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RESUMO 

 

 

Brighente KBS. Avaliação da PCR para identificação de infecção natural de 

flebotomíneos por Leishmania (Leishmania) infantum em uma micro-área do município 

de Dracena, São Paulo. [dissertação]. São Paulo: Instituto de Medicina Tropical de 

São Paulo da Universidade de São Paulo; 2016. 

 

A taxa de infecção mínima (TIM) em flebotomíneos é uma informação útil para 

estudos epidemiológicos em leishmaniose. Quando estes estudos de campo contem 

grande número de insetos, a PCR é a indicada para caracterização por Leishmania 

nos vetores. Este estudo avaliou a PCR na identificação da (TIM) natural por 

Leishmania spp. em Lutzomyia longipalpis e, ao mesmo tempo, determinou as (TIM) 

por Leishmania spp em uma micro-região endêmica do Estado de São Paulo. Na 

primeira parte deste estudo, as avaliações do desempenho das PCRs convencional 

(cPCR) e em tempo real (qPCR) foram realizadas em 66 amostras de conteúdo 

intestinal de flebotomíneos utilizados no xenodiagnóstico (30 positivas e 36 

negativas). O material contido nas lâminas foi transferido para tubos com solução 

salina estéril e congeladas a -20° C por cerca de 12 meses. Os marcadores 

moleculares utilizados foram RV1/RV2 para L. (L.) infantum na cPCR; e Linj31 para 

sub gênero (L.) (Leishmania) na qPCR. Das 30 amostras positivas, 20 (67%) e 21 

(70%) foram positivas utilizando os marcadores RV1/RV2 e Linj31, respectivamente. 

Das 36 amostras negativas no xenodiagnóstico, 2 (5%) foram positivas em todos os 

marcadores moleculares. Na segunda parte foram analisados insetos capturados 

durante 2 a 3 noites/mês durante 11 meses (janeiro a novembro de 2012) usando 10 

armadilhas automáticas de luz do tipo CDC ao redor de um canil em uma transição 

entre bairro periurbano e urbano de Dracena. As áreas de captura foram agrupadas 



em 3 zonas para determinar a TIM. Um total de 1.690 Lu. longipalpis foram 

capturadas durante o período estudado. Destes, 292 (17,25%) eram fêmeas de 

flebotomíneos e foram agrupadas em 165 pools (1 a 5 insetos) para extração de DNA 

e análise por PCR. Resultados positivos para L. (L.) infantum na cPCR e qPCR foram 

vistos em 7,28% (12/165) e 4,85% (8/165) das amostras, respectivamente. Estes 

dados confirmam que espécimes capturados na área de estudo estavam infectados 

por L. (L.) infantum. A TIM durante os 11 meses de capturas foi de 4,10% (292 

fêmeas coletadas). Os ecótopos com TIM mais altos foram canil, galinheiro e casa 2. 

Flebotomíneos infectados estavam presentes nos locais de captura com abundância 

de hospedeiros. O maior número de pools positivos (6/93) foi obtido no galinheiro, 

todavia a maior TIM foi obtido em um domícilio (1/6) 16,67%.  

 

Descritores: Leishmaniose Visceral, Reação em Cadeia por Polimerase, 

Epidemiologia, Armadilhas. 

 

 



ABSTRACT 

 

 

Brighente KBS. PCR evaluation for identification of natural infection in sandflies by 

Leishmania (Leishmania) infantum in a micro area of Dracena city, São Paulo. 

[dissertation]. São Paulo: Instituto de Medicina Tropical de São Paulo da Universidade 

de São Paulo; 2016. 

 

 

The minimum infection rate (MIR) in sandflies is a useful information for 

epidemiological studies on leishmaniasis. When these field studies consider large 

numbers of insects, PCR is indicated for identification and characterization of 

Leishmania in the vectors. This study evaluated a PCR in the identification of natural 

(MIR) by Leishmania spp. in Lutzomyia longipalpis and, at the same time, determined 

MIR by Leishmania spp in a micro region endemic in São Paulo State . In the first part 

of this study, the performance evaluation of conventional PCR (cPCR) and real-time 

PCR (qPCR) were carried out on 66 intestinal contents samples of non-xenodiagnostic 

sandflies (30 positive and 36 negative). The material contained in the slides was 

transferred to tubes with sterile saline solution and frozen at -20 ° C for about 12 

months. The molecular markers used were RV1 / RV2 for L. (L.) infantum in cPCR; E 

Linj31 for sub genus (L.) Leishmania on qPCR. From the 30 positive samples, 20 

(67%) and 21 (70%) were positive using the RV1 / RV2 and Linj31 markers, 

respectively. From the 36 negative xenodiagnostic samples, 2 (5%) were positive in all 

molecular markers. In the second part, we analyzed insects captured during 2 to 3 

nights / month for 11 months (January to November 2012) using 10 CDC automatic 

light traps around a kennel in a transition between urban and suburb of Dracena. 

Capture areas were grouped into 3 zones to determine MIR. A total of 1,690 Lu. 

longipalpis were captured during the study period. From these, 292 (17.25%) were 



female sand flies and were grouped into 165 pools (1 to 5 insects) for DNA extraction 

and PCR analysis. Positive results for L. (L.) infantum in cPCR and qPCR were seen in 

7.28% (12/165) and 4.85% (8/165) of the samples, respectively. These data confirm 

that the specimens captured in the study area were infected by L. (L.) infantum. The 

MIR during the 11 months of captures was 4.10% (292 females collected). The highest 

MIR ecotopes were kennel, chicken coop and house 2. Infected sandflies were 

presented at capture sites with host abundance. The highest number of positive pools 

(6/93) was obtained in henhouse, however the highest MIR was obtained in a domicile 

(1/6) 16.67%. 

 

Descriptors: Visceral Leishmaniasis, Polymerase Chain Reaction, 

Epidemiology, Traps.  
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1 INTRODUÇÃO 

 

 

1.1   Aspectos gerais das leishmanioses 

 

 

As leishmanioses constituem um complexo de doenças crônicas e 

infecciosas de distribuição mundial causadas por parasitos unicelulares, flagelados 

e digenéticos pertencentes ao sub-reino Protozoa, ordem Kinetoplastida, família 

Trypanosomatidae e gênero Leishmania.1 O gênero Leishmania possui espécies 

morfologicamente similares, porém biologicamente distintas com características 

genéticas próprias. 

Organismos da ordem Kinetoplastida apresentam o cinetoplasto, que é 

uma estrutura celular constituída de moléculas de DNA circulares conhecidos por 

kDNA de duas classes: maxicírculos e minicírculos.2  

De acordo com a forma que este parasita se divide no intestino do vetor 

ele pode ser classificado em dois subgêneros: Leishmania e Viannia 3 Assim, ao 

entrar em contato com o hospedeiro vertebrado os parasitas afetam o sistema 

mononuclear fagocitário (SMF) e se apresentam sob duas formas de manifestações 

clínicas. Uma delas é a leishmaniose tegumentar caracterizada por manifestações 

cutâneas, mucocutânea ou cutânea difusa, a outra é a leishmaniose visceral (LV) 

que consiste em alterações sistêmicas que eventualmente também podem levar a 

alterações cutâneas. 4,5 
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1.2  Agente etiológico  

 

 

Protozoários do gênero Leishmania são organismos digenéticos e 

unicelulares. Durante o ciclo de vida, este gênero apresenta duas formas principais: 

amastigota (Figura 1a) forma aflagelar, imóvel que tem um núcleo relativamente 

grande e redondo ocupando de metade a dois terços do corpo celular e está 

presente nos vertebrados, e promastigota (Figura 1b) forma flagelada, longa e 

achatada com cinetoplasto na posição anterior do parasita, próximo ao flagelo. 

presentes nos invertebrados.6,7,8 

   A                                                             B 

 

                                 

 

 

 

 

   

Figura 1- Formas evolutivas de Leishmania. (A), forma intracelular amastigota 
presente no hospedeiro vertebrado e (B), forma promastigota presente 
no vetor. Fonte: www.who.int/tdr9 

 

1.3 Ciclo Biológico 

 

 

As leishmanioses possuem um ciclo biológico caracterizado como 

heteroxênico, no qual se necessita de dois hospedeiros, um vertebrado 

representado por canídeos silvestres e domésticos, roedores e humanos e um 

invertebrado, representado pelo inseto vetor.10 
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O ciclo biológico acontece quando o vetor (hospedeiro invertebrado) que 

são insetos hematófagos conhecidos como flebotomíneos fazem o repasto 

sanguíneo no hospedeiro vertebrado inserindo em sua corrente sanguínea os 

promastigotas, que por sua vez terão tropismo pelo SMF. Estas formas, já dentro 

dessas células mudarão para amastigotas. Assim amastigotas estão relacionadas 

aos hospedeiros vertebrados, as quais se dividem por fissão binária até o momento 

em que a célula se rompe e, novos parasitas são liberados na corrente sanguínea 

com o objetivo de infectar novas células. No momento em que um vetor não 

infectado, ao fazer um repasto sanguíneo sugará também células infectadas com 

amastigotas. Ao chegar ao trato intestinal do inseto mudará de conformação para 

formas promastigotas. Estas se multiplicarão por fissão binária e irão migrar para o 

intestino médio torácico do inseto que ao fazer um novo repasto vai dar início ao 

ciclo novamente.11, 12 A Figura 2 mostra esquematicamente o ciclo biológico de 

Leishmania. 

 

 

1.4 Vetores 

 

 

Os vetores do agente da LV nas Américas são insetos Diptera da família 

Psychodidae e subfamília Phlebotominae, Lutzomyia longipalpis e Lutzomyia cruzi 

são as principais espécies vetoras no Brasil. Lutzomyia forattinii e Lutzomyia 

almerioi foram também apontadas como espécies transmissoras. 13,14,15  
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Figura 2 - Ciclo biológico de Leishmania spp.  
Fonte: http://www.cdc.gov/parasites/leishmaniasis/biology.html 16 

 

 

 

Estes insetos possuem de 1-4 mm de comprimento, são pilosos, de cor de 

palha ou castanho claro (Figura 3). Caracterizam-se por ter voo curto, baixo e 

saltitante. São encontrados em áreas de climas temperados e intertropicais. Não se 

afastam muito de seus criadouros não indo além de 250 metros. 17, 18 

Para que o ciclo imaturo possa se desenvolver (ovo-larva-pupa), os 

flebotomíneos necessitam de matéria orgânica, solo úmido e abrigo da luz solar. 

http://www.cdc.gov/parasites/leishmaniasis/biology.html
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Devido ao hábito hematofágico de alimentação das fêmeas e de sua capacidade de 

dispersão até a fonte de alimento, são capazes de se adaptar a diferentes 

ambientes naturais ou modificados pela intervenção humana. 19, 20 Os 

flebotomíneos apresentam hábitos noturnos, com atividade entre as 18:00-06:00 

horas. A introdução de animais domésticos no ambiente peridomiciliar (aves, porcos 

e cães) ofereceram fontes sanguíneas que favorecem o desenvolvimento do vetor, 

e possibilita a perpetuação do ciclo da transmissão da LV. 21 

Apesar da alta prevalência de infecção observada em cães em diferentes 

municípios brasileiros, sabe-se que as taxas de infecção natural de fletobomíneos 

para Leishmania é baixa, atingindo valores na faixa de 0,06 a 0,47% em áreas 

endêmicas da leishmaniose tegumentar americana e valores variando de 0,2 a 

7,14% em áreas endêmicas para LV. 22 

Lu. longipalpis possui hábitos alimentares ecléticos, com marcada zoofilia e 

antropofilia o que favorece seu papel vetor nos ciclos zoonóticos de L. (L.) infantum, 

facilitando seu estabelecimento e colonização do ambiente antrópico, incluindo 

áreas urbanas 23,24 Alguns estudos mostram alta densidade do vetor nos ambientes 

urbanos durante todo o ano. 24, 25 

Lu longipalpis apresenta ampla distribuição no Brasil. Como mostra a 

Figura 4, no Estado de São Paulo, o primeiro registro em uma área urbana 

aconteceu no município de Araçatuba em 1997, próximo à fronteira com o Mato 

Grosso do Sul.  Antes de 1997, Lu. longipalpis era encontrado somente em áreas 

rurais de seis municípios das regiões leste e nordeste do Estado. De 1998 a Junho 

de 2014, a presença da Lu. longipalpis tem sido relatada em mais de 164 

municípios, sendo que a maior expansão na distribuição de Lu. longipalpis 

aconteceu na parte ocidental de São Paulo, onde 146 municípios registraram sua 

presença em áreas urbanas durante o  período de 17,5 anos. 26  
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Figura 3 - Lutzomyia longipalpis 
Fonte: http://www.veterinariocornella.com/leishmaniainfo.html 28 

 

 
1.5 Quadro Clínico da LV 

 

A suspeita por LV acontece quando o paciente apresenta febre e 

esplenomegalia associado ou não à hepatomegalia (Figura 5). Devido a sua 

evolução clínica foi proposto dividi-la em períodos como: período inicial, período de 

estado e período final. No período inicial também chamada de “aguda” caracteriza o 

início dos sintomas que pode variar em cada paciente, mas na maioria dos casos 

inclui febre com duração inferior a quatro semanas, palidez cutâneo-mucosa e 

hepatoesplenomegalia. Geralmente nesta fase o paciente está preservado, na 

maioria dos casos o baço não ultrapassa a 5 cm do rebordo costal esquerdo.  É 

comum pacientes procurarem o serviço médico após o uso de antimicrobianos sem 

resposta e com história de tosse e diarréia. No período de estado a febre se torna 

irregular, quase sempre associada a emagrecimento progressivo, palidez cutâneo-

mucosa e aumento da hepatoesplenomegalia. O quadro clínico nesse período se 

apresenta com mais de dois meses de evolução, e o estado geral está 

comprometimento. Já no período final caso o paciente não procure o tratamento a 

doença evolui progressivamente com febre contínua e comprometimento mais 
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intenso do estado geral, apresentando desnutrição (cabelos quebradiços, cílios 

alongados e pele seca), edema dos membros inferiores que pode evoluir para 

anasarca, hemorragias (epistaxe, gengivorragia e petéquias), icterícia e ascite. 

Nestes casos o óbito geralmente é determinado por infecções bacterianas e/ou 

sangramento.29 

 

 

 

 

Figura 4 - Expansão e distribuição de Lu. longipalpis, em municípios do Estado de 

São Paulo, de acordo com o primeiro registro, na década de 1970 até 
junho de 2014. Nos municípios negativos, as pesquisas entomológicas 
não registraram a presença de Lu. longipalpis. 
Fonte: Casanova et al 2015 26 

 

 

 

1.6  Diagnóstico parasitológico  
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O diagnóstico parasitológico da LV apresenta baixa sensibilidade e alta 

especificidade podendo causar desconforto ao paciente, além de exigir complexos 

procedimentos médicos e veterinários, pois o mesmo é feito a partir de punções 

aspirativas de baço, linfonodos, medula óssea, crista ilíaca ou liquido 

cefalorraquiano.  

 

 

Figura 5 - Pacientes com LV.  
Fonte:http://bvsms.saude.gov.br/bvs/publicacoes/manual_vigilanci
a_controle_leish_visceral_2006.pdf 30 

 

O diagnóstico consiste na verificação de amastigotas intracelulares pela 

pesquisa microscópica após coloração por Giemsa ou Leishman. A sensibilidade 

varia entre 65% e 85%. 31 

As amostras biológicas recém coletadas podem também ser inoculadas 

em meios de cultura para Leishmania spp, com o NNN (Neal, Novy, Nicolle) com 

uma fase líquida de LIT (Liver Infusion Triptose) ou solução de salina estéril.  

O isolamento de espécies de Leishmania também pode ser realizado in 

vivo, com inoculação na pele ou peritônio de animais susceptíveis. Hamster 
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dourado (Mesocriteus auratus) é altamente susceptível a (L.) (L.) infantum. O curso 

da infecção é bem similar à doença em humanos e a infecção progride para o óbito 

do animal. Portanto é considerado um bom modelo animal para o estudo da LV. 29, 

32, 33 

 

1.6.1 Métodos imunológicos  

 

 

Devido à baixa sensibilidade dos métodos parasitológicos e os longos 

períodos dispensados aos meios de cultura, vários métodos sorológicos foram 

desenvolvidos, sendo eles: ELISA, Imunofluorescência Indireta, Teste rápido 

imunocromatográfico, Aglutinação Direta e Imunobloting. Os testes imunológicos 

apresentam sensibilidade e especificidade variáveis e ainda nenhum destes 

diagnósticos se tornou padrão ouro. 34 

A intradérmorreação de Montenegro (IDRM) ao contrário do que ocorre na 

leishmaniose tegumentar irá ter resultado negativo no período de estado da doença 

não sendo um método utilizado para o diagnóstico da LV, porém após a cura da 

doença esse teste pode dar positivo por 6 meses até 3 anos após o fim do 

tratamento. 29,33 
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1.6.2 Métodos moleculares 

 

 

Os métodos moleculares têm sido utilizados amplamente no diagnóstico. O 

principal deles é a reação em cadeia da polimerase (PCR), técnica que amplifica 

um fragmento específico do DNA do parasita resultando em milhões de cópias. 

Este método permite sobretudo, a amplificação de oligonucleotídeos que formam 

uma sequência conhecida do parasito. Podendo este ser realizado em diferentes 

amostras, tais como aspirados de medula, aspirados de linfonodos, sangue e 

urina..35 A vantagem desse método é a substituição dos testes de cultura do 

parasita, além de requerer quantidades bem menores de amostras para a 

análise.,36,37 

A sensibilidade desses métodos depende da escolha da sequência alvo e 

do objetivo do estudo, porém comparado a outros testes parasitológicos a 

sensibilidade é muito superior devido a detecção do DNA de formas amastigotas e 

promastigotas de Leishmania, mesmo com amostras biológicas que apresentam 

baixa parasitemia. A PCR possui capacidade de detecção de 1 fentograma de DNA 

por parasito. 38, 39 

As espécies de Leishmania têm de 20 a 25 cromossomos com elevado 

grau de polimorfismo. O DNA genômico é composto por 25% de sequências 

repetitivas, 13% por sequências moderadamente repetitivas e 60% por sequências 

únicas, o que permite uma variedade muito grande de sequencias alvos para a 

PCR.40  

A PCR em tempo real (qPCR) tem vantagens sobre a PCR convencional 

(cPCR), como a diminuição dos riscos de contaminação, pois a leitura acontece 
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sem que o tubo seja aberto, preservando inclusive o laboratório de contaminações. 

Outra vantagem está na quantificação dos parasitas por miligrama de tecido, o que 

permite a monitoramento da progressão ou regressão da doença. 41 

 

 

 

1.7  Tratamento 

 

 

Em relação ao tratamento poucos avanços foram obtidos apesar da alta 

prevalência da doença. Todos os medicamentos utilizados são tóxicos e 

apresentam eventos adversos. As drogas de escolha no tratamento da LV são os 

antimoniais pentavalentes como o Glucantime® e o Pentostan®, que são utilizados 

por períodos prolongados, contam com uma alta cardiotoxidade e nem sempre são 

efetivos. Em adição, causam vários efeitos colaterais como mialgia, artralgia, 

inapetência, náusea, vômito, epgastralgia, pirose, dor no local da aplicação, febre, 

arritmia cardíaca grave, hepato/nefrotoxidade e pancreatite. Durante o tratamento 

deve-se fazer o monitoramento de enzimas hepáticas, funções renais, amilase, e 

lipase sérica e eletrocardiograma de controle. Estas medicações são 

contraindicadas em gestantes, pacientes com insuficiência ou transplante renal. 29 

É de grande importância a confirmação parasitológica da doença antes 

que se inicie o tratamento. Porém, quando na falta do diagnóstico sorológico ou 

parasitológico, ou na demora da sua liberação, o tratamento deve ser iniciado. 

Quando a doença se encontra em um estado mais grave o tratamento é realizado 

em âmbito hospitalar, já para os demais casos, a hospitalização do paciente é 

opcional. O tratamento é específico e engloba medidas adicionais, como 

hidratação, antitérmicos, antibióticos, hemoterapia e suporte nutricional. Outros 
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exames laboratoriais e eletrocardiográficos de serão realizados durante o 

tratamento para acompanhar a evolução e identificar possível toxicidade 

medicamentosa. 

O antimonial pentavalente poder ser administrado no nível ambulatorial, 

uma vantagem que diminui os riscos relacionados à hospitalização. 

No caso de gestantes e pacientes que tenham contraindicações ou que 

manifestem toxicidade ou refratariedade relacionada ao uso dos antimoniais 

pentavalentes a anfotericina B é a única opção de tratamento.  

Recomenda-se o antimoniato de N-metil glucamina como fármaco de 

primeira escolha para o tratamento da LV, exceto em algumas situações, nas quais 

se recomenda o uso da anfotericina B, prioritariamente em sua formulação 

lipossomal. 

A lista de indicações para utilização da anfotericina B lipossomal inclui 

pacientes com idade menor que 1 ano, maiores de 50 anos, insuficiência renal, 

insuficiência hepática, insuficiência cardíaca, hipersensibilidade ao antimonial 

pentavalente ou a outros medicamentos utilizados para o tratamento da LV, 

infecção pelo HIV, comorbidades que comprometem a imunidade, uso de 

medicação imunossupressora, falha terapêutica ao antimonial pentavalente ou a 

outros medicamentos utilizados 

para o tratamento da LV e gestantes. 

 O clínico também pode sugerir esse tratamento em situações em que o 

paciente apresente hipersensibilidade ou falha terapêutica ao antimonial 

pentavalente e não se enquadre em nenhum dos critérios de indicação para 

utilização da anfotericina B lipossomal, esse tratamento poderá ser adotado como 

alternativa terapêutica ao desoxicolato da anfotericina B. 42 

 

 



24 

 

 

 

1.8  Reservatórios 

 

 

Uma grande variedade de mamíferos domésticos e silvestres são 

reservatórios e hospedeiros de Leishmania spp. Entre as principais espécies estão 

os animais pertencentes às ordens: Marsupialia, Carnivora e Rodentia. Raposas 

dos gêneros Cerdocyon thous, também é considerado reservatório. 43, 44, 45Abaixo 

dois exemplos de reservatórios silvestres (Figura 6). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 6 - Raposa (A) Marsupial (B): Reservatórios silvestres de L. (L.) 
infantum . Fonte: Brasil Ministério da Saúde. Manual de Vigilância e 

controle da Leishmaniose Visceral; 2006.29 

  

 

 

A B 
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Dentre os animais domésticos, o cão (Canis familiaris) é considerado o 

principal reservatório.46 Sua participação no ciclo biológico da LV foi aventada por 

Nicolle e Comte em 1908, na Tunísia a partir da detecção do agente etiológico 

nesses animais. 47 No Brasil essas observações foram realizadas por Evandro 

Chagas que demostrou a presença da doença no homem e no cão além da 

infecção em Lu. longipalpis. Foi, portanto neste período que o parasita foi 

classificado como Leishmania chagasi.48, 49 Em 1956, Deane incrimina o cão e a 

raposa como reservatórios naturais nas áreas de grande expressão endêmica, 

definindo a partir desse momento a doença como uma zoonose.50 Já em 1958, 

outros animais infectados foram encontrados em florestas do norte e nordeste do 

Brasil, com isso foi neste momento se deu início as primeiras campanhas 

governamentais para o controle da LV no país.51 

Atualmente, os felinos domésticos (Felis catus) ainda não tem um papel 

epidemiológico bem definido como reservatório do agente da LV, porém, estudos 

apontam o seu envolvimento no ciclo de transmissão da Leishmania. 52,53,54  

 

 

1.9  Epidemiologia da LV 

 

 

As leishmanioses apresentam-se com um caráter emergente e fazem parte 

de um grupo de doenças zoonóticas e negligenciadas que se tornaram um grande 

desafio para a saúde pública no mundo.  

Segundo a OMS (Figura 7) cerca de 98 países são afetados, com uma 

estimativa de 1,3 milhões de novos casos ao ano em seres humanos, sendo destes 

300.000 afetados pela LV, considerada a forma mais grave da doença. 55 
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As duas espécies conhecidas que causam a LV são L. (L.) donovani e L. 

(L.) infantum, sendo que a primeira é responsável por infecções em humanos e com 

incidência em países do velho mundo, enquanto que a segunda acomete tanto 

humanos quanto cães nas Américas. Ambas são em sua maioria (90%) registrados 

em Bangladesh, Brasil, Etiópia, Índia, Nepal, Sudão do Sul e Sudão. Na maioria dos 

casos a doença apresenta um desenvolvimento relativamente rápido o que pode 

evoluir para óbito caso não seja diagnosticada e tratada corretamente. 55, 56,  

 

Em 2013 foram registrados 3.389 casos de LV em oito países do 

continente americano sendo a maior concentração de casos (96%) em território 

Brasileiro onde as notificações chegaram a 3.253 casos. Assim, o Brasil concentra 

a maior taxa de casos, sendo 16,71 casos por 100.000 habitantes.57 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Figura 7- Distribuição geográfica da Leishmaniose visceral no Velho Mundo 
e no Novo Mundo. fonte:http://www.who.int/leishmaniasis/burden/en/ 55 
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1.10 LV em municípios paulistas 

 

 

Estudos pioneiros da fauna flebotomínica no estado de São Paulo, quando 

do início da ocupação humana do oeste paulista, com grandes derrubadas de mata 

e elevado número de casos humanos de LTA descrevem a existência de diferentes 

espécies, mas nunca citaram Lu. longipalpis,58, 59 A sua presença no território 

paulista foi descrita nos idos de 1970 na área rural de Salto de Pirapora.60  

Contudo, inquéritos entomológicos no Estado de São Paulo mostraram a sua 

presença no ambiente urbano intradomiciliar no município de Araçatuba desde 

1997.61 Segundo a publicação dos 40 anos da Sucen, a presença deste vetor em 

municípios paulistas aumentaram de 68 em 2007 para 163 municípios em 2015. 62 

A expansão da LV no território paulista ocorreu no sentido oeste para 

centro oeste (Figura 8). Atinge especialmente os municípios contíguos à rodovia 

estadual SP 300, a “Marechal Rondon”. Em 2001 foram registrados casos em 

Penápolis; em 2003 em Bauru, em 2006 em Agudos e em 2007, em Lençóis 

Paulista.63 Mais recentemente foram registrados casos caninos autóctones em 

municípios mais distantes da área referida, como Espírito Santo do Pinhal, Salto, 

São Pedro e Campinas.64 O Centro de Vigilância Epidemiológica da Secretaria 

Estadual de Saúde do Estado de São Paulo, de 1999 a 2013 identificou 2.204 

casos humanos de LV, sendo 192 fatais, em 76 municípios no oeste paulista.63  O 

sistema de vigilância estabeleceu a classificação dos casos humanos nos 

municípios em dois grupos a cada período de três anos como: 1. com transmissão 

e 2. sem transmissão. De acordo com a média de casos em seres humanos nos 

últimos três anos, os municípios de transmissão de LV foram estratificados em três 
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categorias: 1) transmissão esporádica com menos 2,4 casos; 2) transmissão 

moderada entre 2,4 a 4,4 casos e 3) transmissão intensa mais de 4,4 casos.65  

 

 

Figura 8- Rota da expansão de casos humanos de leishmaniose visceral no 
Estado de São Paulo, de acordo com o primeiro caso humano em 
1999 até 2013. 27 

 

 

1.10.1 Dracena: área de estudo  

 

 

Dracena está localizado na região noroeste do Estado de São Paulo, na 

latitude 21º 28 '57 "S, longitude 51º 1' 58" W, altitude de 421 m; com área terrestre 

de 487,688 km2. No presente momento, apenas 7,12% da região tem vegetação 

nativa da Mata Atlântica (Figura 9). A população estimada é de 46,088 habitantes.66 

Em 2003 foi identificado a presença do vetor e em  2015 o primeiro caso de LV 

humana e canina foi relatada 67, de 2011 a 2013 o município foi classificado com 
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transmissão intensa de casos humanos autóctones segundo o boletim 

epidemiológico paulista.65 

  

 

 

 

 

 

 

Figure 9 -  Mapa da América do Sul e Brasil indicando a localização do Estado de São 
Paulo (A). Mapa do Estado de São Paulo indicando a localização de do 
município de estudo (Dracena) (B), Latitude: 21º 28' 59" S Longitude: 51º 
32' 57 "13” W Altitude: 413m. 
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1.11 Justificativa 

 

 

A LV é uma zoonose com grande impacto na saúde pública. No Estado 

de São Paulo sua incidência acomete principalmente municípios do oeste e centro 

oeste paulista onde ocorre a maior parte das notificações de casos. Dentre eles se 

encontra o município de Dracena, que identificou o vetor  em 2003. A partir de 

2005 o município começou a apresentar casos autóctones de LV humana e canina 

tendo um registro de 153 casos humanos de 2005 a 2016.  

As altas densidades de flebotomíneos associadas a presença de 

animais domésticos em ambientes peridomiciliares proporciona excelentes 

condições para o estabelecimento e a manutenção do ciclo de transmissão da 

doença, com isso a escolha de uma área do município para o estudo constituiu-se 

uma excelente opção de estudo. 

Neste sentido, a determinação da infecção de Leishmania pela PCR em 

flebotomíneos se torna uma metodologia importante já que pode avaliar uma 

grande quantidade de flebotomíneos em um período de tempo menor que os 

métodos tradicionais, e assim colaborar junto a outros métodos parasitológicos 

para melhores resultados.  

A identificação da taxa de infecção natural irá contribuir como um 

importante dado epidemiológico da micro área estudada apontando as 

porcentagens de infecção encontrada em pools de flebotomíneos. 
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2 OBJETIVOS  

 

 

2.1 Objetivo Geral 

 

Padronizar e avaliar dois métodos moleculares de identificação da infecção 

por L. (L.) infantum em Lu. longipalpis, e determinar as taxas de infecção natural 

em uma micro- área do município de Dracena, Estado de São Paulo. 

 

2.2 Objetivos Específicos 

 

 

a) Avaliar dois métodos de diagnóstico molecular (cPCR e qPCR) para a 

identificação da infecção por  Leishmania spp. em Lutzomiya longipalpis. 

b) Comparar os resultados encontrados pela cPCR e a qPCR.  

      c) Identificar espécies de Leishmania spp. em fêmeas naturalmente infectadas. 

d) Determinar as taxas de infecção mínima em fêmeas capturadas em uma 

micro área de Dracena no Estado de São Paulo. 

e) Comparar as taxas de infecção natural nos flebotomíneos coletados em 

diferentes locais. 
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3 MATERIAIS E MÉTODOS 

 

 

3.1. Considerações éticas 

 

 

Este trabalho foi aprovado na Comissão de Pesquisa e Ética e 

Comissão de Ética no uso de Animais em Pesquisa do Instituto de Medicina 

Tropical da Universidade de São Paulo, onde o trabalho foi aprovado sob o numero 

CPE-IMT/270 “Padronização e validação de um método molecular para 

identificação de infecção natural de flebotomíneos por Leishmania spp.” (Anexo A). 

 

 

PARTE 1. Padronização da PCR em flebotomíneos 

 

 

3.2 Amostragem de tubo digestivo de Lu. longipalpis  

 

 

Entre o período de agosto a dezembro do ano de 2013 em uma clínica 

veterinária, trinta e seis cães sabidamente infectados com LV confirmados por 

diagnóstico sorológico foram isolados e anestesiados e tiveram a orelha exposta 

para cinquenta fêmeas nulíparas de Lu. Longipalpis. As mesmas puderam fazer o 

repasto sanguíneo por cerca de 30 minutos e após 5 dias, esses insetos foram 

dissecados em microscópio de luz a fim de detectar promastigotas no conteúdo 

intestinal. Após a análise, as lâminas foram lavadas com solução salina estéril e 

seu material transferido individualmente para tubos de 2,5 mL e mantidos a -20°C. 
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Todo este material congelado foi transferido para São Paulo (Instituto Adolfo Lutz), 

onde ocorreram as extrações de DNA. 

(*Essa parte do trabalho foi coordenada pelo Dr. André Antonio Cutolo)  

As padronizações da cPCR e da qPCR foram realizadas a partir de 30 

amostras de conteúdo intestinal de flebotomíneos positivos e 36 amostras 

negativas no xenodiagnóstico. 

 

 

3.3 Extração de DNA do conteúdo intestinal de flebotomíneos 

 

 

As extrações de DNA foram realizadas com Kits Qiagen conforme 

procedimentos descritos, porém com duas modificações onde foi utilizado 10 µL de 

proteinase e 90 de ATL.69,70 As amostras foram transferidas para tubos de 1,5 mL, 

centrifugadas por 1 minuto a 2.800 g e descartados os sobrenadantes. A seguir, as 

amostras foram dissolvidas em tampão de lise (Tris-HCl, 10 mM, pH 8.0; EDTA 

10mM; SDS, 0,5%; N-laurilsarcozil, 0,01%; proteinase K, 100µg/mL), incubadas em 

banho-Maria a 56°C por 20 minutos, agitadas por 15 segundos em vortex e, 

novamente incubadas em banho-maria 56°C por cerca de 10 minutos. Após esse 

processamento inicial as amostras foram processadas por colunas de afinidade 

(QIAamp DNA Mini Kit - QIAGEN®), conforme instruções do fabricante. As 

concentrações e qualidade das amostras de DNA foram avaliadas por 

espectrofotometria em Nanodrop (Thermofisher) em comprimento de onda 260 e 

280 nm. A seguir as amostras de DNA foram estocadas a -20ºC. 
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3.4  cPCR 

 

 

As reações de amplificação foram padronizadas e realizadas com auxílio 

de um kit comercial (GoTaq®Green Master Mix-Promega) contendo 2 corantes 

(azul e amarelo) que permitem monitorar o progresso das amostras durante a 

eletroforese. Cada 12,5 μL do “mix” continha 1 unidade de Taq DNA polimerase em 

10 mM Tris-HCl, pH 8.5; 50mM KCl; 1.5 mM MgCl2 e 200 mM de cada um dos 

desoxinucleosideos trifosfatados (dATP, dGTP, dCTP, dTTP). Cada reação foi 

realizada adicionando-se 3 μL do DNA alvo e 25 pmol de cada iniciador num 

volume final de 25 μL. As amplificações foram realizadas utilizando um 

termociclador Veriti® Thermal Cycler (Applied Biosystems®). A cada reação foram 

incluídos os seguintes controles: dois controles negativos, sendo um, somente 

água ultrapura, que substituiu o DNA, e no outro, DNA extraído de uma amostra 

sabidamente negativa para Leishmania spp. O controle positivo foi constituído de 

DNA extraído de promastigotas de cepa padrão de L. (L.) infantum 

(MHOM/TN/1980/LEM235) mantidos em culturas axênicas (Figura 10).   

A identificação de L. (L.) infantum foi realizada pelo marcador molecular 

RV1/RV2, que amplifica um fragmento de uma região variável do minicírculo do 

kDNA, especifica para o complexo L. (L.) donovani. Para avaliar a qualidade da 

extração de DNA e monitorar a presença de inibidores da Taq DNA polimerase foi 

utilizado o marcador molecular Lu1/Lu2, que amplifica um fragmento de um gene 

específico do 28s rRNA de Lu. longipalpis. Em algumas amostras foi utilizado o 

marcador 150/152 de Leishmania spp. apenas para a confirmação de amostras 

que já haviam dado positivo porém com padrões de bandas mais enfraquecidos. 

As especificações de cada marcador molecular encontram-se descritas em 

detalhes na Tabela 1. 
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A fim de determinar o melhor resultado das análises de eletroforese de 

DNA foram amplificadas amostras contendo 1, 2, 3 e 5 µL de DNA template. A 

quantidade ideal foi de 3 µL para análise das amostras na cPCR e qPCR.  

Os produtos de DNA foram analisados por eletroforese horizontal em géis 

de agarose a 2% corados por brometo de etídio, visualizados e analisados em 

transiluminador de ultravioleta. A documentação foi realizada por digitalização. 

 

 

 

 

 

Figura 10. Amostras de “Pools” de DNA de flebotomíneos sendo 
preparados para a cPCR. 
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3.5  qPCR 

 

 

As qPCRs foram realizadas com o marcador molecular Linj31 (Tabela 

1), que amplifica a região de uma proteína hipotética codificada pelo mRNA de L. 

(L.) infantum.68,69 As reações foram realizadas no aparelho ABI 7300 Real Time 

PCR System (Applied Biosystems). O sistema utilizado foi com uma sonda de 

hidrólise do tipo TaqMan, duplamente marcada (Tabela 1). Na extremidade 5`end 

foi ligado covalentemente um fluoróforo FAM (6-carboxy-fluorescein). Na 

extremidade 3`end, foi ligado um “quencher” NFQ (non-fluorescent quencher). As 

reações foram realizadas , em um volume final de 20 µL por reação. O volume de 3 

µL de DNA foi adicionado a um reagente contendo 10 µL de 2X TaqMan Universal 

PCR Master Mix (NoAmpliErase UNG) e 1 µL de uma mistura que inclui os 

marcadores “forward” e o “reverse” na concentração de 18 µM, e a sonda TaqMan, 

marcada com FAM e usando NFQ como quencher na concentração de 5 µM. 

Foram adicionados às reações dois controles negativos e um controle positivo, 

assim como realizados na PCR convencional. As amplificações ocorreram em um 

ciclo inicial de 50°C por 2 minutos para melhor atividade da AmpliErase UNG, uma 

enzima que remove qualquer produto amplificado anteriormente, evitando 

contaminação cruzada. A segunda etapa foi um ciclo a 95°C por 10 minutos. Na 

próxima etapa foram realizados 40 ciclos a 95°C por 15 segundos e a 60°C por 1 

minuto. 
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Tabela 1 – Seleção de marcadores moleculares utilizados nas amostras de conteúdo intestinal de flebotomíneos. 

 

 

 

 

 

 

 

 

PCR 

Marcadores 

moleculares 

 

Sequencia 
5’→ 3’ 

Produto esperado (pb)/ 
Temperatura 

de pareamento 

 
Referência 

 
 
Convencional 

 
150/152 

 
GGGKAGGGGCGTTCTSCGAA 
SSSWCTATWTTACACCAACCCC 
 

 
120/ 55º 

 
Passos et al., 1999 70 
 
 

 RV1/RV2 CTTTTCTGGTCCCGCGGGTAGG 
CCACCTGGCCTATTTTACACCA 
 

145/60° Ravel et al., 1995 71 

     
     
     

 
Em tempo real 

 
Linj31 

 
CCGCGTGCCTGTCG 
CCCACACAAGCGGGAACT 

 
Sonda:CCTCCTTGGACTTTG 

 
Colombo et al., 201168 

Colombo et al., 201569  
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PARTE 2. PCR em flebotomíneos capturados em campo 

 

 

A segunda parte deste estudo foi dedicado a realizar o processamento de 

flebotomíneos provenientes de capturas, que foram realizadas por armadilhas 

luminosas automáticas (tipo CDC). As coletas foram coordenadas pelo pesquisador 

André A. Cutolo.  

 

 

3.6 Ecótopos de insetos 

 

 

A área de estudo selecionada foi o município de Dracena, uma região 

endêmica para LV (vide descrição pag 29 de Introdução e Figura 9B).   

Durante o período de janeiro a novembro 2012 foram capturados insetos 

num período de 2 a 3 noites/mês, utilizando 10 armadilhas luminosas automáticas 

em torno de um canil que estava localizado na transição entre um bairro periurbano 

e outro urbano da cidade de Dracena. Este local era rodeado por pequenas áreas 

agrícolas, pastagens e casas. A Figura 11 mostra a localização geográfica (latitude 

21º 28 '59 "S, longitude 51º 32 '57 "13" e altitude 413 m). Os ecótopos com 

armadilhas foram marcados numericamente como ilustra as Figuras 11 e Tabela 2. 

As capturas dos insetos foram divididas em três ecotopos. O ponto de coleta A foi 

constituído de quatro armadilhas distribuídas em uma pequena chácara contendo 

uma casa (1) rodeada por um pomar contendo mangueiras e um galinheiro. O 

ponto de coleta B foi constituído de cinco armadilhas distribuídas dentro de um 

canil e uma área de pastagem. O ponto de coleta C continha apenas uma 

armadilha em um quintal da casa (2) situado em uma área urbanizada. A distância 
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aproximada entre armadilha 1 e 10 foi de aproximadamente 350 metros. A 

distribuição das 10 armadilhas de luz automáticas é mostrado na Figura 12. 

 

 

Tabela 2- Descrição dos ecótopos, localização e a numeração da armadilha,  
mostrados na Figura 11.  

 

 
Ecótopos  

 
                          Localização  

  

 

A. Chácara 1 

 

 

Pomar com uma mangueira atrás da casa 1 (1) 

Galinheiro (2) 

Casa 1/varanda da residência (3) 

Pomar com mangueiras em frente da casa 1 (4) 

 

 

B. Chácara 2 

 

Bambu atrás do canil (5) 

Canil/ área de serviço (6) 

Canil/baia para cães (7) 

Varanda do canil (8) 

Pasto com árvores dispersas (9) 

  

 

C. Casa 2 

 

Casa 2 em área urbana (10) 
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Figura 11- Localização de área de estudo e distribuição de 10 armadilhas automáticas (Tipo CDC). As coletas foram realizadas num bairro periurbano 

de Dracena (latitude 21º28'59"S, longitude 51º32'57"13” e altitude 413 m), em torno de um canil. Ponto de coleta A (chácara 1):1. pomar 
com uma mangueira atrás da casa 1; 2. galinheiro; 3. casa 1/varanda da residência; e 4. pomar com mangueiras em frente da casa 1. 
Ponto de coleta B. (chácara 2); 5. Bambu atrás do canil; 6. canil/ área de serviço; 7. Canil/baia para cães; 8. varanda do canil; e 9. pasto 

com árvores dispersas. Ponto de coleta C; 10. Casa 2 em área urbana. Imagem adquirida em 2012. Digitalglobe (2012 

MapLink/teleAtlas a altitude de 935 m do ponto de vista (Fonte: Google Earth, Google Inc., 2011). O uso da imagem está de 

acordo com o descrito no site: https://www.google.com/intl/pt-BR/permissions/geoguidelines.html 

https://www.google.com/intl/pt-BR/permissions/geoguidelines.html
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   A                                                             B                                                             C 
 

          
 
 
                                D                                                            E                                                                 F 

         
 
Figura 12 – (A). Ponto 1, mangueira atrás da casa com armadilha CDC. (B). Ponto 2, galinheiro; (C) Ponto 5, bambu atrás do canil; (D e 

E) Ponto 7, canil/baia para cães (D) e com vista para o bambuzal (E). (F) Ponto 9, pasto com árvores dispersas. 
 
.
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3.7 Coleta, Identificação e Armazenamento de flebotomíneos 

 

 

Após as capturas, os insetos foram mortos pelo frio, acondicionados em 

copos de coleta e cerca de uma hora depois os copos foram retirados do freezer e 

colocados em temperatura ambiente para secarem. A seguir, com auxílio de 

pinças, estiletes entomológicos, os flebotomíneos foram separados dos demais 

insetos, a sexagem determinada e foram identificados e mantidos a -20ºC em 

etanol a 70%. As fêmeas de flebotomíneos coletadas em 10 armadilhas durante os 

meses de janeiro a novembro de 2012 foram colocadas em tubos de 2,5 mL  

devidamente identificados com a data e local de captura. Os machos de Lutzomyia 

longipalpis foram identificados por meio de lupa pela presença de espinhos nos 

parâmeros do aparelho reprodutor. As fêmeas foram identificadas pelo tamanho e 

coloração do catepisterno. No caso de fêmeas com características morfológicas 

duvidosas, removeu-se a porção terminal do abdômen para separação da porção 

contendo as espermatecas (o restante do corpo manteve-se em freezer para o 

processamento da PCR) e levou-se os mesmos para o processo de clarificação, 

coloração e montagem de lâmina para a confirmação da espécie de flebotomíneos. 

Os indivíduos machos e as porções terminais abdominais das fêmeas foram 

clarificados, corados e montados em lâmina para identificação específica conforme 

a classificação de Galati. 76 

 

Os insetos permaneceram em solução de potassa 10% por 12 horas, 

logo após foram lavados em uma solução de ácido acético 10%  e a seguir 

permaneceram nesta solução, acrescida de três gotas de corante fuccina  por 10 

minutos. Em seguida foram desidratados por passagem em série alcóolica, ficando 

dez minutos em solução de etanol a 80%, posteriormente dez minutos em etanol 
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90%, dez minutos em etanol 95% e finalmente dez minutos em etanol 100%. Após 

a série alcóolica os insetos foram transferidos para solução de óleo de cravo 

(eugenol) por duas horas, podendo posteriormente ser identificados diretamente 

em microscópio óptico com aumento de 100 vezes e/ou montados em lâminas 

microscópicas definitivas com meio enecê para análise microscópica mais 

detalhada com aumento de 400 vezes.  

- Como a variação de espécies foi baixissima (mais de 99% dos insetos 

foram identificados como Lu. longipalpis) foi seguro utilizar a metodologia da 

triagem via lupa, mais rápida e prática. 

 

 

3.8 Extração e purificação de DNA de flebotomíneos  

 

 

As fêmeas foram separadas individualmente ou em grupos de 1 a 5 

espécimes (em tubos de 1,5 mL). A seguir, os tubos foram centrifugados por 1 

minuto a 2.800 g para a retirada do etanol a 70%. A seguir, os flebotomíneos foram 

dissolvidos em tampão de lise (Tris-HCl, 10 mM, pH 8.0; EDTA 10mM; SDS, 0,5%; 

N-laurilsarcozil, 0,01%; proteinase K, 100µg/mL) e macerados com pistilo e, 

posteriormente incubados em banho-Maria a 56°C por 20 minutos. Em seguida, as 

amostras foram agitadas por 15 segundos em vortex e incubadas novamente em 

banho-maria 56°C por um período de 10 minutos ou até a lise total dos tecidos. 

Após esse tratamento inicial, as amostras foram processadas para extração e 

purificação de DNA conforme descrito no item 3.3 de Materiais e Métodos. 
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3.9  cPCR e qPCR em DNA extraído de flebotomíneos 

 

 

Os procedimentos nesta parte do estudo foram realizados exatamente 

como descritos nos itens 3.4 e 3.5 de Materiais e Métodos. 

A fim de sanar quaisquer dúvidas quanto as amostras que se 

apresentaram negativas nos marcadores RV1 RV2 e Linj 31, foram utilizados os 

marcadores moleculares 150/152, especifico para Leishmania spp, LITSR/L5.8S, 

que amplifica uma região ribossomal (SSU rRNA) codificada por ITS1 (presente em 

todas as espécies de Leishmania). Adicionalmente, foi investigado se estas 

amostras poderiam estar infectadas com outra espécie de Leishmania. Assim, 

foram realizadas novas reações utilizando o marcador molecular LB-3C/LU5A. O 

alvo da sequência do iniciador LU-5A é a região conservada SL, presente em todas 

as espécies de Leishmania, já o iniciador LB-3C provém da região não transcrita, 

variável e específica para o complexo L. (Viannia) braziliensis. Os marcadores 

moleculares utilizados estão descritos na Tabela 3.  
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Tabela 3- Seleção de marcadores utilizados para a avaliação da infecção natural em fêmeas de flebotomíneos 

 

 

PCR 

Marcadores 

moleculares 

 

Sequencia 
5’→ 3’ 

Produto esperado (pb)/ 
Temperatura 

de pareamento 

 
Referência 

 
 
Convencional 

 
150/152 

 
GGGKAGGGGCGTTCTSCGAA 
SSSWCTATWTTACACCAACCCC 
 

 
120/ 55º 

 
Passos et al., 1999 70 
 
 

 RV1/RV2 CTTTTCTGGTCCCGCGGGTAGG 
CCACCTGGCCTATTTTACACCA 
 

145/60° Ravel et al., 1995 71 

 Lu1/Lu2 TGAGCTTGACTCTAGTTTGGCAC 
AGATGTACCGCCCCAGTCAAA 
 

370/55º Freitas-Lidani et al.,201472 
 

 LB-3C/LU5A CGTCGCCGAACCCCGTGTC 
TTTATTGGTATGCGAAACTTC 
 

146-149/ 57.8° 
 

Harris et al. 199873 
 

 LITSR/L5.8S  CTGGATCATTT-TCCGATG 
TGATACCACTTATCGCACTT 

300-350/53° El Tai et al. 200174      
Schonian et al.,200375 

 
Em tempo real 

 
Linj31 

 
CCGCGTGCCTGTCG 
CCCACACAAGCGGGAACT 

 
Sonda:CCTCCTTGGACTTTG 

 
Colombo et al., 201168 

Colombo et al., 201569  



46 

 

 

 

 

3.10 Análise dos dados 

 

 

Os níveis de infecção parasitária foram determinados pela taxa de 

infecção mínima como descrito anteriormente.77,78 A TIM foi estimada utilizando a 

fórmula: TIM = número de grupos positivos (“pools”) X 100/número de insetos 

totais. As concentrações de L. (L.) infantum foram baseadas na curva padrão em 

qPCR (Figura 13) construída como descrito por Colombo et al., 2015.69 

 

 

 

 

3.11 Controle de qualidade das reações 

 

 

 

 

Número de promastigotas (em log10) 

Figura 13 - Curva padrão de marcador molecular LinJ31 em qPCR usando 
amostras de DNA de L. (L.) infantum e uma sonda marcada com 
FAM. Os resultados representam a média de “cycle threshold” 
(CT) obtidos de triplicata de cada concentração de DNA. A 
análise da curva padrão foi realizada em diluições seriadas 
(10x) de DNA extraído de promastigotas na concentração inicial 
de 3,5 ng/µL (1 x 107 promastigotas). R2= 0.9971  
Fonte; Colombo et al., 2015 69 

 

 

Y= -3.259. x + 38.12 

R
2
= 0.9971 
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Flebotomíneos machos, que sabidamente são negativos para 

Leishmania spp foram processados simultaneamente para monitorar a eventual 

contaminação cruzada durante as extrações das amostras de DNA. Em cada 

reação foi incluído um controle “branco” que consistiu de água livre de DNAse e 

RNAse no lugar da amostra de DNA. Laboratórios separados foram utilizados para 

i: extração de DNA; ii: mix e preparação dos marcadores moleculares; iii: a adição 

de DNA (das amostras dos flebotomíneos e controle positivo); e IV: pós-PCR, 

eletroforese em gel de agarose a análise (no caso da cPCR). 
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4 RESULTADOS  

 

 

4.1 Resultados da padronização dos marcadores moleculares para cPCR e 

qPCR em amostras de conteúdo intestinal de flebotomíneos. 

 

 

Os ensaios iniciais foram realizados em amostras de conteúdo intestinal 

para realizar as padronizações da cPCR e qPCR. Como ilustração, os produtos 

amplificados de cada marcador molecular podem ser vistos na Figura 14.  Das 30 

amostras de conteúdo intestinal de flebotomíneos positivas no xenodiagnóstico, 22 

(73%) foram positivas na cPCR com o marcador 150/152 e 20 (67%) com o 

RV1/RV2. Na qPCR (Linj31), 21 (70%) foram positivas (Figura 15). Dentre as 36 

amostras negativas no xenodiagnóstico, 2 (5%) foram positivas em todos os 

marcadores moleculares.  

 

 

 

 

 

 

 

Figura 14- cPCR em gel de agarose a 2% corado com brometo de etídio. MM, 
marcador molecular de 100 pb; 1, 150/152; 2, RV1/RV2 e 3, Lu1/Lu2. 
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Figura 15- Resultados da PCR nas 30 amostras de conteúdo intestinal de 
flebotomíneos positivos no xenodiagnóstico utilizando os marcadores 
moleculares 150/152 (barra vermelha), RV1/RV2 (barra azul) e LinJ31 
(barra amarela).  

 

 

4.2 Resultados de PCR em fêmeas de flebotomíneos naturalmente infectadas.  

 

 

Durante o período de 11 meses, 1.693 flebotomíneos foram capturados nos 

10 pontos de captura. Destes, 1.401 espécimes (82,75%) eram machos; e 292 

eram fêmeas (17,25%). Lu. longipalpis representou 1.690 (99,82%) do total de 

flebotomíneos capturados, e três (0,18%) espécimes machos foram identificados 

como Evandromyia cortellezzii. 

Lu. longipalpis foram mantidos como amostras individuais ou agrupados em 

pools de até cinco espécimes, de acordo com a data, número de insetos, sexo e 

local de captura. 

A partir destas padronizações, iniciamos as análises nas fêmeas capturadas 

nos ecótopos. A infecção natural por Leishmania foi avaliada pelo cPCR usando o 
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marcador molecular RV1/RV2 e qPCR, por Linj 31. A concentração de DNA obtida 

em extrações, por associação, variou 0,6-64,9 ng/µL. Dos 292 flebotomíneos 

capturados foram formados 165 “pools” para processamento e posterior PCR.  

A boa qualidade destas amostras de DNA foi confirmada pela amplificação 

do gene constitutivo 28SrRNA de Lu. longipalpis em todas as amostras analisadas  

. Na cPCR, 7,28% (12/165) das amostras foram positivas para L. (L.) infantum e 

4,85% (8/165) na qPCR.  

A fim de determinar a eventual presença de DNA de outras espécies de 

Leishmania, as amostras dos flebotomíneos com resultados negativos para L. (L.) 

infantum foram adicionalmente testadas em cPCR para Leishmania spp com os 

marcadores 150/152, e LITSR/L5.8S. Para o complexo L. (Viannia) braziliensis foi 

utilizado o marcador molecular LB-3C/LU5A. Os resultados apresentados em todos 

os marcadores foram negativos. 
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Tabela 4 – Infecção natural em “pool” de fêmeas de Lu. longipalpis por L. (L.) 
infantum utilizando os marcadores moleculares RV1/RV2 (cPCR) 
e Linj 31 (qPCR).  

 
               

   Marcadores moleculares 
 

 

 
PCR 

 
RV1/RV2 (%) 

 
      Linj 31 (%) 

 
 

 

 
Positivo 
 

 
  12 (7,27) 
 
 

 
         8 (4,24) 

 
 

 

Negativo 
 

153 (92,72)      157 (95,75)   

 
Total:                
 

 
165 (100) 

 
     165 (100) 

 
 

 

 

 
 

4.3  Taxas de infecção natural das fêmeas capturadas durante 11 meses de 

coleta. 

 

 

Os pontos de captura de flebotomíneos foram agrupados com o objetivo de 

determinar a TIM. A Tabela 4 mostra em detalhes, a distribuição de fêmeas de Lu. 

longipalpis e a respectiva TIM durante os onze meses de captura. Considerando as 

292 fêmeas coletadas em todas as armadilhas durante os 11 meses a TIM foi de 

4,10%.  

Cada ponto foi composto de um a cinco locais de armadilhas. O  ponto A teve 

quatro armadilhas luminosas automáticas distribuídas no peridomicílio de uma 

pequena chácara, que incluiu um galinheiro, a varanda da residência (casa 1) e 2 

mangueiras situados no seu pomar. Fêmeas de flebotomíneos positivos foram 
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encontradas no galinheiro (TIM 6,45) e na varanda da residência (TIM 1,80). 

Nenhum flebotomíneo capturado nas mangueiras do pomar estava infectado por L. 

(L.) infantum. No ponto de coleta B, cinco armadilhas luminosas automáticas foram 

distribuídas em um peridomicílio constituído de um canil contendo 

aproximadamente 200 cães. As armadilhas automáticas luminosas foram 

distribuídas na frente da casa principal (canil), em uma baia do canil, parte de trás 

da casa principal canil e duas áreas de pastagem. Flebotomíneos positivos foram 

coletados na baia dos cães (TIM 5,26) e na armadilha em frente do canil (TIM 

11,11). Na área de pastagem, apenas flebotomíneos machos foram capturados. No 

ponto de coleta C, houve coleta de flebotomíneos positivos (TIM 16,67) em uma 

residência (2). 

A Figura 16 mostra os 8 resultados positivos na qPCR utilizando o marcador 

molecular Linj31 e as concentrações amplificadas de DNA de L. (L.) infantum nos 

flebotomíneos. Os pontos onde os flebotomíneos foram capturados foram definidos 

como A, B e C e apresentaram diferentes concentrações de DNA de L. (L.) 

infantum. Os resultados do CT de 24 a 26 correspondem a cerca de 1 a 5 x 103 

promastigotas/”pool” de flebotomíneos. 
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Tabela 5 - Pools de Lu. longipalpis naturalmente infectados por L. (L.) infantum e taxa mínima de infecção (TIM) obtidos por PCR 
segundo os pontos de coleta e ecótopos como descritos na Figura 11. 

 
 Ecotopos/número 
de Lu. longipalpis 
capturados 

                 
                Área de captura dos insetos 

Número de “pools” de 
Lu. longipalpis 
positivas/total 

          TIM (%) 
 

 A/228 

 
 
 
 
 

 
 

1. Pomar com uma mangueira atrás da casa 1 
 

2.  Galinheiro  
 

3. Casa 1/varanda da residência  
 

4. Pomar com mangueiras em frente da casa 1 

       8/228 
 
         0/10 

 
6/93 

 
  2/111 

 
0/14 

             3.51 

 
0 
 

6.45 
 

1.80 
 
0 
 

 B/58 

 
 

 
 

5. Bambu atrás do canil  
 

6. Canil/ área de serviço 
 

7.  Canil/baia para cães 
 

8. Varanda do canil  
 

9.  Pasto com árvores dispersas 

3/58 

 
0/15 

 
0/6 

 
1/19 

 
2/18 

 
0/0 

5.17 

 
0 
 
0 
 

5.26 
 

11.11 
 
0 
 

 C/6  

 

 

 
 

10. Casa 2 em área urbana 

1/6 

 
1/6 

16.67 

 
16.67 

 

Total  
 

 12/292 4.10 
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Figura 16 - Resultados de amplificação de Linj31-qPCR e sonda de hidrólise FAM nas 

amostras de DNA de flebotomíneos. Os resultados são apresentados como CT. 
1 × 105 promastigotas corresponde a CT cerca de 22; 1 x 103, CT em torno de 
28 (Colombo et al., 2015). Amostras de DNA de flebotomíneos capturados em: 
Ponto de coleta A, casa 1/varanda da casa 1 (colunas 1 e 2); e no galinheiro 
(colunas 3, 4 e 5). Ponto de coleta B, varanda do canil (coluna 6); baia do canil 
(coluna 7). Ponto de coleta C, casa 2 em área urbana (coluna 8). 
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5 DISCUSSÃO 

 

 

O fator de risco mais importante para o aumento de LV em todo o mundo é 

a migração de pessoas e cães não infectados para áreas endêmicas, onde o inseto 

vetor é abundante. Assim, a identificação de espécies de Leishmania em vetores 

ou hospedeiros nestas áreas é essencial para medidas de prevenção e controle da 

infecção. 

A PCR é um procedimento muito mais rápido e eficiente e que permite o 

processamento de grande número de amostras biológicas em cada reação, quando 

comparados à dissecção de flebotomíneos e posterior leitura em microscópio.  

Os resultados obtidos no momento da padronização da PCR com 

amostras positivas e negativas no xenodiagnóstico mostraram ser eficientes visto 

que mesmo em amostras que parasitas que não foram observados no exame 

microscópico a PCR foi capaz de detectar o DNA do parasita. Assim, ressalta-se 

que, resquícios de conteúdo intestinal de flebotomíneos congelados por muito 

tempo (cerca de 12 meses) podem ser utilizados para detecção de DNA do 

parasitas pela PCR. Estes dados confirmam outros estudos, 80,81,82 nos quais os 

métodos moleculares podem ser utilizados com sucesso em conjunto com os 

parasitológicos, além da vantagem de permitir a quantificação dos parasitas nas 

amostras estudadas. 

Das amostras que foram positivas no xenodiagnóstico, 30% foram 

negativas na PCR, sendo algumas das hipóteses a perda de material no momento 

da transferência lâmina-tubo ou ainda possíveis degradações do DNA no período 

que foram armazenadas. 
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Assim, na segunda parte deste trabalho optou-se pelo uso da PCR para 

identificar infecções naturais por Leishmania em flebotomíneos sem a previa 

dissecção. A ideia partiu de estudos anteriores que mostraram que a sensibilidade 

e especificidade da PCR foi melhor do que os baseados na dissecção intestinal dos 

flebotomíneos com posterior visualização por microscopia. 81,82,83 

Um ponto importante foi determinar como analisar o conteúdo intestinal de 

flebotomíneos capturados pela PCR. A análise de flebotomíneos individuais é mais 

trabalhosa, mas pode gerar resultados mais precisos sobre as taxas de infecções 

absolutas por espécies de flebotomíneos em uma área. No entanto, uma vez que o 

número de flebotomíneos capturados é geralmente elevado, uma alternativa é a 

utilização de grupos de amostras para a avaliação da taxa de infecção mínima.72 

Com base neste estudo formaram-se grupos de até 5 espécimes nas coletas cujas 

armadilhas luminosas capturaram vários insetos. Assim, dos 292 exemplares 

capturados durante os 11 meses de estudo foram formados 165 “pools” de 

amostras de DNA. Dentre eles, 12/165 (7,28%) foram positivos para L. (L.) 

infantum na cPCR e 8/165 (4,85%) na qPCR. O marcador molecular RV1/RV2 

(cPCR) foi mais sensível do que o Linj31 (qPCR). Estes dados confirmam um 

estudo prévio cujos autores testaram diferentes tipos de amostras biológicas.69 

Embora o Município de Dracena seja conhecido por ser uma área 

altamente endêmica para LV,83,84 a presença de espécimes negativas na PCR 

levou a estudar ocorrência de outras espécies de Leishmania. Assim, os 

flebotomíneos capturados negativos para L. (L.) infantum também foram testados 

pelos marcadores moleculares (150/152) e (LITSR/L5.8S) que amplificam uma 

região conservada de Leishmania spp. e para o complexo L. (Viannia) braziliensis o 

marcador molecular utilizado foi LB-3C/LU5A. Todos os resultados foram 

negativos, o que confirmaram que Lu. longipalpis capturados nas armadilhas 

estavam infectados somente por L. (L.) infantum. Em adição, também confirmam 
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que esta espécie é um dos principais agentes etiológico da LV zoonótica nesta 

região.  

Os resultados da qPCR (Figura 16) mostraram que os flebotomíneos 

apresentaram alta concentração de DNA do parasita, especialmente nos ecótopos 

A, “casa 1 e galinheiro”;  B, na área do canil ; C, na casa 2 em área urbana. Nestas 

áreas a qPCR detectou uma concentração de 1 a 5 x 103/pool de promastigotas 

nos flebotomíneos (CT 23 a 26). Particularmente na América do Sul, milhares de 

cães são infectados. Em algumas regiões endêmicas, a prevalência de LV canina 

pode ser tão alta como cerca de 63%-80%. 85,86,87,88 Em adição, a ocorrência de Lu. 

longipalpis com diferentes taxas de infecção por Leishmania foram relatados em 

diferentes áreas endêmicas brasileiras (de 0,2% a 7,14%). 89,90,22 Os resultados 

deste estudo estão de acordo com os obtidos por outros autores em áreas 

endêmicas do Brasil. Esta região apresentou uma TIM de 4,10% na área 

periurbana de Dracena. No entanto, quando estes dados foram observados por 

micro-área, a TIM foi alta no canil, galinheiro e na casa 2. Estes dados confirmam 

que flebotomíneos infectados estão presentes nos locais de captura, com 

abundância de hospedeiros que agem como fonte de alimento sanguíneo como o 

homem, animais domésticos e abrigos como os galinheiros confirmam este 

comportamento previamente descrito. 91,92 

A abundância de Lu. longipalpis pode estar associada a animais 

domésticos.93,94 Alguns autores relatam que as galinhas são a fonte alimentar de 

sangue mais frequente detectada em fêmeas de Lu. longipalpis depois de 

cães.95,96,97,98 De acordo com Salomón et al. (2015),99 galinhas agem como um 

amplificador populacional de flebotomíneos criando um abrigo com um micro-clima 

dentro dos galinheiros. 82,100 Assim, as galinhas podem participar da epidemiologia 

da LV uma vez que são hospedeiros adequados para as populações de Lu. 

longipalpis, como fonte de sangue e reprodução, pois o seu material fecal também 



58 

 

 

 

permite o desenvolvimento de flebotomíneos em estágios larvais aumentando sua 

presença no ambiente peridoméstico. 101 

Os resultados obtidos neste estudo reforçam a ideia da urbanização 

dispersão de Lu. longipalpis no ambiente urbano, que envolve fatores climáticos, 

ambientais e socioculturais e o seu papel fundamental como principal vetor da L. 

(L.) infantum na área. 102,22,99 

Este estudo também confirma a importância de métodos moleculares 

como ferramenta investigativa na epidemiologia da LV, bem como, determinar as 

taxas de infecção de Leishmania em flebotomíneos permitindo assim estimativas 

sobre o risco da transmissão do parasita em áreas endêmicas, dando apoio a 

ações de prevenção e controle de tal doença zoonótica. 

 

6  CONCLUSÃO 

 

a)   Os resultados da PCR em conteúdo intestinal de flebotomíneos congelados 

por cerca de 12 meses foi eficiente visto algumas amostras foram negativas no 

exame microscópico a fresco. Assim, ressalta-se que, resquícios de conteúdo 

intestinal de flebotomíneos armazenadas por muito tempo podem ser utilizados 

para detecção de parasitas pela PCR; 

b)   A utilização da PCR para identificação de infecção natural de flebotomíneos 

por Leishmania spp. foi eficiente, e ideal para ser utilizada em conjunto com os 

métodos parasitológicos. A cPCR foi mais sensível, mas a qPCR foi capaz de 

determinar as concentrações de DNA de L. (L.) infantum nos flebotomíneos 

naturalmente infectados;  

c)   A espécie predominante encontrada na área de estudo foi Lu. longipalpis 

naturalmente infectadas por L. (L.) infantum.  

d)   O MIR da micro área periurbana de Dracena estudada foi de 4,10%; 
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e)   Os ecótopos com TIM mais altos foram no canil, galinheiro e na casa 2. 

Flebotomíneos infectados estavam presentes nos locais de captura com 

abundância de hospedeiros que agem como fonte de alimento sanguíneo. A 

armadilha em que mais flebotomíneos infectados foram capturados foi a do 

galinheiro. 
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Abstract 

This study identified the natural infection rate of Leishmania (Leishmania) infantum in 

Lutzomyia longipalpis sandflies collected in Dracena, northwestern of São Paulo state, a highly 

endemic area for visceral leishmaniasis in Brazil. Insects were captured during 2 to 3 nights monthly 

for 11 months (January to November 2012) using 10 automatic light traps around a kennel in a 

transition between periurban and urban neighborhood. Capture areas were grouped into 3 trapping 

zones in order to determine the minimal infection rate (MIR). A total of 1,690 Lu. longipalpis were 

captured during the studied period. Out of them, 292 (17.25%) were females and were grouped in165 

pools containing 1 to five insects for DNA extraction and PCR analysis. Positive results for L. (L) 

infantum in conventional PCR and real time PCR were shown in 7.28% (12/165) and 4.85% (8/165) 

of the analysis respectively. These data confirm that Lu. longipalpis captured in the study area were 

infected by L. (L.) infantum, and when the three trapping zones were considered together a MIR of 

sandflies during the 11 months of captures was 4.10% for female the total of 292 sandflies collected. 

A high DNA concentration of L. (L.) infantum was detected on sandflies especially in kennel, chicken 

coop and neighboring houses, locals with abundance of hosts for blood source. 
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1. Introduction 

 

Visceral leishmaniasis (VL) is caused by protozoan species classified in the Leishmania 

donovani complex which is transmitted by infected phlebotomine sandflies (Diptera: Psychodidae). 

Around 56 phlebotomine sandfly species can be, or have been proved, to be involved in the 

transmission of Leishmania spp. in the Americas (Maroli et al., 2013). VL is by far the most severe 

form of leishmaniasis and is often lethal if untreated (Desjeux, 2004; Dujardin, 2005). Its worldwide 

prevalence is estimated at 400,000 to 600,000 new cases per year, and over 20,000 deaths annually. 

VL can be found in the Americas, Africa, Southern Europe, and Asia, although most cases occur in 

India, Bangladesh, Sudan, Brazil, and Nepal (Stuart et al., 2008 and WHO, 2016). Unfortunately, 

control strategies against the disease toward vectors as well as reservoirs of leishmaniasis have been 

ineffective (Alvar et al., 2012). 

In Brazil, VL is caused by L. (Leishmania) infantum. Presently, approximately 2,500-5,000 

cases are reported per year in Brazil, and 10% of the population living in these endemic areas is at risk 

for acquiring the infection (Lainson and Shaw, 1998; Desjeux, 2004; Alvar et al., 2012, MSB, 2016). 

VL reached São Paulo State (Brazil) in 1999, when several cases were simultaneously 

reported in the northwestern region of the State. Since the first autochthonous human cases were 

reported in this State, the infection has been steadily growing and spreading quickly (Costa et al., 

2001; Camargo-Neves et al., 2004). Currently, the parasite has been detected in more than 105 

municipalities, with around 10% mortality and the incidence in this State is approximately 200 cases 

per year (Rangel et al., 2013). As other Brazilian regions, the main vector in Sao Paulo State is 

Lutzomyia longipalpis (Lainson and Rangel, 2005). 

One useful tool for epidemiological studies of leishmaniasis is the determination of infection 

rate in sandflies. The standard method to determine Leishmania infection in sandflies is the searching 

for promastigotes after the dissection of the digestive tract of the insect and, following, the parasite 

isolation in culture medium. This methodology requires good experience (Kato et al., 2007; Perez et 

al., 2007). However, molecular methods such as PCR have been successfully used for identification 

and characterization of Leishmania in vectors, especially in epidemiological field studies when a large 

number of samples need to be handled (Miranda et al., 2002). In addition, accurate molecular methods 



74 

 

 

 

for identifying Leishmania species in the insect vector are critical for epidemiological studies or 

control programs. 

Thus, this study was aimed to identify the natural infection rate of L. (L.) infantum in Lu. 

longipalpis collected in a highly endemic area for VL with no previous data on the infection rate of 

phlebotomine sandflies. Insects were captured in Dracena, a municipality located in northwestern 

region of Sao Paulo state with high VL transmission rate in humans and dogs (D’Andrea et al., 2009; 

Rangel, et al., 2012; Rangel et al., 2013).  

 

 

2. Materials and Methods 

 

2.1. Ethics statement 

This study was performed according to guidelines of the Sociedade Brasileira de Ciência em 

Animais de Laboratório/Colégio Brasileiro de Experimentação Animal (SBCAL/COBEA) and the 

institutional review board of the Ethics Committee of the Instituto Adolfo Lutz approved this study 

(CEUA-IAL 06/2014). 

 

2.2. Study area 

Dracena is located at northwestern of Sao Paulo State, Brazil, at latitude 21º 28' 57" S, 

longitude 51º 1' 58" W, altitude of 421 m; with land area of 487,688 km2. At the present time, only 

7.12% of the region has native vegetation from Atlantic forest (Figure 1).  The estimated population is 

45,847 inhabitants (IBGE, 2016). Since 2005 to 2014, human and canine VL has been reported 

(D’Andrea et al., 2009), being 146 human cases diagnosed with three death cases officially notified by 

the municipality to the State Health Secretariat (CVE, 2016). 

 

2.3. Trapping sites for sandflies 

Insects were captured simultaneously during 2 to 3 nights monthly between January to 

November 2012 using 10 automatic light traps around a kennel, in a transition between periurban and 

urban neighborhood of Dracena city surrounded by small farms, pasture and houses (latitude 21º 28' 
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59" S, longitude 51º 32' 57" 13” and altitude 413 m). Insect captures were performed in 

peridomiciliary areas divided in 3 zones. The trapping zone A included four traps distributed in a 

small farm containing a house (1) surrounded by an orchard containing mango trees and a chicken 

coop. Trapping zone B included five traps distributed within a dog kennel and a pasture area. 

Trapping zone C included one single trap set on a backyard of a house (2) situated in an urbanized 

area. Approximate distance between trap 1 and trap 10 was approximately 350 meters. The 

distribution of the 10 automatic light traps is shown in Figure 2. 

 

2.4. Sample collection and identification of phlebotomine sandflies 

On the following morning after each capture day, sandflies were killed frozen at -20°C. Then 

they were separated from other insects, fixed and stored in properly identified 1.5mL-tubes containing 

ethanol 70%. Sandflies were screened using a magnifying glass to distinguish males and females who 

were sorted and stored differently. Species identification was made according to Galati (2003). When 

the captures were finished, the insects were sent to Instituto Adolfo Lutz for molecular analysis by 

PCR looking for Leishmania. 

 

2.5. Sandfly DNA extractions  

DNA extracted from sandflies were tested using pools containing one to 5 specimens. Before 

performing the DNA extraction, sandflies were placed in 1.5 mL-tubes, crushed and digested, in a 

lysis buffer (Tris–HCl, 10 mM, pH 8.0; EDTA 10 mM; SDS, 0.5%; N-laurilsarcozil, 0.01%; 

proteinase K, 100 μg/mL). The mixtures were incubated in water bath at 56 °C until tissues were 

completely lysed (20 min). Then, DNA molecules were extracted by QIAamp DNA Mini Kit 

(Qiagen), according to the manufacturer's instructions. DNA concentrations and purity were 

determined by the ratio of O.D. at 260 and 280 nm in a NanoDrop ND1000 (Thermo Scientific). 

 

2.6.  PCR targets for Leishmania and internal control 

L. (L.) infantum identification in conventional PCR (cPCR) was performed by using the 

molecular marker RV1/RV2, which amplifies a fragment from kDNA minicircles (Ravel et al., 1995; 

Gomes et al., 2007). The DNA samples (or controls) and 25 pmol of each primer were added to a kit 
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purchased from Promega (Go Taq Green Master Mix). The PCR mix (12.5 μL) was composed of 1 

unit of Taq DNA polymerase, 10 mM Tris-HCl, pH 8.5; 50 mM KCl; 1.5 mM MgCl2; and 200 mM of 

each of each dNTP. Each amplification run contained two negative controls (ultrapure water and a 

DNA sample extracted from a pool of 5 male sandflies) and one positive control (DNA extracted from 

L. infantum promastigotes, reference strain, MHOM/BR/74/PP75). To verify the quality of the 

extracted DNA and presence of PCR inhibitors, all samples were assayed using the molecular marker 

Lu1/Lu2 that amplifies a fragment of the 28SrRNA gene from Lu. longipalpis (Freitas-Lidani et al., 

2014). Samples with negative cPCR for RV1/RV2 were tested for Leishmania genus using the 

molecular marker 150/152, from a conserved region of Leishmania spp (Passos et al., 1999). PCR 

products were electrophoresed in 2% agarose gel, stained with ethidium bromide and visualized under 

UV illumination.  

L. (L.) infantum was further identified by real-time PCR (qPCR) using the molecular marker, 

Linj31 containing a hydrolysis probe labeled with FAM and NFQ at the 5′ and 3′ ends, respectively, 

which amplified a hypothetical L. (L.) infantum protein (Colombo et al., 2011; Colombo et al., 2015). 

The reactions were performed in a final volume of 20 μL. DNA samples (3 μL), were added to a 

reaction mixture containing 10 μL of 2× TaqMan Universal PCR Master Mix. Next 1 μL of the 

“Assay Mix” that included 18 μM of the forward and reverse primers and 5 μM of the hydrolysis 

probe was added. Amplifications were performed in an Applied Biosystems 7500 Real-time PCR 

System using the following thermal profile: 2 min, 50 °C, and 95 °C for 10 min. Next, 40 cycles were 

performed at 95°C for 15 sec and 60°C for 1 min.  

 

2.7. Data analysis and infection rate 

All divergent results in cPCR and qPCR were made at least twice. In order to quantify 

Leishmania infection per pool, the infection rate was determined as described before (Paiva et al., 

2006; Paiva et al., 2010). The minimal infection rate (MIR) was estimated using following formula:  

MIR= number of positive groups (pools) × 100/number of total insects. The parasite concentrations 

in qPCR were determined as described before (Colombo et al., 2015). 
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2.8. Quality assurance 

Male sandflies that were known to be negative for Leishmania spp. infection were processed 

simultaneously to monitor for eventual cross-contamination during extraction of the DNA samples. In 

each PCR run, a blank control consisted in water DNA free plus PCR mix. Separate rooms were used 

for i: DNA extraction; ii: PCR mix and primer preparation; iii: adding DNA from sandfly samples and 

positive control; and iv: post-PCR agarose gel electrophoresis analysis in case of the cPCR.  

 

 

3. Results 

 

During the 11-month period, 1,693 sandflies were captured on the 10 different trapping sites. 

Out of them, 1,401 specimens (82.75%) were males; and 292 were females (17.25%). Lu. longipalpis 

represented 1,690 (99.82%) of the total captured sandflies and three (0.18%) male individuals were 

identified as Evandromyia cortellezzii. 

 Lu. longipalpis sandflies were kept as individual samples or grouped in pools up to five 

individuals, according to the date, number of female insects and trapping site for PCR processing.  

 Leishmania natural infection in female Lu. longipalpis was evaluated by cPCR using the 

molecular marker RV1/RV2 and qPCR, by Linj 31. The amount of DNA obtained in extractions, per 

pool, ranged from 0.6 to 64.9 ng/µL. From the 292 captured sandflies, 165 pools DNA samples were 

processed for PCR with 7.28% (12/165) positive reactions for L. (L) infantum in cPCR and 4.85% 

(8/165) in qPCR. The good quality of these DNA samples was confirmed by the amplification in all 

samples of 28SrRNA (Lu1/Lu2) fragments from Lu. longipalpis in cPCR. In order to determine 

eventual presence of DNA of other Leishmania species, sandfly samples with negative results for L. 

(L.) infantum were further tested in cPCR for Leishmania genus. All of them were negative in 150/152 

molecular marker.  

The sandfly trapping zones were grouped together aiming to determine overall minimum 

infection rate (MIR). Table 1 shows, in details, the distribution of captured Lu. longipalpis (females) 
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and the respective MIR during the eleven months of sandfly captures. MIR was found to be 4.10% for 

all female (292) collected considering all trapping sites during the 11 months.  

Each zone was composed of one to five trapping sites. Trapping zone A had four automatic 

light traps distributed in the peridomiciliary area of a small farm that included a chicken coop, the 

porch of the residence (house 1) and 2 mango trees located on its orchard. Positive sandflies were 

found on the chicken coop (MIR 6.45) and on the porch of the residence (MIR 1.80). None of the 

sandflies captured on the orchard mango trees were infected by L. (L.) infantum. Trapping zone B had 

five automatic light traps distributed in peridomicile of a dog kennel containing approximately 200 

dogs. Automatic light traps were distributed in front of the kennel main house, on a kennel pen, back 

of kennel main house and two pasture areas. The results were similar from those of trapping zone A. 

Positive sandflies were shown in the dog pen (MIR 5.26) and in the trap in front of the kennel main 

house (MIR 11.11). On pasture area, only male sandflies were captured. Trapping zone C included a 

residence (2) with positive sandflies (MIR 16.67). 

Figure 3 shows the 8 positive results in qPCR using the molecular marker Linj31 and the 

concentrations of amplified DNA of L. (L.) infantum in sandflies. The areas were sandflies were 

captured defined as Trapping zones A, B and C showed different levels of L. (L.) infantum DNA 

amount. Results of CT 24 to 26 corresponded around 1 to 5 x 103 promastigotes/pool 

 

4. Discussion  

 

One of the most important risk factors in the increase of VL worldwide has been the 

migration of people and/or its infected pet dogs to endemic areas where the insect vector is abundant. 

Thus, the identification of Leishmania species in vector or hosts in these areas is essential for 

measures to prevent and control this infection.  

As PCR is an efficient and fast procedure that allows processing of a high number of 

biological samples at each run when compared to the dissection of sandflies under microscope. Thus, 

in this study PCR was used to identify Leishmania natural infections in phlebotomine sandflies that 

had not being previously dissected. Such investigation was based on other studies showing that PCR 
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sensitivity and specificity can be better than those based on the intestinal dissection and microscopy of 

sandflies (Miranda et al., 2002; Saraiva et al., 2010; Oliveira et al., 2011). 

An important point was determining how to analyze the captured sandflies by PCR. The 

dissection of individual sandflies is more laborious, but may give more precise results regarding the 

absolute infection rates per sandfly species in an area. However, since number of captured sandflies is 

generally high, an alternative is to use pools of specimens and evaluate the minimum infection rate 

(Freitas-Lidani et al., 2014). Based in this study, when light traps produced few specimens those 

insects were processed on an individual basis, when more than 20 female sandflies were captured 

sandflies were processed in pool (until 5 specimens). Considering the 292 specimens captured during 

the 11 months of study, 165 pools with DNA samples of sandflies were formed. Out of them, 12/165 

(7.28%) were positive for L. (L.) infantum in cPCR and 8/165 (4.85%) in qPCR. The molecular 

marker RV1/RV2 for cPCR was more sensitive than Linj 31using DNA extracted from sandflies. 

These data are similar to previous study whose authors tested different types of biological samples 

(Colombo et al., 2015).  

As Dracena municipally is known to be a highly endemic area for VL (Rangel et al., 2012; 

Rangel et al., 2013), the molecular markers used in cPCR and qPCR were those that amplified specific 

regions of L. (L.) infantum. However, in order to determine whether other Leishmania species could 

be infecting the captured sandflies, samples that resulted negative were also tested for a molecular 

marker (150/152) that amplified a conserved region of Leishmania spp. These results confirmed that 

L. longipalpis sandflies captured on different traps were found to be infected by L. (L.) infantum, the 

main etiologic agent of zoonotic VL in this region. In addition, as showed in Figure 3, qPCR results 

were able to inform the high concentration of parasite DNA in sandflies, especially in house and 

chicken coop (Trapping zone A); in kennel area (Trapping zone B) and in house 2 in urban area 

(Trapping zone C). In these areas qPCR determined the concentration of 1 to 5 x 103 

promastigotes/pool of sandflies (CT 23 to 26). 

Recently, different studies have been shown that canine infection is considered a major 

potentially source of fatal zoonotic infection to humans and/or dogs in regions of Europe, Africa, Asia 

and South America. Particularly in South America, millions of dogs are infected. In some endemic 

regions, the prevalence of canine VL can be as high as around 63%–80% (Dantas-Torres, 2006; 

http://www.ncbi.nlm.nih.gov/sites/entrez?Db=pubmed&Cmd=Search&Term=%22Dantas-Torres%20F%22%5BAuthor%5D&itool=EntrezSystem2.PEntrez.Pubmed.Pubmed_ResultsPanel.Pubmed_DiscoveryPanel.Pubmed_RVAbstractPlus
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Dantas-Torres, 2007; Baneth et al., 2008; MSB, 2016). However, the occurrence of Lu. longipalpis 

with different rates of Leishmania infection have been reported in different Brazilian endemic areas, 

going from 0.2 to 7.14% (Missawa and Dias 2007; Michalsky et al. 2009; Savani et al. 2009).  

These results are in accordance with those obtained by other authors in endemic areas of 

Brazil and showed us a MIR of 4.10% on the studied periurban area of Dracena. However, when these 

data were considered per micro-area, a high MIR was shown in locals as dog kennel, chicken coop 

and outside human house. These data confirm that infected phlebotomine sandflies are present on the 

trapping sites, locals with abundance of hosts acting as blood source. In addition, the preferential 

attraction of sandflies by man and domestic animals and theirs shelters as chicken coops were 

completely confirmed. This behavior has been reported by others (Sant'Anna et al., 2010; 

Chaskopoulou et al., 2016).  

Lu. longipalpis abundance is associated to domestic animals (Queiroz et al., 2012, Costa et 

al., 2013). Some authors found that chickens are the most frequent blood meal source detected in fed 

females of Lu. longipalpis secondary to dogs (Oliveira et al., 2008, Sant'Anna et al., 2008, Afonso et 

al., 2012, Soares et al., 2013). According Salomón et al. (2015), chickens act as a sandfly population 

amplifier as they create a micro-climate shelter inside chicken coops (Oliveira et al., 2011, Casanova 

et al., 2013). Thus, chickens may participate in VL epidemiology, since they are suitable hosts to 

support Lu. longipalpis populations, as blood source, but also increasing suitability for breading sites 

on the peridomestic environment since its fecal material may allow development of sandflies larval 

stages (Sant'Anna et al., 2010). 

Results obtained on this study reinforce the idea of Lu. longipalpis urbanization-dispersion 

on the urban environment, which involves climatic, environmental and sociocultural factors (Soares 

and Turco 2003, Lainson and Rangel 2005; Salomón et al., 2015) and its fundamental role as main 

vector of L. infantum in the area.  

This study also confirms the importance of molecular methods as a tool for investigating VL 

epidemiology, as well as, determining infection rates of Leishmania on sandflies and allowing 

estimations on the risk of its parasite transmission in endemic areas, giving support to actions of 

prevention and control of such zoonotic disease.  
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Table and Figure legends 

. 

Table 1. L. (L.) infantum natural infection and minimal infection rate (MIR) in Lu. longipalpis 

females by PCR. The insects were captured in Dracena during 11 months at 10 capture areas grouped 

in trapping zones A, B, and C as described in Figure 2 and Material and Methods section. L. (L.) 

infantum MIR was calculated according number of positive PCR.  

   

Figure 1. Map of South America and Brazil indicating location of Sao Paulo State (A). Map of São 

Paulo State (B) indicating the studied municipality (Dracena).  

 

Figure 2. Localization of the study area. A periurban neighborhood of Dracena municipally (latitude 

21º28'59"S, longitude 51º32'57"13” and altitude 413 m), around a kennel. Distribution of the 

10 automatic light traps: Trapping zone 1 (small farm); 1. An orchard with a mango tree 

behind the house 1; 2. Chicken coop; 3. House 1/porch of the residence; and 4. Orchard with 

mango trees in front of the house 1. Trapping zone 2 (small farm); 5. Bamboo tree in behind 

the kennel; 6. Kennel/home service area; 7. Kennel/ dog pen; 8. In front of the kennel main 

house; and 9. Pasture with scattered trees. Trapping zone C; 10. House 2 in urban area. 

Acquired image in 2012. Digitalglobe (2012 MapLink/teleAtlas at altitude of 935 m from the 

viewpoint (Source: Google Earth, Google Inc., 2011). The image use is according described in 

site: https://www.google.com/intl/pt-BR/permissions/geoguidelines.html 

 

Figure 3. Amplification results of Linj31-qPCR and hydrolysis probe FAM dye-labeled using DNA 

samples from sandflies. Results are shown as cycle threshold (CT). 1 × 105 promastigotes 

corresponded to CT around 22; 1 x 103, CT around 28 (Colombo et al., 2015). DNA samples 

from sandflies captured in: Trapping zone A, house 1/porch of the residence (columns 1 and 

2); and in chicken coop (columns 3, 4 and 5). Trapping zone B, kennel/home service area 

(column 6); kennel/dog pen (column 7). Trapping zone C, house 2 in urban area (column 8). 

https://www.google.com/intl/pt-BR/permissions/geoguidelines.html
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Table 1 

 

 
a Trapping zone 

(Tz)/number of 

captured sandflies  

                 

                Area of insect capture 
Number of positive 

sandfly pools/total 

MIR (%) 

 

 Tz A/228 

 

 

 

 

 

 
 

11. Orchard/mango trees behind the house 1  
 

12. Chicken coop 

 

13. House 1/porch of the residence  

 

14. Orchard/mango trees in front of the house 1 

       8/228 
 

         0/10 

 

6/93 

 

  2/111 

 

0/14 

   3.51 

 

0 

 

6.45 

 

1.80 

 

0 

 Tz B/58 

 

 

 

 

15. Bamboo tree behind the kennel  

 

16. Kennel/home service area 

 

17.  Kennel/dog pen 

 

18. In front of the kennel main house 

 

19.  Pasture with scattered trees 

3/58 

 

0/15 

 

0/6 

 

1/19 

 

2/18 

 

0/0 

5.17 

 

0 

 

0 

 

5.26 

 

11.11 

 

0 

 Tz C/6  

 

 

 

 

20. House 2 in urban area  

1/6 

 

1/6 

16.67 

 

16.67 

Total  

 

 12/292 4.10 

Trapping zone localizations are described in Figure 2A. DNA extraction from female sandflies and in 

pools (1 to 5 specimens).  
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PCR 

Marcadores 

moleculares 

 

Sequencia 
5’→ 3’ 

Produto esperado (pb)/ 
Temperatura 

de pareamento 

 
Referência 

 
 
Convencional 

 
150/152 

 
GGGKAGGGGCGTTCTSCGAA 
SSSWCTATWTTACACCAACCCC 
 

 
120/ 55º 

 
Passos et al., 1999 73 
 
 

 RV1/RV2 CTTTTCTGGTCCCGCGGGTAGG 
CCACCTGGCCTATTTTACACCA 
 

145/60° Ravel et al., 1995 74 

 Lu1/Lu2 TGAGCTTGACTCTAGTTTGGCAC 
AGATGTACCGCCCCAGTCAAA 
 

370/55º Freitas-Lidani et al.,201475 
 

 LB-3C/LU5A CGTCGCCGAACCCCGTGTC 
TTTATTGGTATGCGAAACTTC 
 

146-149/ 57.8° 
 

Harris et al. 199876 
 

 LITSR/L5.8S  CTGGATCATTT-TCCGATG 
TGATACCACTTATCGCACTT 

300-350/53° El Tai et al. 200177      
Schonian et al.,200378 

 
Em tempo real 

 
Linj31 

 
CCGCGTGCCTGTCG 
CCCACACAAGCGGGAACT 

 
Sonda:CCTCCTTGGACTTTG 

 
Colombo et al., 201171 

Colombo et al., 201572  
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