaraña, gangosa, ferida esponjosa, e cancro fagendênico, porém a  

etiologia de ambos tipos de lesão permaneceu desconhecida por muito tempo 

(LAINSON, 2010). 



26 
 

São verificados 25.000 casos por ano, e um aumento na incidência da doença 

associada à Leishmania (Viannia) braziliensis tem sido reportada em todas as 

regiões do Brasil, não estando restritos apenas a regiões endêmicas (BRASIL, 

2007).  

Segundo dados do CVE-SP (2013), 994 casos de LTA humana foram 

confirmados no estado de São Paulo, de 2010 a Abril de 2013. 

No Brasil, seis espécies pertencentes aos subgêneros Viannia e Leishmania 

podem ser descritos como causadores da LTA, entre eles a Leishmania (Viannia) 

braziliensis e Leishmania (Leishmania) amazonensis (PASSOS et al, 1999), 

protozoários impossíveis de se distinguir morfologicamente, mas que podem ser 

diferenciados por anticorpos monoclonais (SHAW et al., 1986), métodos moleculares 

(DEGRAVE et al., 1994) e análise de isoenzimas (FIGUEIRA et al., 2008). 

Nas Américas, os principais reservatórios de Leishmania dentre os mamíferos 

são os roedores, gambás, endentados, caninos, primatas e equinos, porém nos 

últimos anos, tem-se aberto discussões sobre o papel do gato doméstico como 

hospedeiro de Leishmania, devido à verificação de felinos infectados nos últimos 

anos (DUARTE et al., 2010).  

Segundo Brandão-Filho et al. (2003), em várias regiões endêmicas no Brasil, 

Venezuela, Colômbia e Argentina, de assentamentos antigos ou onde ocorreu 

desmatamento pesado, relatos de lesões de pele associadas a Leishmania em 

animais domésticos como cães e cavalos, tornaram-se relativamente frequentes, e 

os parasitas foram identificados como L. (V.) braziliensis lato sensu. 

  A Leishmania (Viannia) braziliensis, já foi isolada de roedores silvestres 

(Bolomys lasiurus, Nectomys squamipes) e sinantrópicos (Rattus rattus) em 

Pernambuco, no Rio de Janeiro em felídeos (Felis catus), no Ceará, Bahia, Espírito 

Santo, Rio de Janeiro e São Paulo em canídeos (Canis familiaris), e em equídeos 

(Equus caballus, Equus asinus) nos estados do Ceará, Bahia e Rio de Janeiro 

(BRASIL, 2007). 

No estado do Espírito Santo, através dos estudos de Falqueto et al. (1986), foi 

comprovada a relação entre cães infectados com leishmaniose tegumentar (LT) e o 

surgimento de novos casos em seres humanos, o que sugeriu que a doença se 

comportou como zoonose e manteve-se através destes animais. 

Em 1993, no povoado rural de Canoa, município de Santo Amaro, no estado 

da Bahia, ocorreu um surto de LTA e através dos inquéritos sorológicos em caninos 
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e equídeos realizados, revelou-se a participação destes no ciclo da doença, embora 

ainda sejam necessários estudos mais específicos (FOLADOR et al., 1999). O 

mesmo aconteceu no município de Paracambi, estado do Rio de Janeiro, onde 

através de inquérito realizado em áreas endêmicas, rural e semi-urbana, foi 

comprovada a associação entre a presença das formas clínica e subclínica da LTA 

na população canina e a infecção humana, e sugerida a atuação do cão como 

possível fonte de infecção (SANTOS et al., 2005).  

Ao longo dos últimos 20 anos, características clínicas associadas com a 

infecção por Leishmania foram elucidadas, e as espécies foram identificadas 

corretamente através de métodos bioquímicos e/ou moleculares. Cinco espécies de 

Leishmania foram identificadas nos casos em felinos: L. mexicana, L. venezuelensis, 

L. braziliensis e L. amazonensis no Novo Mundo, e L. infantum, no Novo Mundo e no 

Velho Mundo (PENNISI, 2010). 

A leishmaniose em gatos domésticos (Felis catus) tem sido relatada em várias 

regiões do mundo, mas seu papel como reservatórios ainda não está bem elucidado. 

Os seguintes agentes etiológicos foram relacionados à LT em gatos: Leishmania  

(V.) spp. (PASSOS et al., 1996) no Brasil, Leishmania (L.) amazonensis 

(SCHUBACH et al., 2004) no Brasil, Leishmania (V.) braziliensis (SCHUBACH et al., 

2004; DE SOUZA et al., 2005) no Brasil e Leishmania (V.) braziliensis (ROUGERON 

et al., 2011) na Guiana Francesa. 

Nos felinos a leishmaniose cutânea é a forma mais frequentemente 

encontrada e já foi descrita no Brasil e em outros países (SIMÕES-MATTOS et al., 

2005).  

No estudo elaborado por Duarte et al. (2010), após 20 dias da realização da 

inoculação em camundongos, de uma amostra de L. (L.) amazonensis previamente 

isolada de um gato infectado, livre de doenças imunossupressoras, foi demonstrada 

a alta e rápida infectividade, através do intenso parasitismo e do infiltrado 

inflamatório da amostra. Não foram encontrados sinais de visceralização, uma vez 

que não foram observados parasitos no fígado e no baço dos animais.  

Acredita-se que o gato não está com sua participação na epidemiologia das 

leishmanioses bem elucidada, devido a ausência de estudos baseados no 

xenodiagnóstico (MANCIANTI, 2004). Para se avaliar a existência de um ciclo de 

transmissão de leishmanioses envolvendo os gatos, são necessários estudos para 
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se comprovar que estes são capazes de transmitir o parasita para o vetor na 

natureza (MAIA et al., 2010).  

  Simões-Mattos et al. (2005) sugerem que o gato doméstico apresente um 

alto grau de resistência natural ao parasito, conforme observado em infecções 

experimentais. Entretanto, a resistência do gato à leishmaniose pode depender 

também de fatores genéticos não relacionados à resposta celular (MANCIANTI, 

2004). Gatos infectados por Leishmania e pelos vírus da imunodeficiência felina 

(FIV) e/ou vírus da leucemia felina (FeLV) concomitantemente, comprovaram que 

tanto os agentes virais quanto o estresse, podem induzir danos à resposta 

imunológica mediada por células (GREVOT et al., 2005). 

As informações em relação às leishmanioses envolvendo os felinos vêm 

aumentando, mas ainda existem muitas questões que devem ser respondidas 

através de novos estudos, principalmente em relação patogenia e ao real papel do 

gato como reservatório de Leishmania spp. (PENNISIA; SOLANO-GALLEGO, 2013). 

Em equídeos domésticos, a leishmaniose foi primeiramente relatada por 

Mazza (1927) em um cavalo na Argentina, e, no Brasil, por Alencar (1959) em um 

jumento no estado do Ceará, desde então vários relatos vem sendo descritos em 

diversos estados do Brasil: no da Bahia (VEXENAT et al., 1986; FOLLADOR et al., 

1999), no Rio de Janeiro ( AGUILAR et al., 1986; AGUILAR et al., 1987; OLIVEIRA-

NETO et al., 1988) no Espírito Santo ( FALQUETO et al., 1987), em Pernambuco 

(BRANDÃO-FILHO et al., 2003), em São Paulo (YOSHIDA et al., 1990), no Paraná 

(VEDOVELLO-FILHO et al., 2008) e mais recentemente em Minas Gerais (SOARES 

et al, 2013). Quando as investigações foram possíveis, nos casos brasileiros 

supracitados, o parasita identificado foi sempre Leishmania braziliensis (SOARES et 

al., 2013). 

Em seres humanos, a LTA pode se apresentar em quatro formas diferentes, a 

infecção aparente, a leishmaniose linfonoidal, a leishmaniose cutânea e a mucosa 

ou mucocutânea, entretanto a forma clássica da doença se manifesta através de 

diferentes sintomas clínicos sob duas formas: a leishmaniose tegumentar (LT) e a 

leishmaniose mucosa, também conhecida como mucocutânea (BRASIL, 2007). 

 Na LT humana ocorre a presença de lesões exclusivamente na pele, 

iniciadas no ponto de inoculação das promastigotas infectantes, através da picada 

do vetor, para qualquer das espécies de Leishmania causadoras. Geralmente as 

lesões primárias são únicas, mas também podem ser múltiplas, devido a várias 
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picadas do vetor ou a disseminação local (MARZOCHI, 1992). A leishmaniose 

mucosa ou mucocutânea causa lesões destrutivas nas mucosas das vias aéreas 

superiores, sua forma clássica é secundária a lesão cutânea (BRASIL, 2007). 

A sintomatologia da LT nos cães é caracterizada pela existência de úlceras 

cutâneas sugestivas, que podem se apresentar de forma única ou eventualmente 

múltipla, com localização nas orelhas, focinho ou bolsa escrotal. O diagnóstico 

diferencial deve ser realizado com outras doenças causadoras de úlceras como 

neoplasias, piodermites e micoses (BRASIL, 2007). 

Segundo Petersen (2009) as manifestações cutâneas por leishmanias em 

gatos são bem semelhantes as dos cães, traduzindo-se inicialmente como uma 

única pápula, que, depois aumenta de tamanho, tornando-se um nódulo ou uma 

lesão com bordas elevadas que pode ainda se transformar em ulcerativa. 

Os sinais clínicos são inespecíficos e incluem lesões nodulares ou ulceradas 

no focinho, lábios, orelhas e pálpebras e alopecia, geralmente os gatos infectados 

apresentam envolvimento dos linfonodos e do sangue, o que indica a disseminação 

de Leishmania nos hospedeiros felinos (MANCIANTI, 2004). 

Ramos-Vara et al. (1996), em seu relato de caso, verificaram que as 

características das lesões de pele nos dois equinos, corroboram com as 

observações de outros estudos, que descreveram como locais comuns das lesões a 

cabeça, envolvendo orelhas, olhos e focinho, o escroto, os membros e o pescoço e 

que nos cortes histológicos apresentam-se um grande número de parasitas.  

As epidemias causadas por L. braziliensis foram descritas em asnos (Equus 

asinus), e esporadicamente em cavalos (Equus caballus) e mulas (Equus asinus x 

Equus caballus), onde os sinais clínicos observados foram lesões cutâneas 

ulceradas ou nodulares, ocasionalmente disseminadas, sem ocorrência de 

visceralização, que em alguns casos apresentaram regressão espontânea (ROLÃO 

et al., 2005).        

A leishmaniose cutânea em equinos deve ser considerada como diagnóstico 

diferencial para qualquer lesão papulonodular ou ulcerada, especialmente quando 

são verificadas na região da cabeça e orelhas e quando não respondem a terapia 

com antibióticos ou antifúngicos (RAMOS-VARA et al., 1996). 

 

 



30 
 

2.2 LEISHMANIOSE VISCERAL  
 

 

Segundo LAINSON (2010), a origem da leishmaniose visceral americana 

(LVA) pode ser tão antiga quanto da LT na América Latina, apesar de oferecer 

menor quantidade de evidências visuais externas de sua existência. No Brasil, 

entretanto, uma enfermidade conhecida como barriga d'água, caracterizada por uma 

dilatação anormal do abdômen, associada a episódios de febre e mal estar, era 

muito conhecida, e provavelmente boa parte de suas ocorrências foram casos não 

diagnosticados de leishmaniose visceral. 

A LV ocorre na Ásia, Europa, Oriente Médio, África e Américas, onde é 

conhecida como LVA ou calazar neo-tropical. Já foi descrita em pelo menos 12 

países da América Latina, sendo o Brasil responsável por 90% dos casos, que 

ocorrem principalmente na Região Nordeste (BRASIL, 2006).  

No Brasil, a LV tem sido verificada como infecção oportunista em pacientes 

portadores do vírus da imunodeficiência humana (HIV), semelhante ao que ocorre 

no sul da Europa (BRASIL, 2011). Devido a sua incidência e alta letalidade, 

principalmente em indivíduos não tratados e crianças desnutridas, é considerada 

emergente em indivíduos portadores da infecção pelo vírus HIV, o que a torna uma 

das doenças mais importantes da atualidade (BRASIL, 2006). 

Em algumas regiões do Sudeste europeu e na região Nordeste brasileira, a 

prevalência da leishmaniose canina (LC) chega a 40% (CAMPINO, 2002). No estado 

de São Paulo, a doença encontra-se em expansão e já foi detectada em 55 

municípios paulistas (CAMARGO-NEVES et al., 2007). 

 No Brasil, nos últimos dez anos, aconteceram uma média de 3.156 casos de 

LV humana por ano, com incidência de dois casos para cada 100.000 habitantes 

(BRASIL, 2006). Segundo dados do CVE-SP, 634 casos de LV humana foram 

confirmados, no estado de São Paulo, de 2010 a Abril de 2013. 

As espécies causadoras de LV na África, Europa e Ásia são a Leishmania 

donovani e a Leishmania infantum (MICHALICK; GENARO, 2005). No Brasil, a 

espécie responsável pela forma visceral, ou LV é a Leishmania infantum (syn. L. 

chagasi) (KUHLS et al., 2011). 
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A LV, causada por Leishmania infantum, é um problema de saúde veterinária 

e pública na Bacia do Mediterrâneo, América Central e do Sul e no Oriente Médio, 

sendo os canídeos os principais reservatórios (ROSA et al., 2005). 

Animais são infectados com leishmanias de diferentes espécies, mas L. 

infantum é a mais difundida entre os cães domésticos, principais reservatórios da 

LV. Os cães são muito suscetíveis a este parasita e podem apresentar uma 

síndrome complexa e fatal. Nas outras espécies, como os gatos e equinos, também 

existem relatos de infecções, em áreas onde a LC é diagnosticada. Os gatos podem 

apresentar a síndrome de leishmaniose felina (LF), bem menos grave se comparada 

a canina, enquanto que os equinos domésticos ocasionalmente podem manifestar a 

doença através de lesões cutâneas únicas ou múltiplas, e provavelmente 

representam um hospedeiro acidental da doença (GRAMICCIA, 2011). 

Em estudo realizado por Coutinho et al. (2005), foi relatado que carrapatos R. 

sanguineus foram considerados como um vetor alternativo para a transmissão de L. 

chagasi entre cães. A taxa de infecção produzida por infecções orais foi de 5,9 a 

29,4%, e indicou que a ingestão de carrapatos ou de seu conteúdo intestinal e o 

hábito de lamber feridas, pode representar uma forma importante de infecção por L. 

chagasi. De Morais et al. (2013) em um trabalho com 117 ectoparasitas de cães 

provenientes de áreas rurais de Pernambuco, fizeram uso da PCR convencional e 

PCR em tempo real, para verificar a infecção por Leishmania (V.) braziliensis e 

tiveram como resultado uma frequência de 43,60 % de ectoparasitas positivos. 

A Leishmania infantum tem um tropismo pelo sistema genital masculino, em 

particular pelo epidídimo, prepúcio e glande do pênis, resultando em derramamento 

de leishmania no sêmen, tal fato levou Silva et al. (2009) a verificar a possibilidade 

de transmissão venérea deste protozoário. Dados obtidos com a técnica de PCR de 

ejaculados coletados em série, indicaram que a eliminação de leishmania no sêmen 

é intermitente, sendo que no final do experimento (165 dias após a última cópula) 

três cadelas se tornaram soropositivas e seis positivas pela PCR, o que levou-os a 

concluir que a L. infantum pode ser sexualmente transmitida para cadelas, a partir 

de machos naturalmente infectados, na ausência do inseto vetor. 

Segundo Arias et al. (1996), o cão é considerado o principal reservatório 

epidemiológico no ambiente doméstico, sendo considerado de grande importância 

na manutenção do ciclo da LV. 
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Comparados com os seres humanos, os cães parecem ser mais suscetíveis a 

infecção por Leishmania infantum e desenvolvem doença grave com maior 

frequência (GRAMICCIA, 2011).  

Assim como acontece em humanos, as infecções assintomáticas podem 

também ser identificadas em cães, que apresentam qualquer fase da doença antes 

da progressão crônica, ou formas resistentes que eventualmente, podem se 

recuperar de maneira espontânea. A infecciosidade do vetor flebotomíneo tende a 

ser associada com a progressão da doença. Entretanto, cães assintomáticos com 

sorologia positiva podem ser tão infecciosos como os sintomáticos, além disso, cães 

doentes mesmo que tratados repetidamente com medicamentos leishmanicidas 

mantêm um elevado potencial de infecciosidade (GRADONI et al., 1987; 

MICHALSKY et al., 2007.). O número de portadores assintomáticos varia de 25% até 

mais de 80%, dependendo da área geográfica e da técnica de detecção utilizada. 

(PAPADOPOULOS et al., 2005; QUEIROZ et al., 2009). 

Os cães podem ser infectados pela Leishmania em qualquer idade, mas a 

prevalência da infecção mostra uma distribuição em duas fases, sendo um primeiro 

pico em cães com menos de 3 anos de idade e um segundo, em cães 8-10 anos de 

idade (PALTRINIERI et al., 2010). 

 A leishmaniose em gatos foi relatada pela primeira vez em 1912, na Argélia. A 

infecção em gatos por Leishmania infantum foi relatada em vários países onde esta 

zoonose é endêmica: Espanha, França, Itália e Brasil (OZON et al., 1998; PENNISI, 

2002; POLI et al., 2002; MARTÍN-SÁNCHEZ et al., 2007; SOLANO-GALLEGO et al., 

2007).   

A primeira descrição da infecção por L. infantum em gatos na América Latina, 

foi realizada por Savani et al. (2004), quando relataram o primeiro caso em um gato 

doméstico naturalmente infectado no Brasil. O referido animal era proveniente da 

cidade de Cotia, localizada no estado de São Paulo. Após esse relato de caso, 

novos relatos de LV em gatos surgiram, no Rio de Janeiro (SILVA et al., 2008) e em 

Andradina, estado de São Paulo (COELHO et al., 2010).  

Estudos realizados sugerem que o gato atua como um habitual e bom 

reservatório de Leishmania infantum, e que apesar do fato desses animais ainda não 

terem seu papel epidemiológico totalmente esclarecido, indicam a importância de 

considerar a leishmaniose como diagnóstico diferencial de patologias felinas em 

gatos provenientes de áreas endêmicas (MAIA; NUNES; CAMPINO, 2008), 
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   A soroprevalência da infecção foi estimada em populações de felinos do sul 

da Europa, que apresentaram títulos de anticorpos geralmente menores do que em 

casos de leishmaniose canina, a soroprevalência variou 0,9 a 68,0% em diferentes 

áreas endêmicas (POLI et al., 2002; MAROLI et al., 2007). 

De acordo com BRASIL (2006), os cães portadores de LV podem ser 

classificados em assintomáticos, caracterizados pela ausência de sinais clínicos 

sugestivos da infecção por Leishmania, oligossintomáticos, animais que apresentam 

adenopatia linfóide, pequena perda de peso e pêlo opaco e os sintomáticos que 

representam os indivíduos que possuem todos ou alguns sinais mais comuns da 

doença como as alterações cutâneas, alopecia, eczema furfuráceo, úlceras, 

hiperqueratose, onicogrifose, emagrecimento, ceratoconjuntivite e paresia dos 

membros posteriores.  

Os sinais clínicos da LV em cães mais comumente encontrados, são as 

alterações cutâneas, como pelame seco, prurido, alopecia, áreas de hiperqueratose 

e nódulos intradérmicos. São observados ainda, apatia, linfoadenomegalia, 

hepatoesplenomegalia, onicogrifose, emaciação, anemia, além de sinais oculares e 

emagrecimento (FEITOSA et al., 2000). Entretanto, uma grande variedade de sinais 

clínicos e de lesões podem ser detectadas durante o exame físico dos animais 

(PALTRINIERI et al., 2010). 

Os gatos podem apresentar a síndrome da LF, menos grave em comparação 

com a que ocorre nos cães. Casos com sintomas clínicos envolvendo as formas 

cutâneas polimórficas foram frequentemente descritos, enquanto que os que 

envolvidos na doença sistêmica, com o comprometimento do fígado, do baço, de 

linfonodos e dos rins foram relatados com menor frequência (GRAMICCIA, 2011). A 

evidência que ocorre transmissão de parasitas felinos para um vetor comprovado, foi 

relatada por Maroli et al. (2007) e por Da Silva et al.(2010), na Itália e no Brasil 

respectivamente, sugerindo que os gatos podem representar um hospedeiro 

reservatório secundário para L. infantum. 

Os gatos domésticos podem ser infectados por várias espécies de 

Leishmania, podendo ou não adoecer, mas são passíveis de abrigar os protozoários 

e serem atraentes para alguns flebotomíneos, e participar manutenção do ciclo 

doméstico. Apesar do aumento do número de casos de LF no mundo, acredita-se 

que gatos ainda estão sub-diagnosticados, possivelmente devido às dificuldades em 

distinguir a leishmaniose de outras doenças que afetam esses hospedeiros e ao fato 
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da possibilidade de gatos infectados possuírem um certo grau de resistência natural 

à enfermidade, provavelmente relacionada a fatores genéticos (MANCIANTI, 2004; 

VITA et al., 2005). 

A infecção por Leishmania infantum em gatos possui como manifestações 

clínicas frequentes, lesões na pele (principalmente dermatite ulcerativa ou nodular) e 

linfadenomegalia, hiperglobulinemia e outras anormalidades também podem ser 

verificadas. Associações da infecção por L. infantum com doenças causadas pelos 

Vírus da FIV e da FeLV são comuns (PENNISIA; SOLANO-GALLEGO, 2013). 

Pennisi et al. (2013) através do estudo de 24 casos clínicos confirmados de infecção 

por L. infantum na Itália, observaram que o diagnóstico ocorre principalmente em 

gatos mais velhos, errantes, com linfadenomegalia e com co-infecção por FIV, em 

sua maioria.  

Vides et al. (2011), concluíram através de seu estudo, que lesões 

dermatológicas em gatos provenientes de áreas endêmicas, foram altamente 

associadas à LV e, portanto em pacientes dermatológicos de tais áreas deve-se 

sempre fazer o diagnóstico diferencial para LV. 

Equinos domésticos sofrem ocasionalmente de lesões cutâneas únicas ou 

múltiplas, mas provavelmente, representam um hospedeiro acidental da doença 

(GRAMICCIA, 2011). 

 Nos últimos anos, cinco casos de leishmaniose equina (LE) causados pela 

Leishmania infantum, foram confirmados na Europa (KOEHLER et al., 2002; 

SOLANO- GALLEGO et al., 2003; GRAMICCIA; GRADONI, 2005; ROLÃO et al., 

2005). As infecções foram do tipo cutânea com lesões nodulares ou ulceradas, 

isoladas ou difusas, que aparentemente apresentavam auto-cura sem qualquer 

terapia (GRAMICCIA, 2011). No Brasil, o primeiro relato de caso de infecção por 

Leishmania infantum em equinos (Equus caballus) nas Américas, foi descrito por 

Soares et al. (2013). 

 Os casos descritos na Alemanha (KOEHLER et al., 2002), na Espanha 

(SOLANO-GALLEGO et al., 2003) e em Portugal (ROLÃO et al., 2005) apresentaram 

semelhanças: a restrita localização da doença na pele e a raridade da LV em 

cavalos de áreas endêmicas (FERNÁNDEZ-BELLON et al., 2006) ou na ausência de 

anticorpos leishmania específicos apresentados por animais infectados, o que 

sugeriu que a LT é a única forma clínica em cavalos e argumentou contra um 

acometimento visceral (KOEHLER et al., 2002), entretanto Rolão et al. (2005) 
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detectou anticorpos anti-Leishmania e sugeriu um envolvimento visceral 

concomitante.  

 

 

2.3 DIAGNÓSTICO DAS LEISHMANIOSES 
 

 

Em cães, a leishmaniose pode ser confirmada em animais com sinais clínicos 

evidentes, pela citologia, sorologia ou ensaios moleculares. Entretanto, em casos 

suspeitos de cães com histórico de exposição à Leishmania e nenhum ou poucos 

sinais clínicos sugestivos de LC a primeira abordagem diagnóstica deve incluir a 

análise citológica de tecidos lesados e o ensaio específico sorológico quantitativo. 

Dependendo dos resultados, testes mais sensíveis e específicos podem ser 

aplicados (OLIVA et al., 2006). 

Através dos exames parasitológicos, podem ser observadas formas 

amastigotas em esfregaços de linfonodo, medula óssea, aspirado esplênico, biópsia 

hepática e esfregaços sanguíneos corados com corantes Giemsa, Wright e Panótico 

(BRASIL, 2003). Existem técnicas imunoistoquímicas que aumentam a sensibilidade 

e a especificidade das técnicas parasitológicas (FERRER et al., 1988; TAFURI et al., 

2004). 

Tasca et al. (2009),  relataram que através da detecção microscópica direta 

do parasita e de exames histopatológicos, o baço mostrou-se como um órgão útil no 

auxílio do diagnóstico da leishmaniose visceral canina (LVC). 

  As provas sorológicas também são bastante utilizadas para o diagnóstico da 

leishmaniose, destacando-se a Reação de Imunofluorescência Indireta (RIFI) e o 

ensaio imunoenzimático (ELISA). A RIFI tem as vantagens de possuir fácil 

execução, rapidez, baixo custo, e sensibilidade e especificidade adequadas, quando 

comparada a outras técnicas (ALVES; BEVILACQUA, 2004), enquanto que o ELISA 

tem sua sensibilidade e especificidade dependentes do tipo de antígeno empregado 

e de mudanças no protocolo experimental padrão (REITHINGER et al., 2002).  

 Na RIFI, frequentemente ocorrem reações cruzadas, principalmente com 

outros tripanossomatídeos (FERREIRA; AVILA, 2001). Outros trabalhos 

apresentaram resultados que indicam a presença de reações cruzadas com 
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Trypanosoma cruzi e Leishmania braziliensis (VEXENAT; SANTANA; TEIXEIRA, 

1996), entretanto Macianti, Pedonese e Poli  (1996), relataram em seu trabalho a 

não ocorrência de deste tipo de reação na técnica supracitada. 

Oliveira et al. (2008) conseguiram através de suas pesquisas demonstrar a 

inexistência de reatividade cruzada de soros de cães positivos para Leishmania 

infantum com antígenos de Ehrlichia canis e de Babesia canis pelo ELISA e pela 

RIFI, mostrando que a coinfecção em cães é um achado frequente em áreas 

endêmicas para a LVC. 

Até recentemente os testes sorológicos RIFI e ELISA, eram as técnicas 

recomendadas pelo Ministério da Saúde para o diagnóstico da LVC em inquérito 

epidemiológico canino. Para triagem da infecção era utilizado o ELISA, e nas 

investigações de foco ou quando se desejava confirmar as amostras positivas 

detectadas pelo ELISA, era utilizada a RIFI (SÃO PAULO, 2006). Porém os 

resultados destes testes, utilizados até então como critério para a eutanásia dos 

animais sororeagentes, apresentam reação cruzada com Trypanossoma cruzi e 

outras espécies de Leishmania (VEXENAT; SANTANA; TEIXEIRA, 1996). 

 Atualmente o Ministério da Saúde recomenda para triagem o teste 

sorodiagnóstico imunocromatográfico DPP. Grimaldi Jr. et al. (2012) através de seu 

trabalho, verificaram que este teste apresentou alta sensibilidade para cães com 

sinais clínicos e alta especificidade para cães assintomáticos para LVC. Silva et al. 

(2013), sugerem frente aos resultados obtidos em seu estudo, que o ensaio 

imunocromatográfico pode ser uma boa alternativa, uma vez que proporciona um 

diagnóstico rápido e simples, sem a necessidade da participação de um laboratório 

especializado. 

Bisugo et al. (2007), através do estudo do desempenho do teste rápido 

imunocromatográfico formato dipstick, empregando antígeno recombinante K39 

(rK39), em amostras de sangue total e soro de cães de municípios paulistas onde a 

LV ocorre de forma autóctone, verificaram que o teste rápido, realizado em amostras 

de soro, apresenta-se como um ensaio simples, rápido, de baixo custo, e adequado 

para ser utilizado como uma técnica alternativa de triagem diagnóstica, devido a sua 

especificidade para as espécies do complexo Leishmania donovani, responsáveis 

pela LV. 

Dantas-Torres et al. (2010), ressaltou que a utilização de RIFI em áreas onde 

estão presentes L. infantum e L. braziliensis deveria ser banida, a fim de evitar a 
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eutanásia desnecessária de cães que sejam realmente infectados apenas por L. 

braziliensis. 

O teste de ELISA é sensível, permitindo a detecção de baixos títulos de 

anticorpos, mas é pouco preciso na detecção de casos subclínicos ou 

assintomáticos (EVANS et al., 1990). Mettler et al. (2005) e Queiroz et al. (2010) 

demonstraram em seus trabalhos que a RIFI também apresenta baixa sensibilidade 

na detecção de animais assintomáticos. Segundo Leontides et al. (2002), a 

sensibilidade da detecção de anticorpos é geralmente baixa em infecções recentes e 

animais assintomáticos.  

Freitas et al. (2012), demonstraram que cães naturalmente infectados com 

Leishmania infantum apresentam títulos elevados de IgE, IgA e de IgG2 anti-

Leishmania e indicaram que os níveis séricos de IgG2 anti-Leishmania estão 

correlacionados com sinais clínicos típicos da doença e níveis séricos de IgE anti- 

Leishmania não se correlacionam com a progressão da doença. Oliveira et al. (2009) 

observaram maiores titulos de IgG2 em animais assintomáticos. Porém, mais 

estudos são necessários para demonstrar que a determinação de anticorpos anti-

Leishmania específicos, trata-se de uma maneira importante de prever o curso 

clínico da LV. 

 Queiroz et al. (2009), avaliaram as técnicas de imunoistoquímica (IMIQ) e de 

PCR em tecidos cutâneos para o diagnóstico da LVC e compararam com os exames 

parasitológicos em tecidos corados histoquimicamente (hematoxilina-eosina, HE) e 

com os testes sorológicos RIFI e ELISA. A eficiência dos testes variou de acordo 

com a evolução da doença e demonstrou a necessidade da associação das técnicas 

usando-se IMIQ para confirmação da sorologia e a PCR apenas nos casos suspeitos 

após a IMIQ para gerar um aumento nos níveis de positividade e contribuir para o 

controle da LVC. 

A associação de técnicas sorológicas e moleculares tem auxiliado na 

demostração de um maior número de cães positivos para LVC em diferentes áreas 

endêmicas (GRAMICCIA; GRADONI, 2005). 

As técnicas moleculares têm sido utilizadas para a confirmação de 

diagnóstico, a identificação da Leishmania ou para detecção de portadores 

assintomáticos (GRAMICCIA, 2011). Investigações epidemiológicas utilizando 

técnicas moleculares têm demonstrado que a prevalência da infecção é muito 
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superior a observada anteriormente pelas técnicas sorológicas (REALE et al., 1999; 

SOLANO-GALLEGO et al., 2001).  

O método molecular mais empregado nos estudos envolvendo leishmania, é a 

detecção de DNA pela reação de PCR, que permite a amplificação seletiva de 

sequências do DNA do parasito, tornando-se um instrumento diagnóstico espécie-

específico (DEGRAVE et al., 1994).   

Os protozoários da ordem Kinetoplastida, possuem além do DNA nuclear o 

DNA mitocondrial, conhecido como cinetoplasto, que é composto por uma rede de 

moléculas de DNA circulares que são divididas em maxicírculos e em minicírculos. 

Os maxicírculos estão presentes na quantidade de 20 a 250 cópias por cada 

cinetoplasto, enquanto que os minicírculos apresentam-se com aproximadamente 

10.000 cópias para cada cinetoplasto (CORTES et al., 2006; PEREIRA-

CHIOCCOLA, 2009). 

Para a identificação e detecção de Leishmania spp. podem ser utilizados 

vários marcadores, entre eles o DNA extra celular, como os minicírculos de 

kinetoplasto (KDNA) (RODGERS et al., 1990; RAVEL et al., 1995; REALE et al., 

1999; MAHBOUD et al., 2002; VOLPINI et al., 2004; PENNISI et al., 2005). O DNA 

alvo mais empregado são as sequências de minicírculo do kinetoplasto (kDNA) 

(MANNA et al., 2004). Comparando seis métodos de PCR utilizando amostras de 

sangue periférico de cães para detectar LVC, onde três dos métodos utilizaram 

iniciadores endereçados para o DNA genômico e os outros três para o kDNA, foi 

demonstrado que os métodos com melhor desempenho utilizaram como alvo o 

kDNA (LACHAUD et al., 2002).  A PCR com esses marcadores mostrou-se muito 

sensível na detecção de casos iniciais de leishmaniose (DEGRAVE et al.,1994; 

REY, 2001). 

A PCR, atualmente é utilizada apenas em pesquisas e elucidação de casos 

inconclusivos da doença, principalmente em novos focos. Apesar de possuir grande 

sensibilidade ainda não é aplicada nos programas de controle da LVC (GOMES et 

al., 2007).    

Cavalcanti, Silva e Gomes (2010) comparando a PCR convencional (cnPCR)  

e a PCR em tempo real (qPCR), relatam que ambos os métodos apresentam 

características interessantes para o diagnóstico da LV, tendo como benefícios da 

qPCR em relação a cnPCR, a velocidade, reprodutibilidade e capacidade 
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quantitativa, além de ser mais sensível e reprodutível e poder substituir o cnPCR em 

rotinas de diagnóstico. 

A possibilidade de implantação de qPCR em diagnósticos de alta 

complexidade em áreas endêmicas de leishmaniose facilitaria um retorno rápido e 

seguro para os pacientes (CAVALCANTI; SILVA; GOMES, 2010) 

Pinto (2004), através de seu trabalho, realizado em Capão Bonito, município 

do estado de São Paulo, concluiu que a infeccção por Leishmania spp. ocorre em 

cães da região e pode ser detectada através de diagnóstico sorológico (RIFI) e 

molecular (Nested-PCR). 

Cortes et al. (2004) testaram a eficácia da PCR para diagnosticar LC e 

leishmaniose humana (LH) causadas por Leishmania infantum, através do uso de 

novos primers, baseados na sequência completa de DNA dos minicírculos de 

kinetoplasto e verificaram que os primers foram altamente específicos detectando 

somente DNA de L. donovani, mesmo quando outras espécies de leishmania, outros 

tripanosomatídeos e ainda outros microorganismos patogênicos estavam envolvidos. 

A PCR com a utilização destes iniciadores específicos mostrou-se sensível na 

detecção de DNA do parasita em amostras biológicas de três regiões geográficas 

diferentes de Portugal (norte, centro e sul) e do Brasil. 

Reale et al. (1999), utilizaram a técnica de RIFI e de PCR com os iniciadores 

13A e 13B para o diagnóstico de leishmaniose em cães sorologicamente positivos e 

sorologicamente negativos a partir de aspirados de linfonodos e de amostras de 

sangue e observou que 40% dos animais sem sinais clínicos e 38% dos animais 

com sinais clínicos apresentaram resultados falso-negativos pela RIFI, tal fato os 

levou a concluir que somente os dados sorológicos não são suficientes para fazer o 

diagnóstico correto das leishmanioses e que o uso da PCR poderia ajudar a revelar 

novos casos de infecção em cães.  

Oliveira et al. (2013), relataram através de seu trabalho que os primers 13 A e 

13B, L1 e L2 e MC1 e MC2, utilizados em PCR convencional foram capazes de 

detectar Leishmania spp e Leishmania infantum no suabe de conjuntiva de cães, 

sendo úteis para estudos epidemiológicos e no diagnóstico direto da LVC.  

A PCR tem apresentado bons resultados quando comparado a outros testes 

diagnósticos diretos, e principalmente quando é utilizado em amostras com baixa 

quantidade do parasita, como o sangue (GARCIA et al., 2005) e células conjuntivais 

(STRAUSS-AYALI et al., 2004). Outros autores, que utilizaram-se de amostras de 
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suabe de conjuntiva ocular com sucesso, para o diagnóstico da LVC, demonstraram 

que é um método sensível e prático para coleta de amostras que permite um 

diagnóstivo consistente através da PCR convencional (LEITE et al., 2011; PEREIRA, 

2013).  

A PCR tem sido bastante utilizada para o diagnóstico da LVC (MANNA et al., 

2004; SOLANO-GALLEGO et al., 2004; NUNES et al., 2007). Para a PCR pode-se 

utilizar DNA extraído de medula óssea, bióspsias cutâneas, aspirados de linfonodos, 

sangue, cortes histológicos de tecidos parafinados e também do vetor (FERRER, 

1999; IKONOMOPOULOS et al., 2003). Por essas amostras serem obtidas de forma 

invasiva, tem ocorrido um crescimento no interesse de se utilizar amostras não 

invasivas na detecção do DNA de Leishmania, entre elas o suabe conjuntival, que 

permite uma colheita menos invasiva e apresenta melhores resultados (MANNA et 

al., 2004; PEREIRA, 2013).  

Amostras de suabe nasal em cães mostraram elevado potencial no 

diagnóstico da LVC, sendo seus resultados semelhantes aos observados em 

amostras coletadas de forma invasiva, além de ter sido um método prático e rápido, 

porém ainda são necessários maiores estudos para verificar a aplicabilidade deste 

tipo de amostra clínica, no contexto epidemiológico (FERREIRA et al., 2013b). A 

aplicação do suabe conjuntival em estudos epidemiológicos da LVC foi testada por 

Pereira (2013) e obteve bons resultados. Lombardo et al. (2012), demonstraram 

através de seu estudo, pela primeira vez, a presença de DNA de Leishmania em 

esfregaços orais em cães. 

Segundo Ferreira et al. (2013a) utilizando cnPCR em amostras de suabe de 

ouvido de cães, verificaram um índice de positividade para Leishmania infantum, 

equivalente ao calculado para a biópsia de amostras de pele, um resultado 

promissor, porém a extração de DNA neste tipo de amostra ainda deve ser 

melhorada e avaliada por novos estudos, podendo ser tornar uma nova opção de 

coleta não invasiva. No mesmo trabalho confirmou o elevado potencial do uso de 

amostras de suabe nasal e oral no diagnóstico molecular qualitativo da LVC. 

Solano-Gallego (2006) verificaram através da qPCR, a presença de 

Leishmania infantum na urina de cães com leishmaniose clínica e concluíram que 

nos animais que apresentavam lesão renal grave, um maior número de leishmanias 

está presente na urina. 
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Alguns autores sugerem o uso suabe conjuntival, baseado na alta 

sensibilidade demonstrada no diagnóstico de Leishmania em cães soropositivos com 

sinais clínicos, ou em animais infectados com infecção subclínica por meio de 

nested ou seminested PCR (STRAUSS-AYALI et al., 2004; FERREIRA et al., 2008; 

PILATTI et al., 2009; LEITE et al., 2010).  

Alguns trabalhos têm obtido resultados satisfatórios para diagnóstico de LV 

usando amostras de sangue (REALE et al., 1999;. HU et al., 2000;. 

IKONOMOPOULOS et al., 2003; MAIA et al., 2009),  enquanto outros apontam que 

as amostras de sangue frequentemente  apresentam problemas relacionados com 

os inibidores de PCR e com a preparação do DNA (REALE et al., 1999; SILVA et al., 

2001; LACHAUD et al., 2002; NUNES et al., 2007).  

Realizando um estudo comparativo entre as técnicas de PCR de sangue 

(PCR SG) e PCR de suabe (PCR SC) em cães, Pereira (2013), observou uma maior 

sensibilidade e especificidade do suabe em relação ao sangue, além de apresentar 

maior facilidade de coleta, sendo menos invasiva e dolorosa do que a coleta de 

sangue. A PCR de suabe teve boa aceitação por parte dos proprietários, e até dos 

cães que não colaboraram durante a coleta de sangue. Conforme análise estatística 

a associação entre animais positivos na PCR-SC e a presença de sinais clínicos foi 

estatisticamente significante (p < 0,05), e a capacidade da PCR-SG em detectar um 

maior número de animais sem sinal clínico também foi significativa (p < 0,05).  

O diagnóstico pela PCR com DNA proveniente de suabes de conjuntiva pela 

kDNA PCR - hibridização apresentou sensibilidade significativamente maior , quando 

comparada com a obtida através da biópsia cutânea e das amostras de sangue de 

cães (LEITE et al., 2010). 

Utilizando suabe de conjuntiva ocular, Strauss-Ayali et al. (2004) observaram 

92% de positividade, Ferreira et al. (2008) detectaram DNA do parasita em 91,7 % 

dos cães, Pilatti et al. (2009) obtiveram entre 73,9% e 95,6% de positividade 

dependendo do método de PCR utilizado e Leite et al. (2010) observaram 

sensibilidade de 90% (PCR com hibridização) e 83.3% (ITS-1nPCR).  

O primeiro relato do uso de suabes de conjuntiva no diagnóstico de LV por 

PCR em cães assintomáticos, foi feito por Leite et al. (2010) que consideraram o 

método muito superior em relação a sensibilidade e praticidade, quando comparado 

a outras técnicas pouco invasivas, e concluiu que seu uso na triagem de cães pelo 



42 
 

PCR deve ser considerado, além de ser um método não invasivo, indolor, rápido, de 

fácil repetibilidade e aceitável pelos cães e por seus proprietários. 
Em gatos, a confirmação do diagnóstico geralmente é realizada através de 

métodos diretos como o exame citológico com Giemsa, esfregaços de amostras de 

biópsia, cultura in vitro e testes moleculares. Nos casos de lesões dermatológicas e 

oftalmológicas, devido à leishmaniose não ser a suspeita inicial, o diagnóstico 

histológico pode ser frequentemente utilizado (MANCIANTI, 2004). 

 O diagnóstico sorológico em gatos geralmente confirma o diagnóstico direto, 

mas não é padronizada como para a LC. As técnicas sorológicas RIFI, ELISA, 

Western Blot, e o teste de aglutinação direta (DAT) têm sido empregados 

(GRAMICCIA, 2011). O diagnóstico de L. infantum em gatos é confirmado através 

de métodos diretos (citologia , histologia , cultura, PCR) ou sorológicos (RIFI, ELISA) 

(PENNISIA; SOLANO-GALLEGO, 2013). 

A LE é uma doença onde os animais muitas vezes não mostram anticorpos 

específicos detectáveis, e apresentam recuperação sem tratamento. Dessa forma, 

os métodos diagnósticos sugeridos são os parasitológicos ou moleculares, 

realizados com amostras coletadas através de biópsias de lesões cutâneas, que são 

as características clínicas mais frequentes (GRAMICCIA, 2011). 

Para a detecção de Leishmania braziliensis em equinos, existem relatos 

utilizando metódos sorológicos como a RIFI e ELISA (THOMAZ et al., 2013) e DAT 

(VEDOVELLO-FILHO et al., 2008) e também de métodos moleculares como a PCR 

(VEDOVELLO-FILHO et al., 2008; THOMAZ et al., 2013).   

Para a detecção de Leishmania spp., Feitosa et al. (2012), em equinos de 

Araçatuba-SP, utilizaram os métodos ELISA e imunocromatografia, enquanto que 

para detectar Leishmania infantum,  Soares et al. (2013), em animais de Belo 

Horizonte-MG, utilizaram como diagnóstico a presença de parasitas em lesões e 

aspirados de medula óssea, RIFI e ELISA e PCR. 
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3 JUSTIFICATIVA 
 
 

 As leishmanioses são doenças crônicas causadas por protozoários do gênero 

Leishmania que acometem o homem e outros mamíferos domésticos e silvestres, 

especialmente os canídeos e roedores, causando diversas manifestações clínicas. 

No entanto, têm surgido cada vez mais relatos na literatura sobre a ocorrência desta 

patologia em animais das espécies felina e equina. 

 A migração de populações rurais para as cidades e as alterações ambientais 

ocorridas nos últimos anos, juntamente com à redução da condição sócio-econômica 

da população brasileira, permitiram a entrada e a manutenção dos agentes 

etiológicos e dos vetores das leishmanioses em áreas não endêmicas, levando os 

animais de companhia de diversos territórios a enfrentarem novos riscos de 

infecção. 

Para o diagnóstico de animais infectados por Leishmania spp. pode-se fazer 

uso de métodos diretos ou indiretos. Dentre os métodos diretos, os moleculares são 

os mais utilizados atualmente, em especial a PCR, que tem apresentado bons 

resultados no que diz respeito a detecção de DNA de Leishmania, nos vetores e em 

amostras biológicas de animais das espécies acometidas.  

O DNA de Leishmania pode ser extraído de animais infectados através da 

medula óssea, bióspsias cutâneas, aspirados de linfonodos, cortes histológicos de 

tecidos parafinados, sangue e também do vetor, porém existe uma forte tendência 

atual em se obter a extração a partir de uma coleta menos invasiva, que pode ser 

realizada a partir da conjuntiva ocular.  

Alguns trabalhos têm descrito o uso de suabes de conjuntiva no diagnóstico 

das leishmanioses por PCR em cães, apresentando excelentes resultados no que 

diz respeito a sensibilidade, especificidade, aplicabilidade e facilidade de coleta, 

entretanto até o momento existem poucos relatos da utilização na espécie felina e 

nenhum na espécie equina.  

Devido à importância e expansão das leishmanioses no Brasil, à importância 

do cão como reservatório urbano, e à necessidade de se elucidar o papel das 

espécies felina e equina, como reservatórios das enfermidades, desenvolveu-se o 

presente trabalho.   
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Com o objetivo de verificar a ocorrência de Leishmania spp. em regiões 

endêmicas e não endêmicas no estado de São Paulo e testar a eficácia da PCR na 

detecção de Leishmania spp em amostras da conjuntiva ocular foram realizados 

testes em amostras de sangue e suabe conjuntival de cães, gatos e equinos.   
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4 OBJETIVOS 
 

 

O presente estudo, objetivou verificar a ocorrência de Leishmania spp. em 

cães, gatos e equinos procedentes de regiões endêmicas e não endêmicas no 

estado de São Paulo, por meio dos testes diagnósticos Imunofluorescência Indireta 

(RIFI) e Reação em cadeia pela Polimerase (PCR). Objetivou também comprovar a 

eficácia da PCR realizada com DNA extraído de suabes da conjuntiva ocular de 

cães, gatos e equinos. 
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5 MATERIAL E MÉTODOS 
 
 

 A seguir encontram-se descritos os materiais e métodos empregados no 

presente estudo. 

 

5.1 REGIÃO DO ESTUDO 
 
 

No presente estudo foram analisadas amostras coletadas de animais dos 

municípios de Bragança Paulista, Embú das Artes, Ilha Solteira, Itapecerica da 

Serra, Pirassununga, São Lourenço da Serra e São Paulo. 

 

 

5.1.1 Bragança Paulista 
 

 

 
 Bragança Paulista, é um município localizado na região Sudeste do estado de 

São Paulo, com latitude 22° 57’ 07” Sul, longitude 46° 32’ 31” Oeste, altitude de 817 

metros e área de 514,8 km2 (APOLO11, 2013). Distante 88 km da capital do estado, 

o município teve 05 casos confirmados de LTA em humanos, no período de 2007 a 

Abril de 2013, segundo o CVE-SP (2013). Foram coletadas amostras de sangue e 

suabe da conjuntiva ocular em 14 animais da espécie equina. 

 

 

5.1.2 Embú das Artes 
 
 

Embu das Artes, é um município localizado na sub-região Oeste da região 

metropolitana da cidade de São Paulo, com latitude 23° 38’ 56” Sul, longitude 46° 51’ 

08” Oeste, altitude de 775 metros e área de 70,3 km2 (APOLO11, 2013). Distante 27 

km da capital do estado, o município teve 03 casos confirmados de LTA em 
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humanos, no período de 2007 a Abril de 2013, segundo o CVE-SP (2013). Foram 

coletadas amostras de sangue e suabe da conjuntiva ocular em 42 animais da 

espécie canina e 09 animais da espécie felina. 

 
 

5.1.3 Ilha Solteira 
 

 

Ilha Solteira, é um município localizado na região Noroeste do estado de São 

Paulo, com latitude 20° 25’ 58” Sul, longitude 51° 20’ 33” Oeste, altitude de 0 metros 

e área de 661,3 km2 (APOLO11, 2013). Distante 669 km da capital do estado, o 

município é considerado endêmico para LV e segundo o CVE-SP (2013) no período 

de 2010 a Maio de 2013, teve 01 caso confirmado de LV em humanos. Foram 

coletadas amostras de sangue e suabe da conjuntiva ocular em 40 animais da 

espécie equina. 

 

 

5.1.4 Itapecerica da Serra 
 

 

Itapecerica da Serra, é um município localizado na região metropolitana da 

cidade de São Paulo, com latitude 23° 43’ 01” Sul, longitude 46° 50’ 57” Oeste,  

altitude de 906 metros e área de 151,8 km2 (APOLO11, 2013). Distante 33 km da 

capital do estado, o município teve 05 casos confirmados de LTA em humanos, no 

período de 2007 a Abril de 2013, segundo o CVE-SP (2013). Foram coletadas 

amostras de sangue e suabe da conjuntiva ocular em 32 animais da espécie canina 

e 13 animais da espécie felina. 
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5.1.5 Pirassununga 
 

 

Pirassununga, é um município localizado na região Centro-Leste do estado de 

São Paulo, com latitude 21° 59’ 46” Sul, longitude 47° 25’ 33” Oeste, altitude de 627 

metros e área de 728,7 km2 (APOLO11, 2013). Distante 230 km da capital do 

estado, o município teve 06 casos confirmados de LTA em humanos, no período de 

2007 a Abril de 2013, segundo o CVE-SP (2013). Foram coletadas amostras de 

sangue e suabe da conjuntiva ocular em 07 animais da espécie felina. 
 

 

5.1.6 São Lourenço da Serra 
 

 

São Lourenço da Serra, é um município localizado na região metropolitana da 

cidade de São Paulo, com latitude 23° 51’ 09” Sul, longitude 46° 56’ 33” Oeste, 

altitude de 690 metros e área de 187,1 km2 (APOLO11, 2013). Distante 52 km da 

capital do estado, o município teve 02 casos confirmados de LTA em humanos, no 

período de 2007 a Abril de 2013, segundo o CVE-SP (2013). Foram coletadas 

amostras de sangue e suabe da conjuntiva ocular em 10 animais da espécie canina 

e 3 animais da espécie felina. 

 
 

5.1.7 São Paulo 
 

 

São Paulo, é um município localizado no Sul da região sudeste do estado de 

São Paulo, com latitude 23° 32’ 51” Sul, longitude 46° 38’ 10” Oeste, altitude de 760 

metros e área de 1528,5 km2 (APOLO11, 2013). Capital do estado, o município teve 

178 casos confirmados de LTA em humanos, no período de 2007 a Abril de 2013, 

segundo o CVE-SP (2013). Foram coletadas neste município amostras de sangue e 
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suabe da conjuntiva ocular em 116 animais da espécie canina e 76 animais da 

espécie felina. 
 
 

5.2 ASPECTOS ÉTICOS 
 

 

 O estudo intitulado “Ocorrência de Leishmania spp. em Cães, Gatos e 

Equinos no estado de São Paulo”, teve seu conteúdo apresentado e aprovado junto 

ao Comitê de Ética da Faculdade de Medicina Veterinária e Zootecnia da 

Universidade de São Paulo, sob o número 2361, em reunião no dia 23 de Agosto de 

2013. 

 
 

5.3 AMOSTRAGEM 
 

 

 No presente estudo foram analisadas amostras de animais das espécies 

canina, felina e equina, coletadas de maneira aleatória, de acordo com a 

disponibilidade das espécies animais nos diferentes municípios estudados. 

 

 

5.3.1 Animais 
 

 Foram avaliados 362 animais do estado de São Paulo, das espécies canina, 

felina e equina, machos e fêmeas, jovens e adultos, com ou sem raça definida, 

oriundos dos Centros de Controles de Zoonoses e de propriedades particulares dos 

municípios de Bragança Paulista, Embú das Artes, Ilha Solteira, Itapecerica da 

Serra, Pirassununga, São Lourenço da Serra e São Paulo, conforme tabela 1.  
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Tabela 1 - Animais das espécies canina, felina e equina que tiveram amostras coletadas                    
                    nos municípios de Bragança Paulista, Embú das Artes, Ilha Solteira,    

Itapecerica da Serra, Pirassununga, São Lourenço da Serra e São Paulo, no    
estado de São Paulo – São Paulo – 2013 

 
Cidade Cães Gatos Equinos 

Bragança Paulista - - 14 
Embu das Artes 42 09 - 

Ilha Solteira - - 40 
Itapecerica da Serra 32 13 - 

Pirassununga - 07 - 
São Lourenço da Serra 10 03 - 

São Paulo 116 76 - 
Total 200 108 54 

 
 

 Os animais que tiveram suas amostras coletadas, foram primeiramente 

analisados clinicamente para a verificação da presença de sinais clínicos 

compatíveis com os causados pelas leishmanioses nas espécies estudadas. 

 

5.3.2 Coleta de Material Biológico 
 

 

 No presente estudo foram utilizadas amostras biológicas, das espécies 

canina, felina e equina para a realização das técnicas diagnósticas para detecção de 

Leishmania spp. e leishmanias do Complexo Leishmania donovani para os animais 

da espécie equina provenientes do município de Bragança Paulista. 

 
 

5.3.2.1 Coleta de sangue 

 

 

Foram coletadas amostras de sangue de 200 cães, pela punção da veia jugular 

ou da veia cefálica (Figura 1) e de 108 gatos pela punção da veia jugular (Figura 2) 

Para essas duas espécies, foram utilizadas agulhas (0,55 x 20mm) e seringas (3mL) 

estéreis e descartáveis. O sangue foi acondicionado em tubos sem e com 

anticoagulante (EDTA) para a obtenção de sangue total e soro para realização dos 

testes. 
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As 54 amostras de sangue de equinos foram obtidas pela punção da veia jugular 

(Figura 3) com agulhas (1,20 x 40mm) e seringas (5mL) estéreis e descartáveis e 

posteriormente acondicionadas em tubos sem e com anticoagulante (EDTA) para a 

obtenção de sangue total e  soro, para realização dos testes. 

Para a obtenção dos soros, os tubos sem anticoagulante, após a formação do 

coágulo, foram centrifugados à 13.000xg, por 10 minutos, os soros foram coletados 

e acondicionados à - 20°C, até o momento do uso. 

Os tubos com anticoagulante foram acondicionados a -20°C, até o momento do 

uso. 

        
Figura 1 -  Imagem de coleta de sangue de animal da espécie canina 

através de punção da veia jugular – São Paulo – 2013 
 

 
                    Fonte: Benvenga, G.U. (2013) 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



52 
 

Figura 2 - Imagem de coleta de sangue de animal da espécie felina através  
de punção da veia jugular– São Paulo – 2013 

 

 
                    Fonte: Benvenga, G.U. (2013) 
 

 

 
Figura 3 - Imagem de coleta de sangue de animal da espécie equina 

através de punção da veia jugular – São Paulo – 2013 
 

 
                      Fonte: Benvenga, G.U. (2013) 



53 
 

5.3.2.2 Coleta de suabe conjuntival 
 

 

Amostras de células epiteliais foram coletadas, com auxílio de suabes estéreis, 

na conjuntiva ocular de cada animal, nos olhos direito e esquerdo, das espécies 

canina, felina e equina (Figuras 4, 5 e 6), totalizando 724 amostras. Os suabes 

coletados foram acondicionados em microtubos plásticos com capacidade de 1,5 ml 

(livres de DNAses e RNAses), identificados e mantidos à temperatura de 4°C, para 

posterior processamento. A temperatura de 4°C para armazenagem dos suabes até 

o momento do processamento, foi definida por Pereira (2013), após avaliação da 

estabilidade destes em diferentes temperaturas.    
 

Figura 4 - Imagem de coleta de suabe de conjuntiva ocular direita de animal     
da espécie canina – São Paulo – 2013 

 

 
                    Fonte: Benvenga, G.U. (2013) 
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Figura 5 - Imagem de coleta de suabe de conjuntiva ocular direita de animal 
da espécie felina – São Paulo – 2013 

 

 
                    Fonte: Benvenga, G.U. (2013) 
 
 

Figura 6 - Imagem de coleta de suabe de conjuntiva ocular direita em equino 
– São Paulo – 2013 

 

 
                    Fonte: Benvenga, G.U. (2013) 
 

 



55 
 

5.4 REAÇÃO DE IMUNOFLURESCÊNCIA INDIRETA (RIFI) 
 

 

 A RIFI foi realizada segundo metodologia descrita por Oliveira et al. (2008), 

para cães, por Vides et al. (2011) para gatos e por Soares et al. (2013) para equinos. 

Lâminas de microscopia, gentilmente cedidas pela FCAV - UNESP - Jaboticabal, 

com formas promastigotas de Leishmania infantum imobilizadas em pequenos 

círculos, previamente demarcados, foram mantidas a -20oC até o momento do uso.  

 Os soros puros, de animais das espécies canina, felina e equina 

armazenados a -20°C foram descongelados e submetidos à diluição referente a 

cada espécie de animal (Tabela 2). 
 

 

Tabela 2 - Diluição de soros das espécies canina, felina e equina e dos respectivos 
conjugados para realização de RIFI – São Paulo – 2013 

 
Espécie animal Canina Felina Equina 

Diluição do soro sérico 1:40 1:80 1:80 
Diluição do conjugado 1:600 1:100 1:100 

 

5.4.1 Cães 
 
 

No momento da realização do teste, as lâminas foram retiradas do congelador 

e mantidas à temperatura ambiente por quinze minutos. Foram depositados 

aproximadamente 10μL de cada amostra de soro diluída em PBS pH = 7,2, 

reservando-se dois poços para a adição de amostras de soros controle positivo e 

negativo. O material foi incubado a 37oC em câmara úmida por 30 minutos e as 

lâminas lavadas 3 vezes, de cinco minutos cada, em solução de PBS pH = 7,2. 

Posteriormente, foram adicionados de 10 μL do conjugado anti-IgG canino marcado 

com isotiocianato de fluoresceína (Sigma catalog n-F7884), diluído conforme 

orientação do fabricante. Em seguida, nova incubação e lavagens foram realizadas e 

a lâmina preparada para leitura com glicerol tamponado e lamínula. A leitura das 

lâminas foi realizada em microscópio de imunofluorescência e a positividade da 

reação implicou na observação da fluorescência dos parasitas, comparada a 

amostras controle positivo e negativo, presente na mesma lâmina. Foram 
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consideradas reações positivas quando os parasitas apresentam coloração 

fluorescente em toda a periferia, com ponto de corte ≥1:40 (OLIVEIRA et al., 2008). 

O título de anticorpos foi determinado como a recíproca da maior diluição do 

soro, na base 2, capaz de promover fluorescência. 

O soro controle positivo utilizado na reação, foi gentilmente cedido por Pereira 

(2013), enquanto que soros de animais sabidamente negativos foram utilizados 

como controles negativos da reação. 

 

 

5.4.2 Gatos 
 
 

Os soros puros, armazenados a -20°C foram descongelados e submetidos à 

diluição referente a espécie felina (Tabela 2). 

No momento da realização do teste, as lâminas foram retiradas do congelador 

e mantidas à temperatura ambiente por quinze minutos. Foram depositados 

aproximadamente 10μL de cada amostra de soro diluída em PBS pH = 7,2, 

reservando-se dois poços para a adição de amostras de soros controle positivo e 

negativo. O material foi incubado a 37oC em câmara úmida por 30 minutos e as 

lâminas lavadas 3 vezes, de cinco minutos cada, em solução de PBS pH = 7,2. 

Posteriormente, foram adicionados de 10 μL do conjugado anti-IgG felino marcado 

com isotiocianato de fluoresceína (Sigma catalog n-F4262), diluído conforme 

orientação do fabricante. Em seguida, nova incubação e lavagens foram realizadas e 

a lâmina preparada para leitura com glicerol tamponado e lamínula. A leitura das 

lâminas foi realizada em microscópio de imunofluorescência e a positividade da 

reação implicou na observação da fluorescência dos parasitas, comparada a 

amostras controle positivo e negativo, presente na mesma lâmina. Foram 

consideradas reações positivas quando os parasitas apresentam coloração 

fluorescente em toda a periferia, com ponto de corte ≥1:80. A técnica utilizada foi 

baseada na descrita por Vides et al. (2011).  

O título de anticorpos foi determinado como a recíproca da maior diluição do 

soro, na base 2, capaz de promover fluorescência. 



57 
 

Os controles positivos utilizados para a RIFI com soro de gatos foram obtidos 

a partir de amostras positivas do atual experimento, enquanto que soros de animais 

sabidamente negativos foram utilizados como controles negativos da reação. 

 

 

5.4.3 Equinos 
 

 

Os soros puros, armazenados a -20°C foram descongelados e submetidos à 

diluição referente a espécie equina (Tabela 2). 

No momento da realização do teste, as lâminas foram retiradas do congelador 

e mantidas à temperatura ambiente por quinze minutos. Foram depositados 

aproximadamente 10μL de cada amostra de soro diluída em PBS pH = 7,2, 

reservando-se dois poços para a adição de amostras de soros controle positivo e 

negativo. O material foi incubado a 37oC em câmara úmida por 30 minutos e as 

lâminas lavadas 3 vezes, de cinco minutos cada, em solução de PBS pH = 7,2. 

Posteriormente, foram adicionados de 10 μL do conjugado anti-IgG equino marcado 

com isotiocianato de fluoresceína (Sigma catalog n-F7759), diluído conforme 

orientação do fabricante. Em seguida, nova incubação e lavagens foram realizadas e 

a lâmina preparada para leitura com glicerol tamponado e lamínula. A leitura das 

lâminas foi realizada em microscópio de imunofluorescência e a positividade da 

reação implicou na observação da fluorescência dos parasitas, comparada a 

amostras controle positivo e negativo, presente na mesma lâmina. Foram 

consideradas reações positivas quando os parasitas apresentam coloração 

fluorescente em toda a periferia, com ponto de corte ≥1:80. A técnica utilizada foi 

baseada na descrita por Soares et al. (2013).  

 O título de anticorpos foi determinado como a recíproca da maior diluição do 

soro, na base 2, capaz de promover fluorescência. 

Os controles positivos para a RIFI com soro de equinos foram obtidos no atual 

experimento, enquanto que soros de animais sabidamente negativos foram 

utilizados como controles negativos da reação. 
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5.5 DETECÇÃO DO DNA DE LEISHMANIA  
 

 

 A detecção do DNA de Leishmania spp. e de leishmanias do Complexo 

Leishmania donovani foi realizada conforme descrição a seguir. 

 

 

5.5.1 Extração de DNA 

 

 

A extração de DNA total foi realizada a partir de amostras de suabes da 

conjuntiva ocular de cães, gatos e equinos, e amostras de sangue de cães e gatos, 

pelo método de salting out descrito por John et al. (1991) e por Lahiri e Nurnberger 

(1991) com algumas modificações (Apêndices A e B). 

Para a extração do sangue de equinos foi utilizado o illustra® blood genomic 

Prep Mini Spin Kit, GE Healthcare®, conforme recomendações do fabricante (Anexo 

A).  

 

 

5.5.2 Reação em Cadeia pela Polimerase (PCR) 

 

 
 Para a detecção de Leishmania spp. e de leishmanias do Complexo 

Leishmania donovani foi utilizada a técnica de PCR convencional, conforme 

descrição abaixo. 

 

 

5.5.2.1 Detecção de Leishmania spp.  

 

 

Objetivando a detecção molecular de Leishmania spp das amostras de suabe 

de conjuntiva ocular, e de sangue foi empregada a técnica de PCR, utilizando 
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oligonucleotídeos iniciadores (primers) 13A 5’-dGTG GGG GAG GGG CGT TCT-3’ e 

13B 5’-dATT TTA CAC CAA CCC CCA GTT-3’, descritos previamente por Rodgers, 

Popper e Wirth (1990), que amplificam um segmento conservado de 120pb do 

minicírculo do cinetoplasto do gênero Leishmania spp.  

Para as reações de PCR foram utilizados 0,75U Platinum® Taq DNA Polimerase 

(Invitrogen®), 1X Buffer, 0,2mM dNTP, 1,5 mM MgCl2,  0,6µM de cada primer, 2,5 µl de 

DNA e H20, q.s.p. 25 µL. Cada reação de amplificação foi submetida ao ciclo de 

temperaturas: 94°C/3min, 35 vezes 94°C/40s, 56°C/30s, 72°C/30s e uma extensão final 

de 72°C por 5min em Termociclador (Veriti®, Applied Biosystems®). 

Como controle positivo das reações, foi utilizada uma amostra de DNA extraído 

de L. infantum , gentilmente cedida pelo laboratório de Imunoparasitologia da FCAV -

UNESP – Jaboticabal, e água deionizada estéril como controle negativo.  

 
 

5.5.2.2 Detecção de espécies do Complexo Leishmania donovani 
 
 

Objetivando a detecção molecular de leishmanias do Complexo Leishmania 

donovani das amostras de sangue dos equinos provenientes do município de 

Bragança Paulista, foi empregada a técnica de Reação em Cadeia pela Polimerase 

(PCR) utilizando oligonucleotídeos iniciadores (primers) MC1: 5’ –GTT AGC CGA 

TGG TGG TCT TG– 3’ e MC2: 5’ – CAC CCA TTT TTC CGA TTT TG – 3’, descritos 

previamente por Cortes et al. (2004) que amplificam um segmento conservado de 

447 pb.  

Para as reações de PCR foram utilizados Para as reações de PCR foram 

utilizados 0,25 μL (5 U/ μL)  de Platinum® Taq DNA Polimerase (Invitrogen®), 5 μL (200 

mM Tris-HCl; 500 mM KCl, pH 8,4) de Buffer, 4 μL de dNTP’s (10 mM cada), 1,5 μL de 

MgCl2 (1,5 mM),  5 μL de cada primer (10 pmol/ μL), 5 µl de DNA (10ng/ μL) e H20 Milli-

Q, q.s.p. 45 µL. Cada reação de amplificação foi submetida ao ciclo de temperaturas: 1 

ciclo׃ D:  94ºC (2 min) e 30 ciclos׃ D: 94ºC (20 seg); A: 60ºC (20 seg); E: 72ºC (30 seg); 

Efinal: 72ºC(5 min) em Termociclador (Veriti®, Applied Biosystems®). 
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Como controle positivo das reações, foi utilizada uma amostra de DNA 

extraído de L. infantum, gentilmente cedida pelo laboratório de Imunoparasitologia 

da FCAV - UNESP – Jaboticabal, e água deionizada estéril como controle negativo.  

 
 

5.6 ELETROFORESE 
 

 

Ao produto amplificado foi adicionado 5μL de tampão de amostra (Tris 10mM, 

EDTA 10mM, azul de bromofenol 0,005% m/v e glicerol 10% v/v) e aplicado em uma 

matriz de gel de agarose 2% (TBE1X) com SYBR® Safe (Invitrogen®) de acordo 

com instruções do fabricante. Como marcador de peso molecular foram utilizados 

fragmentos múltiplos de 100pb. A matriz de gel foi colocada em cuba de eletroforese 

abastecida com tampão TBE 1X e submetida a 100 volts, durante 55 minutos e 

posterior visualização sob luz UV. 

 

 

5.7 ANÁLISE ESTATÍSTICA 
 
 

O Microsoft Office Excel foi o aplicativo usado para a construção do banco de 

dados, contendo características clínicas e resultados dos exames laboratoriais dos 

animais das espécies canina, felina e equina. Para análise estatística, comparando 

os resultados da PCR de suabe conjuntival dos olhos esquerdo e direito, foi utilizado 

o método o Qui-quadrado de Pearson com nível de significância de 5% (SAS, 2013).  
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6 RESULTADOS  
 

 

 Todos os animais do presente estudo foram clinicamente avaliados, porém 

nenhum deles apresentou sinais clínicos compatíveis com as leishmanioses. 

Foram coletadas amostras suabe da conjuntiva ocular, de soro e de sangue 

total de 362 animais, sendo 200 cães, 108 gatos e 54 equinos. As amostras foram 

testadas pelas técnicas de RIFI e PCR para Leishmania spp, onde foram obtidos os 

seguintes resultados: cães, 04 amostras positivas na PCR de SC e 8 positivas na 

PCR de SG; gatos, 02 amostras positivas na PCR de SC e 03 positivas na RIFI; 

equinos, 36 amostras positivas na PCR de SC, 54 positivas na PCR de SG e 01 

positiva na RIFI, conforme pode ser observado na tabela 3. Foram testadas ainda, 

14 amostras de sangue e 14 amostras de suabe de equinos provenientes do 

município de Bragança Paulista, para o Complexo Leishmania donovani, porém 

todas foram negativas.   

 

 
Tabela 3 - Animais das espécies canina, felina e equina, com resultado positivo nas                    

reações de PCR e RIFI, para detecção de Leishmania spp. nos municípios                    
de Bragança Paulista, Embú das Artes, Ilha Solteira, Itapecerica da Serra,                    
Pirassununga, São Lourenço da Serra e São Paulo, no estado de São Paulo                   
– São Paulo – 2013 

 
Cidade PCRa - suabe ocular PCR - sangue RIFIb 

Cão Gato Equino Cão Gato Equino Cão Gato Equino 
Bragança 
Paulista 

- - 0 - - 14 - - 0 

Embú das 
Artes 

0 0 - 0 0 - 0 0 - 

Ilha Solteira - - 36 - - 40 - - 1 
Itapecerica da 

Serra 
1 0 - 0 0 - 0 0 - 

Pirassununga - 2 - - 0 - - 2 - 
São Lourenço 

da Serra 
1 0 - 0 0 - 0 1 - 

São Paulo 2 0 - 8 0 - 0 0 - 
Total 4 2 36 8 0 54 0 3 1 

Notas: 
RIFI: Reação de imunofluorescência indireta 
PCR: Reação em cadeia pela polimerase 
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6.1 CÃES 
 

 
Em São Paulo -SP, dos 116 cães que tiveram amostras de sangue e suabe 

coletados, 100% (116/116), apresentou resultado negativo na RIFI, 6,89% (08/116) 

dos animais apresentou resultado positivo para a PCR de sangue e 1,72% (02/116) 

dos animais apresentou resultado positivo para a PCR de suabe, sendo um deles 

somente no suabe da conjuntiva do olho esquerdo enquanto que o outro apresentou 

resultado positivo nos suabes das conjuntivas dos olhos direito e esquerdo (Figura 

7). 

Em Itapecerica da Serra-SP, em um total de 32 animais, 100% (32/32), 

apresentou resultado negativo na RIFI e na PCR de sangue, enquanto que 3,12% 

(1/32) dos animais foram positivos na PCR de suabe de conjuntiva de olho esquerdo 

(Figura 7). 

Em Embu das Artes-SP, dos 42 cães analisados, 100%(42/42) apresentou 

resultado negativo para a RIFI, PCR de sangue e para a PCR de suabe (Figura 7). 

No município de São Lourenço da Serra-SP, de 10 animais analisados, 100% 

(10/10) foram negativos na RIFI e na PCR de sangue e 10% (1/10) apresentou 

resultado positivo para a PCR de suabe de conjuntiva, esquerda (Figura 7).  A figura 

8 ilustra a eletroforese em gel de agarose de amostras positivas na PCR realizada 

com DNA extraído de suabes conjuntivais e de sangue, coletados em cães.  
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Figura 7 - Figura gráfica ilustrativa representando os resultados dos testes 
de RIFI e PCR de sangue e de conjuntiva ocular realizados com 
amostras de cães das cidades de Embu das Artes, Itapecerica 
da Serra, São Lourenço da Serra e São Paulo – São Paulo – 
2013  

 
          Fonte: Benvenga, G.U. (2013) 
 

 

Figura 8 - Eletroforese em gel de agarose 2%, corado com SYBR® Safe 
(Invitrogen®), de fragmentos amplificados pelos primers 13A e 13B, 
obtidos pela PCR com o DNA de sangue e de suabe conjuntival de 
cães, gerando fragmentos de 120pb - São Paulo – 2013 

 

 
                 Fonte: Benvenga, G.U. (2013) 
 

Legenda: 
Linha 1(L1): Marcador de peso molecular padrão 100pb (Invitrogen®).  
Linha 2(L2): Controle positivo. Linha 3: Controle negativo.  
Linhas de 4(L4) a 6(L6): Reações com o DNA extraído de amostras de SC de 3 
cães diferentes.  
Linhas de 7(L7) a 8(L8): Reações com o DNA extraído de amostras de sangue 
de 2 cães diferentes. 
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6.2 GATOS 
 

 

Nos municípios de São Paulo-SP, Itapecerica da Serra-SP, e Embú das Artes 

100% dos gatos que tiveram amostras de sangue e suabe coletados foram 

negativos na RIFI, na PCR de sangue e na PCR de Suabe (Figura 9). 

No município de São Lourenço da Serra-SP, 03 animais tiveram amostras de 

sangue e suabe coletados, sendo que 33,33% (1/3) apresentou resultado positivo 

para a RIFI, na titulação de 1:160 e 100% (3/3) apresentou resultado negativo para a 

PCR de sangue e para a PCR de suabe (Figura 9). 

Em Pirassununga-SP, em um total de 07 gatos, 28,57% (02/07) tiveram 

resultado positivo para a RIFI, apresentando titulação de 1:160, 100% (07/07), foram 

negativos na PCR de sangue e 28,57% (02/07) tiveram resultado positivo para a  

PCR de suabe, sendo um deles somente no suabe da conjuntiva do olho esquerdo 

enquanto que o outro apresentou resultado positivo nos suabes das conjuntivas dos 

olhos direito e esquerdo. A figura 10 ilustra a eltroforese em gel de agarose de 

amostras positivas pela PCR realizada com DNA extraído de suabes conjuntivais  

coletados em gatos.  
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Figura 9 - Figura gráfica ilustrativa representando em porcentagem os 
animais com resultado positivo nos testes de RIFI e PCR de 
sangue e de conjuntiva ocular realizados com amostras 
extraídas de gatos das cidades de Embu das Artes, Itapecerica 
da Serra, Pirassununga, São Lourenço da Serra e São Paulo  

 
   Fonte: Benvenga, G.U. (2013) 

 
Figura 10 - Imagem de eletroforese em gel de agarose 2%, corado com 

SYBR® Safe (Invitrogen®), de fragmentos amplificados pelos 
primers 13A e 13B, obtidos pela PCR com o DNA de sangue 
e de suabe conjuntival de gatos, gerando fragmentos de 
120pb - São Paulo – 2013 

 

 
                        Fonte: Benvenga, G.U. (2013) 

 
Legenda: 
Linha 1(L1): Marcador de peso molecular padrão 100pb (Invitrogen®);  
Linha 2(L2): Controle positivo;  
Linha 3(L3): Controle negativo;  
Linhas 4(L4),  5(L5) e 6(L6): Reações com o DNA extraído de amostras 
de suabe conjuntival de 3 gatos diferentes;  
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6.3 EQUINOS 
 
 

 Dos 14 equinos que tiveram amostras coletadas na cidade de Bragança 

Paulista-SP, 100% (14/14) apresentaram resultado negativo na RIFI, através das 

PCRs utilizando os primers 13A e 13 B , 100% (14/14) dos animais foram positivos 

na PCR de sangue e 100% (14/14) foram negativos na PCR de suabe (Figura 11).  

Nas reações de PCR utilizando os primers MC1 e MC2, para detecção de 

leishmanias do complexo L. donovani, 100% (14/14) dos equinos apresentaram 

resultado negativo para a PCR de sangue e para a PCR de suabe.  

 Em Ilha Solteira-SP, de um total de 40 animais, em 2,5% (01/40) foi 

verificado resultado positivo na RIFI, apresentando titulação de 1:80, 100% (40/40) 

apresentou resultado positivo para PCR de sangue e 90% (36/40) dos equinos 

apresentou resultado positivo na PCR de suabe, sendo 21 animais positivos nas 

conjuntivas oculares direita e esquerda, 09 positivos na conjuntiva ocular esquerda e 

06 na conjuntiva ocular direita. A figura 12 ilustra a eltroforese em gel de agarose de 

amostras positivas pela PCR com DNA extraído de suabes conjuntivai e de sangue 

coletados em equinos.  
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Figura 11 - Figura gráfica ilustrativa representando em porcentagem os 
animais com resultado positivo nos testes de RIFI e PCR de 
sangue e de conjuntiva ocular realizados com amostras 
extraídas de equinos das cidades de Bragança Paulista e Ilha 
Solteira - São Paulo – 2013  

 

 
                Fonte: Benvenga, G.U. (2013) 

 

 
Figura 12 - Imagem de eletroforese em gel de agarose 2%, corado 

com SYBR® Safe (Invitrogen®), de fragmentos 
amplificados pelos primers 13A e 13B, obtidos pela PCR 
com o DNA de sangue e de suabe conjuntival de 
equinos, gerando fragmentos de 120pb - São Paulo –                  
2013 

 

 
                         Fonte: Benvenga, G.U. (2013) 
 

Legenda: 
Linha 1(L1): Marcador de peso molecular padrão 100pb (Invitrogen®); 
Linha 2(L2): Controle positivo; 
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Linha 3(L3): Controle negativo; 
Linhas de 4(L4) a 6(L6): Reações com o DNA extraído de amostras 
de suabe conjuntival de 3 equinos diferentes; 
Linhas de 7(L7) a 8(L8): Reações com o DNA extraído de amostras 
de sangue de 02 equinos diferentes 
 

6.4 ANÁLISE ESTATÍSTICA 
 

 

Para a espécie canina, dos animais positivos pela PCR de DNA extraído da 

conjuntiva, foram observados 25%(1/4) positivos na conjuntiva direita e 100%(4/4) 

na conjuntiva esquerda, sendo que 25% (1/4) tiveram resultado positivo nas duas 

conjuntivas (direita e esquerda). 

Dos animais positivos da espécie felina pela PCR de DNA extraído da 

conjuntiva, foram observados 50%(1/2) positivos na conjuntiva direita e 100%(2/2) 

na conjuntiva esquerda, sendo que 50% (1/2) tiveram resultado positivo nas duas 

conjuntivas (direita e esquerda). 

 Para a espécie equina, dos animais positivos pela PCR de DNA extraído da 

conjuntiva, foram observados 75% (27/36) positivos na conjuntiva direita e 83,33% 

(30/36), sendo que 58,33% (21/36) tiveram resultado positivo nas duas conjuntivas 

(direita e esquerda). 

Não houve diferença estatística entre as conjuntivas oculares direita e 

esquerda em todas as espécies animais estudadas (P>0,05). Os resultados podem 

ser observados na tabela 4. 
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Tabela 4 - Amostras conjuntivais oculares (olho direito e esquerdo) de animais das espécies 
canina, felina e equina com resultado positivo nas reações de PCR para Leishmania spp. 
nos municípios de Bragança Paulista, Embú das Artes, Ilha Solteira, Itapecerica da 
Serra, Pirassununga, São Lourenço da Serra e São Paulo, no estado de São Paulo – 
São Paulo – 2013 

 
Cidade  

Cão Gato Equino 
ODa OEb OD OE OD OE 

Bragança 
Paulista 

- - - - 0 0 

Embú das 
Artes 

0 0 0 0 - - 

Ilha Solteira - - - - 27 30 
Itapecerica 

da Serra 
0 1 0 0 - - 

Pirassununga - - 1 2 - - 
São 

Lourenço da 
Serra 

0 1 0 0 - - 

São Paulo 1 2 0 0 - - 
Total 1 4 1 2 27 30 

 Notas:  
 OD: Olho direito 
 OE: Olho esquerdo 
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7 DISCUSSÃO 
 
 

 As amostras analisadas, dos cães provenientes dos municípios de Itapecerica 

da Serra, São Lourenço da Serra e São Paulo, foram positivas para Leishmania spp. 

com frequências de 3,12% (PCR de suabe), 10% (PCR de suabe) e 1,72% (PCR de 

suabe)/ 6,89%(PCR de sangue), respectivamente.  
Nenhum dos cães analisados apresentou sinais clínicos e resultado positivo 

na RIFI, nem mesmo os que foram positivos nos testes moleculares, o que pode ser 

justificado pelo fato da RIFI apresentar baixa sensibilidade na detecção de animais 

assintomáticos (METTLER et al., 2005; QUEIROZ et al., 2010) ou em infecções 

recentes (LEONTIDES et al., 2002) e que indivíduos soropositivos podem ser 

assintomáticos e mostrar positividade nos métodos de diagnóstico molecular 

(OZENSOY et al., 2013). 

 Leite et al. (2013), utilizando oitocentos e setenta e sete cães domiciliados na 

Região Norte da cidade de Belo Horizonte (Minas Gerais, Brasil), avaliados 

clinicamente por um veterinário, coletaram amostras de SC em ambos os olhos  para 

diagnóstico molecular, relataram que 66% (579/877) dos cães analisados 

apresentaram pelo menos um sinal clínico relacionado à LV, sendo o principal deles 

alterações de pele. Obtiveram como resultado na RIFI, 5,2% dos animais (46/877) 

positivos e no ensaio de PCR em tempo real 25% (222/877) positivos e concluíram 

que a PCR utilizando amostras de SC foi altamente sensível e capaz de detectar a 

infecção por Leishmania infantum em cães sintomáticos ou assintomáticos, com 

diagnóstico sorológico positivo ou negativo. 

           A ausência de animais positivos na RIFI, notada neste trabalho, 

também corrobora com Savani et al. (1999) que em São Paulo realizaram a RIFI em 

973 amostras de soro sanguíneo de cães errantes e nenhum indivíduo foi positivo, 

mesmo tratando-se de uma região onde a LTA ocorre de forma autóctone. Castro et 

al. (2005) no municipio de Adrianópolis, estado do Paraná, verificaram que de 159 

cães submetidos à técnica de RIFI, apenas sete (4,4%) cães foram positivos para 

Leishmania braziliensis.  

 Não foram encontrados trabalhos publicados relatando a presença de cães 

infectados por Leishmania spp. nos municípios estudados. Segundo dados do CVE– 

SP (2013) foram confirmados no período de 2007 a Abril de 2013, 05 casos de LTA 
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em humanos em Itapecerica, 02 casos em São Lourenço da Serra e 178 casos em 

São Paulo. Não foram encontrados dados oficiais sobre a ocorrência de LV em 

humanos nesses municípios. 

 O uso do SC nos animais da espécie canina do presente trabalho mostrou-se 

um método simples, indolor, rápido, pouco estressante para os animais, para os 

proprietários, quando os possuíam, e para o técnico que realizou a coleta, além de 

ter se mostrado eficiente na detecção de animais infectados por Leishmania spp.. 

Características similares foram observadas por Ozensoy et al. (2013) e Pereira 

(2013) na detecção de Leishmania spp. e na detecção de Leishmania infantum por 

Oliveira et al. (2013), Pilatti (2009) e por Ferreira et al. (2013c).  

          Assis et al. (2010), utilizaram a PCR com DNA obtido em amostras de sangue 

e tecidos de cães de Ilha Solteira para comparar e confirmar os diagnósticos 

negativos e não conclusivos pelas técnicas de ELISA, RIFI, histoquímica (HE) e 

imunoistoquímica. Os índices de positividade foram respectivamente, 65%, 62%, 56 

e 56%, enquanto que para a PCR foi de 97%. Entretanto, os resultados da pesquisa 

revelaram que nenhuma prova diagnóstica, quando testada isoladamente, identificou 

adequadamente todos os cães portadores de LVC. 

Ferreira et al. (2012), através de seu experimento em Belo Horizonte-MG, 

relataram que o SC é uma amostra clínica adequada para o diagnóstico molecular 

quantitativo da LVC e que o qPCR enfatizou o papel dos cães, em especial dos 

assintomáticos, como reservatórios da LVC, graças a elevadas cargas parasitárias 

cutâneas. As frequências de resultados positivos obtidos por kDNA e hibridização 

por PCR para cães assintomáticos e cães sintomáticos, foram respectivamente, 

77,5% e 95,0% na conjuntiva direita, 75,0%  e 87,5% na conjuntiva esquerda, 45,0% 

e 75,0% na pele, 50,0% e 77,5% na  medula óssea, e 27,5% e 22,5% no sangue. 

Em um estudo na Itália, com 253 cães, 72 (28,45%) animais foram positivos em pelo 

menos um teste, o n-PCR de SC mostrou o melhor desempenho relativo (76,38%), 

com um alto grau de concordância em comparação com a RIFI. As maiores taxas de 

positividade usando n-PCR de SC foram encontrados em 84,2% dos cães infectados 

assintomáticos e em 77,8% dos cães doentes, entretanto, a sensibilidade do ensaio 

não foi associada com a presença de sinais clínicos (DI MUCCIO et al., 2012). 

As amostras analisadas dos gatos provenientes dos municípios de 

Pirassununga e São Lourenço da Serra, foram positivas para Leishmania spp., com 

frequências de 28,57% (PCR de suabe)/ 28,57%(RIFI) e 33,33% (RIFI), 
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respectivamente. Os resultados obtidos na RIFI, dos animais procedentes de São 

Lourenço da Serra corroboram com os obtidos por Rossi et al. (2013), que em 

experimento realizado com gatos do município de Araçatuba obtiveram frequência 

de 33.33% de animais positivos para Leishmania spp., detectados por meio da RIFI 

e sugeriram que o diagnóstico sorológico, utilizando as técnicas de RIFI e ELISA, em 

gatos deve ser utilizado com cautela, e se possível, associados ao diagnóstico 

parasitológico. Veronesi et al. (2013) relatam que em geral, os gatos exibem fracas 

respostas de anticorpos, entretanto em nosso trabalho observamos uma maior 

quantidade de gatos reativos à sorologia do que no diagnóstico molecular. 

No presente trabalho, não foram detectados gatos positivos para Leishmania 

spp. pela PCR realizada a partir de amostras de sangue, entretanto houve uma 

frequência de 28,57% de animais positivos na PCR de suabe de conjuntiva.Tal fato 

corrobora com os resultados obtidos por Marques et al. (2013), que utilizando-se da 

detecção por qPCR, observaram uma baixa frequência (5%) de gatos positivos na  

qPCR de sangue e uma maior frequência (23%) em animais positivos na qPCR de 

SC e concluiram que a detecção de DNA no SC parece ser mais sensível do que em 

amostras de sangue.  

Em todos os felinos (n=108) que tiveram amostras coletadas neste trabalho, 

não foram verificados sinais clínicos sugestivos de leishmaniose felina, o que 

concorda com Veronesi et al. (2013), que em seu estudo utilizando 98 gatos, não 

verificou a presença de sinais clínicos.  

Apesar de não terem sido encontrados trabalhos publicados relatando a 

presença de gatos infectados por Leishmania spp. nos municípios estudados, 

segundo os dados do CVE–SP (2013), foram confirmados no período de 2007 a 

Abril de 2013, 06 casos de LTA em humanos em Pirassununga e 02 casos em São 

Lourenço da Serra.  

Savani et al. (2004), em um gato proveniente do município de Cotia, estado 

de São Paulo, fizeram o primeiro relato de um gato doméstico naturalmente 

infectados por L. infantum  no Brasil e nas Américas e também sugeriram que a 

transmissão natural da doença está ocorrendo nesta área, e que os gatos poderiam 

atuar como um reservatório. Na cidade de Andradina, estado de São Paulo, Coelho 

et al. (2010), fizeram o primeiro relato da ocorrência de Leishmania infantum, 

diagnosticada por sequenciamento de produto de PCR, em um gato doméstico, 

positivo pelo ELISA e negativo pela RIFI.  
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 Alves et al. (2011) em estudo com 55 gatos provenientes do muncípio de Ilha 

Solteira, verificaram pelo diagnóstico parasitológico por hemocultura, a presença de 

formas flageladas sugestivas de Leishmania spp em 16% (9/55) dos animais. 

Silva et al. (2008) relataram pela primeira vez, em uma área endêmica no Rio 

de Janeiro, leishmaniose em gatos domésticos, e observaram uma  soroprevalência 

de 25%, apesar de nenhum dos animais terem apresentado sinais clínicos. Bresciani 

et al. (2010), comparando a ocorrência de Leishmania spp. em gatos de Araçatuba, 

estado de São Paulo, através dos métodos citológico e sorológico, verificaram 

ocorrência do parasito em 0,7% nos felinos examinados, por meio de imprint de 

linfonodos e nenhum animal apresentou títulos de anticorpos para Leishmania spp.  

sugerindo, devido a baixa incidência, que estes não assumem importância 

epidemiológica na área estudada. 

Maia, Nunes e Campino (2008), em Portugal, com o objetivo de realizar um 

levantamento de leishmaniose em gatos a partir de um foco endêmico, coletaram 

amostras de sangue de 23 animais para análise sorológica e molecular. O DNA de 

L. infantum foi detectado no sangue de 30,4% (7/23) dos gatos e um baixo nível de 

anticorpos fluorescentes foi detectado em quatro amostras de soro.Todos os animais 

do estudo eram assintomáticos, o que os levou a concluir que levando-se em conta 

o alto índice de LF assintomática, sugere-se que os gatos podem atuar como 

hospedeiro reservatório habitual em áreas endêmicas e que o diagnóstico da LF 

deve ser efetuado por meio de técnicas moleculares.  
 Apesar de ainda existirem poucos relatos do uso de suabes de conjuntiva 

ocular para detecção de Leishmania em felinos, o uso de suabes conjuntivais nessa 

espécie animal já teve sua eficácia comprovada no diagnóstico de vários agentes 

etiológicos. O suabe conjuntival é utilizado na detecção de microorganismos que 

possuem tropismo pela conjuntiva ocular ou daqueles que fazem parte da microbiota 

local (HAESEBROUCK et al. 1991; LOW et al. 2007).      

Haesebrouck et al. (1991) através da coleta de suabes conjuntivais de 40 

gatos com conjuntivite e de 65 gatos sem a patologia, observaram que o 

Mycoplasma felis não foi isolado em animais clinicamente saudáveis e que tem 

papel importante na conjuntivite felina.     

Low et al. (2007), utilizaram a PCR de suabe conjuntival para determinar a 

prevalência de DNA de Herpes Vírus Felino 1 (FHV-1), de Chlamydophila felis e de 

Mycoplasma spp. em células da conjuntiva coletadas de gatos com e sem 
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conjuntivite, e concluiram que Mycoplasma spp foi o principal microorganismo 

detectado, associado à conjuntivite. 

  No presente trabalho, não foram verificados sinais clínicos sugestivos de LE 

nos animais coletados, porém vários animais foram positivos frente à PCR.  

As amostras analisadas, dos equinos provenientes dos municípios de 

Bragança Paulista e Ilha Solteira positivas para Leishmania spp., obtiveram 

frequências de 100% (PCR de sangue) e 90% (PCR de suabe)/ 100% (PCR de 

sangue) / 2,5% (RIFI), respectivamente.  

Nas reações de PCR utilizando os primers MC1 e MC2, para detecção de 

leishmanias do complexo L. donovani, 100% (14/14) dos equinos de Bragança 

Paulista apresentaram resultado negativo para a PCR de suabe e para a PCR de 

sangue. Tal fato indica que estes animais estão provavelmente infectados com 

outras espécies de Leishmania spp. e não por Leishmania infantum.  

Apesar de não terem sido encontrados trabalhos publicados, relatando a 

presença de equinos infectados por Leishmania spp. nesses municípios, segundo os 

dados do CVE–SP (2013), foram confirmados em humanos, 05 casos de LTA em 

Bragança Paulista, no período de 2007 a Abril de 2013, e 01 caso de LV em Ilha 

Solteira, de 2010 a Maio de 2013. 

Cabe ressaltar que este é o primeiro trabalho descrevendo o uso de suabe 

conjuntival na detecção de Leishmania spp. em equinos. Devido a não haver um 

protocolo estabelecido para a detecção de Leishmania spp. em suabes da conjuntiva 

ocular em equinos, foi padronizada, no presente trabalho, a técnica para extração 

(Apêndice A) de DNA nessas amostras.  

Antes deste estudo, o uso de suabes conjuntivais em equinos já teve sua 

eficácia comprovada no diagnóstico de vários agentes etiológicos que possuem 

tropismo pela conjuntiva ocular ou mesmo daqueles microorganismos que fazem 

parte da microbiota local (SAMUELSON; ANDRESEN; GWIN, 1984; PISANI et al., 

1997; BORCHERS et al., 2006).    

PISANI et al. (1997), ressaltam a importância no conhecimento da microbiota 

conjuntival normal de equinos e da realização de testes de sensibilidade diante de 

antibióticos e quimioterápicos, fundamentais para o diagnóstico e tratamento de 

afecções oculares. Através de seu estudo, coletaram amostras de SC de equinos  

que foram submetidas a exames bacteriológicos e a testes de sensibilidade diante 

de antibióticos e quimioterápicos.  A microbiota conjuntival normal dos equinos 
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analisados foi composta por bactérias Gram-positivas, Gram-negativas e leveduras, 

tais como: Bacillus subtillis, Stafilococcus spp., Streptococcus spp.,Enterobacterias, 

Candida spp. A colheita de material, a identificação dos microorganismos através de 

testes bacteriológicos, e a realização de testes de sensibilidade diante de 

antibióticos e quimioterápicos, são necessárias para estabelecer tratamentos 

corretos e eficazes, em face da multiplicidade de microorganismos encontrados nas 

amostras conjuntivais dos equinos estudados. 

Para estudo de microbiota, utilizando-se de amostras de suabe de conjuntiva 

ocular, obtidas a partir dos olhos direito e esquerdo de 43 cavalos sem patologias 

oculares, Samuelson, Andresen e Gwin (1984), procederam o isolamento dos 

microorganismos, e verificaram fungos em 95% dos cavalos, sendo que o 

Aspergillus spp foi verificado em 56% dos animais, e os fungos Penicillium spp e 

Cladosporium spp isolados de forma onipresente.  

 Mair e Wills (1992), por meio de suabes da conjuntiva ocular isolaram 

Chlamydia psittaci em 15% dos 300 cavalos pertencentes ao estudo, indicando que 

o isolamento desta bactéria por este tipo de coleta é efetivo e possibilita o 

diagnóstico de Chlamydia, microorganismo de grande importância na uveíte 

recorrente equina (URE). 

Para obter mais informações referentes à prevalência do Herpes Vírus Equino 

2 (EHV-2) em suabes conjuntivais de cavalos, possuindo ou não patologia ocular, 

Borchers et al. (2006), fizeram uso da PCR e verificaram que 28,6% dos animais 

clinicamente sadios foram positivos, enquanto que 8,3% dos cavalos doentes foram 

positivos.  

Thomaz et al. (2013), detectou Leishmania braziliensis em equídeos de áreas 

endêmicas para LTA da região sul do Brasil, utilizando-se dos métodos de ELISA e 

PCR. Obteve 11,0% (25/ 227) equídeos soropositivos para L. (V.) braziliensis e 

16,3% (37/ 227) positivos pela PCR de sangue, e concluiu que equídeos desta 

região estão infectados com L. (V.) braziliensis e poderiam ser fontes de alimento 

para os flebotomíneos no ambiente peridomiciliar e, consequentemente, 

desempenhar um papel no ciclo da LC. 

Em um estudo para se verificar a presença de anticorpos anti-Leishmania 

spp. em equinos do município de Araçatuba-SP, área endêmica para LV canina e 

humana, dos 466 equinos testados para a presença de IgG anti-Leishmania 

infantum pelo método de ELISA, 68 (14,59%) apresentaram-se soropositivos. Os 
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mesmos animais também foram testados por imunocromatografia e apresentaram 

uma frequência de positivos de 19/466 (4,08%), o que indica que os equinos desta 

região devem atrair flebotomíneos transmissores das leishmanioses e ressalta a 

necessidade de investigação mais detalhada sobre o real papel dos equinos, 

residentes em áreas endêmicas (FEITOSA et al., 2012). 

Vedovello-Filho et al. (2008), investigaram a infecção de cavalos por 

Leishmania em áreas rurais endêmicas para LCA, através da utilização do Teste de 

aglutinação direta (DAT) e da PCR. Num total de 55 animais que tiveram amostras 

de sangue coletadas, os títulos de anticorpos detectados pelo DAT apresentaram 

variação de 10 a 640, e 42 (76,3%) animais apresentaram títulos ≥ 20, enquanto 

para a detecção de Leishmania (viannia) através da PCR, 7,1% (3/42) dos animais 

mostraram-se positivos. 

SOARES et al. (2013), relataram a primeira evidência de infecção por 

Leishmania infantum em Equus caballus nas Américas e a primeira infecção mista 

por L. infantum / Leishmania braziliensis nesta espécie no mundo. Utilizaram como 

diagnóstico a presença de parasitas em lesões e aspirados de medula óssea, RIFI e 

ELISA e para a correta identificação das espécies, utilizaram primers específicos 

para os complexo L. infantum e L. braziliensis.  

Através dos resultados obtidos no presente estudo, verificou-se que a 

utilização do suabe de conjuntiva ocular foi efetiva no diagnóstico de animais 

infectados por Leishmania spp., nas diferentes espécies estudadas, contribuindo 

para o incentivo do uso de amostras menos invasivas.A presença de animais 

infectados nos municpiois estudados, nos faz sugerir que mais estudos devem ser 

realizados em municípios do estado de São Paulo, para se verificar a ocorrência das 

leishmanioses, principalmente nas espécies felina e equina, que ainda são pouco 

estudadas.  
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8 CONCLUSÃO 
 
 

 Os resultados obtidos pelo presente estudo permitem concluir que: 

 
a) Animais infectados por Leishmania spp. foram identificados em 85,71% (06/07) 

dos municípios estudados, o que sugere a expansão das leishmanioses pelas 

cidades do estado de São Paulo; 

b) A coleta do suabe da conjuntiva ocular foi um método simples, pouco invasivo, 

pouco estressante para, cães, gatos e seus proprietários, no caso de animais 

particulares. O método é fácil, pouco tempo é dispendido pelo técnico na coleta, 

além de ser um método simples e pouco invasivo, quando comparado à coleta de 

sangue;  

c) A coleta do suabe da conjuntiva ocular foi um método simples, pouco invasivo, 

porém incômoda para os equinos, quando comparada à coleta de sangue; 

d) A detecção da infecção por Leishmania spp. nos animais, somado à ausência de 

sinais clínicos nos mesmo indica a condição de portadores sãos destes hospedeiros; 

e) Foram encontrados gatos e equinos positivos para Leishmania spp. pela RIFI;     

f) O uso do suabe conjuntival pode ser uma ferramenta importante, em inquéritos 

epidemiológicos realizados em áreas endêmicas.  
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APÊNDICE A – PROTOCOLO DE EXTRAÇÃO DE DNA A PARTIR DE 
SANGUE TOTAL NaCl – Salting out (LAHIRI; NURNBERGER, 1991, 
com modificações) 
 

1. Descongelar as amostras; 

2. Transferir 1,0ml de sangue de cada amostra para microtubos plásticos com 
capacidade de 1,5 ml (livres de DNAses e RNAses), identificados; 

3. Adicionar 300 µl de solução de lise, homogeneizar por inversão e no vórtex e 
centrifugar (13.000 rpm por 1 minuto);  

4. Descartar o sobrenadante, vertendo o microtubo no frasco de descarte. 

5. Repetir os passos 3,4 e 5 tanto quanto for necessário, até que o pellet fique 
limpo (branco); 

6. Lavar o microtubo, adicionando 1,0ml de água ultrapura, usando movimentos 
leves para não mover o pellet. 

7. Verter e secar em papel absorvente em posição invertida; 

8. Para cada amostra, preparar a seguinte solução: 

a) 80 µl da solução tampão de proteinase K; 

b) 280 µl de água ultrapura; 

c) 20 µl de SDS (10%); 

d) 10 µl de proteinase K (25 mg/ml). 

Volume total= 390 µl 

9. Distribuir a solução nos microtubos que já estão com os pellets que contém 
DNA; 

10.  Aquecer a 54ºC, agitando periodicamente, durante 3 horas; 

11. Manter a 4ºC por aproximadamente 15 minutos; 

12.  Adicionar 120µl de solução de NaCl a 5M; 

13.  Passar cada amostra no vórtex, em velocidade máxima por 8 segundos;  

14. Centrifugar (13.000 rpm por 10 minutos); 

15.  Preparar e identificar novos microtubos; 

16.  Transferir 400µl do sobrenadante para seu respectivo tubo; 

17. Adicionar 1,0ml de etanol absoluto; 
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18. Homogeneizar por inversão duas a três vezes; 

19.  Manter no freezer -80ºC, durante 30 minutos ou overnight; 

20.  Centrifugar a (12.000 rpm por 20 minutos) a 4ºC; 

21. Descartar o sobrenadante e deixar os microtubos invertidos sobre papel 
absorvente; 

22.  Colocar em banho seco por 15 minutos; 

23.  Adicionar 40µl de água ultrapura e homogeneizar; 

24. Aquecer a 54 ºC. 

25. Utilizar ou Congelar.   
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APÊNDICE B – PROTOCOLO DE EXTRAÇÃO DE DNA A PARTIR DE 
SUABE DE CONJUNTIVA OCULAR NaCl – Salting out (LAHIRI; 
NURNBERGER, 1991, com modificações) 
 
 

1. Para cada microtubo com suabe, adicionar 300µl de solução tampão de 
proteinase K;  

2. Homogeneizar por 8 segundos em vórtex e deixar em temperatura ambiente 
durante 20 minutos; 

3. Recuperar 160µl do microtubo e distribuir em novos microtubos identificados, 
já preenchidos com 390µl com a seguinte solução: 

a) 200µl de água ultrapura 

b) 20µl de SDS (10%) 

c) 10µl de proteinase K (25mg/ml) 

4. Homogeneizar em vórtex por 8 segundos; 

5. Aquecer a 54ºC, agitando periodicamente, durante 3 horas; 

6. Manter a 4ºC por aproximadamente 15 minutos; 

7.  Adicionar 120µl de solução de NaCl a 5M; 

8.  Passar cada amostra no vórtex, em velocidade máxima por 8 segundos;  

9. Centrifugar 13.000 rpm por 10 minutos; 

10.  Preparar e identificar novos microtubos; 

11.  Transferir 400µl do sobrenadante para seu respectivo tubo; 

12. Adicionar 1,0ml de etanol absoluto; 

13. Homogeneizar por inversão duas a três vezes; 

14.  Manter no freezer -80ºC, durante 30 minutos ou overnight; 

15.  Centrifugar a 12.000 rpm por 20 minutos a 4ºC; 

16. Descartar o sobrenadante e deixar os microtubos invertidos sobre papel 
absorvente; 

17.  Colocar em banho seco por 15 minutos; 

18.  Adicionar 40µl de água ultrapura e homogeneizar; 
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19. Aquecer a 54 ºC. 

20. Utilizar ou Congelar.   
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ANEXO A – PROTOCOLO DE EXTRAÇÃO DE DNA A PARTIR DE 
SANGUE TOTAL COM ILUSTRA® BLOOD GENOMICPREP MINI SPIN 
KIT, GE HEALTHCARE® 
 

 

1. Adicionar no frasco de proteinase K liofilizada 1,5ml de água ultrapura, 

homogeneizar no vórtex e armazenar a 4ºC; 

2. Adicionar 24 ml de álcool absoluto no Tampão tipo 6 e homogeneizar por 

inversão; 

3. Em um microtubo, adicionar 200µl de sangue total em temperatura ambiente 

e 400µl de Lysis buffer type 10 

4. Homogeneizar no vórtex  

5. Deixar 10 minutos em temperatura ambiente; 

6. Transferir o conteúdo do tubo para um novo tubo com coluna; 

7. Centrifugar a 11.000 rpm , durante 1 minuto; 

8. Adicionar 500µl de Lysis buffer type 10; 

9. Centrifugar a 11.000 rpm, durante 1 minuto; 

10. Adicionar 500µl de Wash buffer type 6  

11. Centrifugar a 11.000 rpm, durante 3 minutos; 

12. Colocar a coluna em um novo microtubo livre de DNAses e RNAses; 

13. Adicionar 200µl de Eluition buffer type 5, aquecido a 70 ºC; 

14. Deixar 1 minuto em temperatura ambiente; 

15. Centrifugar a 11.000 rpm, durante 1 minuto; 

16. Recolher o DNA eluído; 

17. Utilizar ou estocar a -20 ºC. 

 

 

 

 
 
 
 




