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RESUMO 

 

 

GRAVINATTI, M. L. Detecção de vírus de importância a Saúde Pública em 
animais sinantrópicos urbanos e rurais. 2022. Defesa da Tese (Doutorado em 
Ciências) – Faculdade de Medicina Veterinária e Zootecnia, Universidade de São 
Paulo, São Paulo, 2022. 
 

 

Roedores e morcegos são considerados animais sinantrópicos pois coabitam e 

aproveitam áreas habitadas pelo homem, de forma permanente, transitória, de 

passagem ou para descanso, podendo também atuar como sentinelas, reservatórios 

e participantes na transmissão de importantes patógenos de importância a Saúde 

Pública. Portanto, considerou-se necessário o entendimento da epidemiologia de 

alguns importantes agentes virais, além dos mecanismos de evolução e das possíveis 

transmissões nessas espécies. Para isso, utilizaram-se 108 amostras fecais de 

roedores urbanos (Rattus rattus e Rattus norvergicus) provenientes de Procedimentos 

Regulares de Desratização no município de São Paulo - SP, e 220 amostras de pool 

de órgãos (pulmão, fígado, baço, intestino com fezes) de morcegos provenientes do 

Serviço de Vigilância e Controle da Raiva no Estado de São Paulo - SP, submetendo-

as a reação de transcrição reversa (RT) e reação em cadeia pela polimerase (PCR) 

para a detecção de rotavírus (A e B), coronavírus e hantavírus (grupos do velho mundo 

e novo mundo) e hepatite E. Todas as amostras do gênero Rattus foram negativas 

para todos os vírus analisados, já para os morcegos foi possível putativamente a 

detecção de 5,45% (12/220) de positividade dos morcegos para rotavírus A (RVA) e 

14,55% (32/220) para coronavírus. Nenhuma das amostras positivas foi passível de 

sequenciamento do tipo Sanger, apesar de várias estratégias e repetições realizadas. 

A análise destes dados permite inferir a circulação, mesmo que baixa destes agentes 

virais no Estado de São Paulo, e deixa em evidência a necessidade de aprimoramento 

e/ou atualização de métodos diagnósticos para que se possa detectar, confirmar e 

caracterizar estes diferentes vírus, face a limitação do sequenciamento genético, bem 

como a necessidade de se realizar um sistema de vigilância de animais sinantrópicos 

de forma contínua e ininterrupta, devido a quantidade de agentes zoonóticos que estes 

animais são capazes de carrear e disseminar entre outras espécies (animais e ou 

humana). A possibilidade de unir sinergicamente instituições de pesquisa com 

serviços oficiais de monitoramento da fauna sinantrópica é de extrema importância, 



 
  

 

visando aproveitamento de amostras oficiais e o compartilhamento de conhecimentos 

e experiências, concretizando ainda mais o conceito de Saúde Única. 

 

 

Palavras-chave: rato, quiróptero, Saúde Pública, vírus, diagnóstico, Saúde Única.  

 



 
  

 

ABSTRACT 

 

GRAVINATTI, ML Detection of Public Health importance viruses in urban and 

rural synanthropic animals. 2022. Thesis Defense (Doctorate in Science) – Faculty 

of Veterinary Medicine and Animal Science, São Paulo University, São Paulo, 2022. 

 

 

Rodents and bats are considered synanthropic animals because they cohabit and take 

advantage of areas inhabited by man, permanently, transiently, passing through or 

resting, and can also act as sentinels, reservoirs and participants in the transmission 

of important pathogens of importance to Public Health. Therefore, it was considered 

necessary to understand the epidemiology of some important viral agents, in addition 

to the mechanisms of evolution and possible transmissions in these species. For this, 

108 fecal samples from urban rodents (Rattus rattus and Rattus norvergicus) from 

Regular Deratization Procedures in the city of São Paulo - SP, and 220 samples from 

organ pools (lung, liver, spleen, intestine with feces) were used. ) from bats from the 

Service of Surveillance and Control of Rabies in the State of São Paulo - SP, submitting 

them to reverse transcription reaction (RT) and polymerase chain reaction (PCR) for 

the detection of rotavirus (A and B) , coronavirus and hantavirus (old world and new 

world groups) and hepatitis E. All samples of the genus Rattus were negative for all 

analyzed viruses, while for bats it was putatively possible to detect 5.45% (12/220) of 

positivity of bats for rotavirus A (RVA) and 14.55% (32/220) for coronavirus. None of 

the positive samples were amenable to Sanger-type sequencing, despite several 

strategies and repetitions performed. The analysis of these data allows us to infer the 

circulation, even if low, of these viral agents in the State of São Paulo, and highlights 

the need for improvement and/or updating of diagnostic methods in order to detect, 

confirm and characterize these different viruses, given the limitation of genetic 

sequencing, as well as the need to carry out a surveillance system for synanthropic 

animals in a continuous and uninterrupted way, due to the amount of zoonotic agents 

that these animals are capable of carrying and disseminating among other species 

(animals and or human) . The possibility of synergistically uniting research institutions 

with official services for monitoring synanthropic fauna is extremely important, aiming 

at taking advantage of official samples and sharing knowledge and experiences, 

further concretizing the concept of One Health. 

 

KEY WORDS: rat, bat, Public Health, vírus, diagnosis, One Health. 
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INTRODUÇÃO 

 

Por definição, animais sinantrópicos são aqueles que se aproveitam de áreas 

habitadas pelo homem, de forma permanente, transitória ou como passagem e 

descanso, já animais domésticos possuem maior vínculo, na finalidade de companhia, 

produção de alimentos ou transporte (OBERSTE et al., 2013). 

Os roedores (Ordem Rodentia) estão dispersos por todos os continentes, com 

exceção da Antártida (MEERBURG et al., 2009), e tem distribuição cosmopolita, 

heterogênea e facilitada pelo contato com pessoas (COSTA et al., 2017). Para eles, 

o conceito de sinantrópicos já é bem estabelecido e aceito, pelo fato de coexistirem 

no mesmo ambiente que pessoas e outros animais e atuarem como sentinelas, 

reservatórios e participantes de vários modelos de transmissão de doenças de 

importância a saúde pública (MOORE, 1963). Algumas espécies de roedores 

obtiveram maior capacidade de adaptação ao ambiente urbano, dentre eles o 

camundongo (Mus musculus), o rato preto ou de telhado (Rattus rattus) que coabitam 

ambientes residenciais, industriais e áreas verdes na presença de outros roedores, e 

a ratazana (Rattus norvegicus) que é encontrada em ambientes com menor grau de 

infraestrutura (CAVIA et al., 2009), favorecida pela facilidade de acesso, 

disponibilidade de abrigos e da grande oferta de alimento (JOHNSTON, 2001). 

Em geral, ratos são conhecidos transmissores de doenças infecciosas 

(McFARLANE et al., 2012; CHAGAS et al., 2017), envolvidos na emergência ou 

manutenção como reservatórios naturais e pela disseminação de vírus, bactérias e 

protozoários de forma direta (mordidas) ou indireta (urina e fezes); ou quando são 

predados por outras espécies como alimento e, até mesmo, sendo transmitidas por 

vetores (carrapatos, pulgas, ácaros) quando infestam estes hospedeiro (MEERBURG 

et al., 2009; FIRTH et al., 2014; RABIEE et al., 2018). Apesar de haver restrita 

informação sobre a dimensão da população de ratos sinantrópicos, alguns indícios 

permitem subjetivamente detectar e estimar sua presença no local, como: 

excrementos, marcas em paredes, trilhas pelo chão, fontes de alimento ou a 

visualização do roedor e/ou estragos causados por ele (REIS et al., 2008; CAVIA et 

al, 2009; PANTI-MAY et al., 2016); ou determinando o número mínimo conhecido 

(KREBS et al., 1966), por meio de capturas e recapturas numa mesma área para se 

estimar a taxa de infestação (MASI et al., 2009; PANTI-MAY et al., 2016). 
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Sabe-se que roedores silvestres também já foram descritos como reservatórios 

para hantavírus, vaccínia, Lassa vírus, entre outros agentes virais; sendo que estas 

espécies de roedores podem coabitar ambientes rurais, áreas de interface 

selvagem/rural e áreas urbanas, entrando em contato com pessoas durante 

atividades laborais ou de lazer, dada também a proximidade com habitações 

(AMARAL et al., 2018; OLIVEIRA et al., 2017; SAEZ et al., 2018; VADELL ; 

VILLAFAÑE, 2016).  

Por isso que, fenômenos de migração de populações acabam gerando um 

mosaico ambiental no local de estabelecimento, pela aglomeração de pessoas, a 

necessidade de áreas agrícolas para subsistência, gerando acúmulo de alimento e 

resíduos, que servem como atrativos para diferentes espécies de animais 

sinantrópicos e silvestres.  

Os morcegos (Ordem Chiroptera) representam a segunda maior ordem de 

mamíferos, com mais de 1400 espécies (SIMMONS ; CIRRANELLO 2021). Sua 

história evolutiva e adaptativa data em mais de 50 milhões de anos, todo esse período 

permitiu que os morcegos reduzissem sua massa corporal, adaptassem seus ossos 

de acordo com o peso (ossos ocos), além de não possuir medula óssea para 

produção de células de defesa (linfócitos B), permitindo assim a coevolução com uma 

ampla variedade de microrganismos sem causar doença nesses hospedeiros 

(ROCHA et al., 2021). 

Os morcegos são hospedeiros de uma grande diversidade viral causadora de 

doenças em seres humanos e animais, por exemplo: Sarampo, Caxumba, 

Parainfluenza, Cinomose e Hepatite C, vírus do Ebola e Marburg (CALISHER et al., 

2006). Além desses, é reservatório de diferentes tipos de Coronavirus sp., no qual 

desde os finais do ano de 2019 traz grandes problemas à saúde pública mundial 

(BRANDÃO et al., 2020; ZHOU et al., 2020). Apesar dos questionamentos frente a 

possibilidade de existir um hospedeiro intermediário responsável pelo processo de 

spill-over (LIU et al., 2020), é possível determinar a ancestralidade da Síndrome 

Respiratória Aguda Grave causada pelo Coronavirus tipo 2 (SARS-CoV-2) em 96,1% 

de identidade genômica ao vírus de origem de morcegos insetívoros do gênero 

Rhinolophus spp. (RaTG133) (ZHOU et al., 2020). 

Ao analisarem os dados do Sistema de Informação de Agravos de Notificação 

do Brasil (SINAN), Benavides et al. (2020) observaram que entre os anos de 2008 e 

2016 foram registradas 4.172 mordidas de morcegos em seres humanos, sendo um 
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importante dado frente a vigilância do vírus da raiva, considerando riscos de 

exposição, evidência de circulação dos hospedeiros e do vírus. 

Apesar dessa relação intensa de enfermidades transmitidas pela fauna 

sinantrópica, e alguma forma, eles também são fornecedores de benefícios aos seres 

humanos, por exemplo, serem supressores significativos de outras pragas de níveis 

tróficos inferiores tanto em ambientes urbanos quanto rurais. Portanto o intuito desta 

tese é verificar a importância destes animais sinantrópicos (roedores e morcegos) 

encontrados em ambientes urbanos e rurais do Estado de São Paulo, realizando uma 

investigação de vírus de importância a Saúde Pública.  
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CAPÍTULO I: ROEDORES SINANTRÓPICOS 
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CAPÍTULO II: DETECÇÃO DE VÍRUS DE IMPORTÂNCIA A SAÚDE PÚBLICA EM 

ANIMAIS SINANTRÓPICOS URBANOS E RURAIS 

 

 

1. INTRODUÇÃO 

 

O conceito de Saúde Única pode ser sintetizado em uma força tarefa 

multissetorial e transdisciplinar cujo objetivo final é reconhecer a conexão de pessoas, 

animais e do meio ambiente, resultando em melhorias principalmente no conceito 

saúde e bem-estar (MACKENZIE et al., 2019). No Brasil, segundo a Constituição 

Federal de 1988 (Artigo 196) a saúde representa um direito de todo cidadão brasileiro, 

de modo universal e igualitário e cabe ao Estado provedor desse direito, garantindo 

políticas sociais e econômicas para reduzir o risco de doenças, promover, proteger e 

recuperar a saúde (BRASIL, 1998). 

Ao se aplicar o conceito de Saúde Única no Brasil, o fenômeno de mobilidade 

humana (rural-urbano) da década de 1950-60 trouxe um cenário de desestabilização 

as políticas públicas dos setores de infraestrutura e habitação, saneamento básico, 

educação e a própria saúde, principalmente em áreas periféricas dos centros urbanos 

(PERES, 2009; SILVA, 2011). 

O ambiente rural pode ser definido pelo espaço de realização de atividades 

diretamente ligadas a natureza, já o urbano pela concentração populacional com 

vistas na divisão dos espaços e trabalhos e no acúmulo de capital (SILVA, 2011). A 

partir de meados de 1980, a mobilidade humana retorna, dessa vez com um perfil 

contrário ao anterior, chamado de “movimento pendular”, no qual as pessoas 

passaram a ter mais de um lugar para o convívio, por exemplo: um lugar para morar 

(mais próximo ao campo e com mais tranquilidade); um para o trabalho (grandes 

centros); um para os estudos e muitos lugares para o lazer (ecoturismo, camping, 

etc.) (CUNHA, 2005; MATOS, 2012). 

Essas mudanças de cenários expõem modificações estruturais de mobilidade 

impactando diretamente em ecossistemas previamente equilibrados, podendo trazer 

à tona a emergência ou a reemergência de doenças (humanas e animais). Isso por 

que ao realizar esse movimento pendular são necessárias estruturas que possibilitam 

a introdução de animais sinantrópicos, garantindo a eles as cinco necessidades 

básicas para a sua subsistência e manutenção, sendo eles: abrigo, alimento, água, 
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acesso e atratividade (conceito dos 5 A’s) (CHANNON et al., 2006; von ZUBEN, 

2022). 

Esses animais sinantrópicos agem como controladores de outras pragas, mas 

de forma geral devido sua altas taxas de reprodução, abundância de alimentos e 

quantidade reduzida de predadores podem representar uma ameaça ecológica e 

sanitária (por serem portadores de agentes infecciosos), causando mais problemas 

do que benefícios a população humana (TORRES-CASTRO, 2017). 

O controle de roedores em comunidades urbanas é uma das principais 

medidas de Saúde Pública implantadas, principalmente em áreas de baixa renda, 

com deficiência de infraestruturas de saneamento e coleta de lixo (AWONIYI et al., 

2022). O uso de rodenticidas químicos (de efeito imediato e curto prazo) são os mais 

utilizados, e podem ser associados aos métodos “manuais” (mais demorados e 

trabalhosos) como o fechamento dos canais de esgoto a céu aberto, captura por 

armadilhas, restrição de movimento por barreira. Portanto, o controle de roedores é 

consideravelmente dificultoso em ambientes urbanos, devendo ser estruturado um 

planejamento de manejo integrado para o controle de pragas (OYEDELE et al., 2015). 

Já os morcegos, apesar da crendice popular em serem seres de mau agouro, 

são animais que não atacam pessoas, nem mesmo os hematófagos. O incomodo 

pelas espécies sinantrópicas (geralmente frugívoros e/ou insetívoros) é dado pelo 

ruído e mau odor produzido, e quando em grandes quantidades, os possíveis danos 

estruturais e econômicos aos locais habitados (SOLIMAN, 2021). 

As interações homem-morcego estão cada vez mais frequentes e muitas vezes 

de forma indesejável, requerendo uma abordagem que diminua os riscos zoonóticos, 

mas que também possibilite a diversidade ecológica dos morcegos. Vale lembrar que 

esses animais estão protegidos por Lei Federal de Crimes Ambientais (nº 9605, de 

12/02/1998), portanto, não podem ser exterminados. Assim, é essencial a realização 

dos registros dessa interação, dada os riscos à saúde permitindo assim mensurar e 

executar medidas educativas e decisões de manejo (BRASIL, 1998).  

O manejo químico (uso de gel repelente) e o físico deve ser utilizado para evitar 

transtornos, assim como as ações de vedação das entradas aos abrigos, remoção da 

fonte alimentar, exclusão/retirada da colônia total (exige análise biológica por 

espécie). Não deve ser utilizado produtos como formol e/ou naftalina pois além de 

agredir os animais podem incapacitá-los favorecendo assim a exposição/contato com 

os animais ao chão (GUIA, 2018). Controle de morcegos é um procedimento caro a 
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curto prazo, porém com resultados sustentáveis a longo prazo, de acordo com o 

Programa de Controle e Profilaxia da Raiva (BRASIL, 2021) e o Programa Nacional 

de Controle da Raiva dos Herbívoros (PNCRH) (MAPA, 2022) e a Instrução Normativa 

IBAMA nº 141 de 2006 (IBAMA, 2006), o envio de morcegos (via coleta ambiental) é 

necessário para o monitoramento desta enfermidade, porém o cadastramento dos 

abrigos é fundamental para a vigilância desses sinantrópicos urbanos. 

Sendo esses animais sinantrópicos (roedores e morcegos) importantes vetores 

e reservatórios de agentes infecciosos de interesse a Saúde Pública e Saúde Pública 

Veterinária, a seguir serão descritos vírus de importância investigados neste trabalho. 

 

 

1.1. ROTAVÍRUS (RV) 

 

Os rotavírus (RV) são responsáveis por causar doenças diarreicas aguda 

(desidratante) em mamíferos jovens e também em aves gerando danos as células 

intestinais durante a multiplicação viral (VLASOVA et al., 2017; SIMSEK et al., 2021). 

Sua transmissão ocorre via fecal-oral, pela presença de milhares de partículas no solo 

e/ou água, sendo responsável por uma alta taxa de mortalidade infantil no mundo 

(TROEGER et al., 2018; RIGO-ADROVER et al., 2019). De acordo com a 

Organização Mundial da Saúde há duas vacinas disponíveis para uso humano, a 

Rotarix® (GlaxoSmithKline biologicals, Rixensart, Belgium, cepa atenuada de G1P[8] 

RVA) e a RotaTeq® (Merck ; Co.,Whitehouse Station, NJ, com 5 cepas dos genótipos 

G1P[5], G2P[5], G3P[5], G4P[5] e G6P[8]) (MATTHIJNSSENS et al., 2010). 

De acordo com o Comitê Internacional de Taxonomia Viral (ICTV), o rotavírus 

pertence à família Reoviridae, subfamília Sedoreovirinae (ICTV, 2022), seu material 

genético está disposto em RNA fita dupla não envelopado em aproximadamente 

18.550 pb, fragmentado em 11 segmentos codificantes de proteínas estruturais (VP1-

6) e não estruturais (NSP1-6) (ESTES ; GREENBERG, 2013; ICTV, 2022). 

Sua classificação é feita com base na proteína estrutural VP6 sendo dividida 

em dez grupos (RVA-RVJ) (MATTHIJNSSENS et al., 2011; BÁNYAI et al., 2017, ICTV 

2022). O primeiro grupo (RVA) é qual possui maior variabilidade genética, sendo 

necessário adotar uma notação/codificação, no qual: Gx(VP7) - P[x] (VP4) - Ix (VP6) 

- Rx (VP1) - Cx (VP2) - Mx (VP3) - Ax (NSP1) - Nx (NSP2) - Tx (NSP3) - Ex (NSP4) - 
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Hx (NSP5/6), (MATTHIJNSSENS et al., 2008), e que até o momento conta com 41 

genótipos em G e 57 genótipos em P definidos por amostras de seres humanos e 

diferentes espécies animais (https://rega.kuleuven.be/cev/viralmetagenomics/virus-

classification/rcwg). 

Rotavírus são predominantemente espécie-específicos, mas infecções 

heterólogas também ocorrem (YODMEEKLIN et al., 2017). Seres humanos 

geralmente são acometidos pelas estirpes Wa-like e DS1-like (ambas RVA), 

particularmente sugestivas de uma origem zoonótica em relação a suínos e bovinos, 

respectivamente (MATTHIJNSSENS et al., 2008). Também é possível verificar 

infecções humanas por genótipos e sorotipos animais distintos (LI et al., 2016; 

YODMEEKLIN et al., 2017). 

Pouco se sabe sobre a relação da transmissão interespécies quando se trata 

de roedores e morcegos sinantrópicos, porém ambas as espécies são reconhecidas 

como potencial reservatório de rotavírus e devido a eficiência no modelo de 

transmissão de outros agentes infecciosos. A proximidade no contato a animais e 

pessoas, faz com que essas duas espécies sejam passíveis de atenção aos sistemas 

de vigilância da enfermidade (LI et al., 2016; IANIRO et al., 2017; ISLAM et al., 

2020a,b; SIMSEK et al., 2021). 

No Brasil, rotavírus já foram descritos em animais adultos e principalmente 

filhotes como: bovinos (ROCHA et al., 2017; MEDEIROS et al., 2020), aves 

(VILLARREAL et al., 2006; BESERRA et al., 2014), suínos (MOLINARI et al., 2016; 

SILVA et al., 2016; FLORES et al., 2021). Para roedores, há um relato de RVA 

concomitante a uma granja de suínos (TONIETTI et al., 2013), e outro na região 

Amazônica, porém os autores não descrevem se os animais de ambientes urbanos 

ou rurais (BARROS et al., 2019).  

Análises de metagenômica em Rattus norvegicus caracterizaram um RVA de 

considerada similaridade entre amostras encontradas frequentemente em animais e 

seres humanos (G3 - P[3] - N2), e segmentos genômicos inéditos para a espécie (I20-

R11-C11-M10-A22-T14-E18-H13) (SACHSENRÖDER et al., 2014). Já em estudos de 

detecção molecular em diferentes países da Europa (Alemanha, República Tcheca e 

Hungria) foi possível uma única detecção dentre 51 animais amostrados, sendo 

resultante para o grupo G3 (NIENDORF et al., 2020). Na China, a presença deste 

https://rega.kuleuven.be/cev/viralmetagenomics/virus-classification/rcwg
https://rega.kuleuven.be/cev/viralmetagenomics/virus-classification/rcwg
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rotavírus foi detectada em 1,06% (15/1416) dos roedores desta mesma espécie (LI et 

al., 2016). 

Em amostras de Rattus rattus encontradas em criações de suínos, 

caracterizou-se um RVA (G3-P[3]-I1-R11-C11-M10-A22-N18-T14-E18-H13), 

demonstrando uma combinação atípica de genótipos para a espécie (IANIRO et al., 

2017). Já para Islam e seus colaboradores (2022) em pesquisa de roedores e 

musaranhos foi detectado molecularmente RVA em 18,2% (4/22) dos Mus musculus, 

e 6,7% (6/90) dos Rattus rattus avaliados em Bangladesh. 

Já os Rotavírus do grupo B (RVB) são morfologicamente idênticos aos do 

grupo A, sendo diferenciado apenas no âmbito antigênico e genético 

(VONDERFECHT et al., 1994). Apesar de já ter sido descrita como causadora de 

quadros diarreicos em leitões (MÉDICI et al., 2011), bezerros (NAKATA et al., 1986), 

roedores (VONDERFECHT et al., 1994) e seres humanos (FANG et al., 1989), é 

possível verificar um vazio significativo em relação a pesquisas desta estirpe viral, no 

qual se faz necessário a melhor elucidação e entendimento sobre sua epidemiologia 

e prevalência. 

O Grupo de Trabalho de Classificação de Rotavírus (RCWG) também 

classificou os RVB de acordo com a sua variabilidade, porém utilizando apenas oito 

dos 11 segmentos genômicos, no Quadro 1 é possível identificar os segmentos 

genômicos, seu respectivo genótipo, seu ponto de corte por nucleotídeo e sua 

variabilidade. 

Quadro 1: Valores de ponto de corte de identidade de nucleotídeo dos segmentos genômicos 
do rotavírus B e seus respectivos genótipos, ponto de corte e variabilidade. 

 

Segmento 
genômico 

Genótipo Ponto de corte de 
nucleotídeo (%) 

Variabilidade de 
genótipos 

VP7 G 80 24 

VP6 I 81 13 

VP3 M 70 4 

NSP1 A 76 7 

NSP2 N 75 4 

NSP3 T 78 4 

NSP4 E 70 4 

NSP5 H 78 6 

Fonte: Adaptado de SHEPHERD et al., 2018. 
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Sabe-se que o RVB não é adaptável a cultura celular (VONDERFECHT et al., 

1994), o primeiro relato de isolamento foi em 1996, porém anos mais tarde o mesmo 

grupo revelou que o isolado (SKA-1) era mais semelhante ao grupo RVH do que ao 

genogrupo B (SANEKATA et al., 1996; WAKUDA et al., 2011). 

Em recente estudo desenvolvido nas ilhas de São Cristóvão (Caribe) foi 

possível a detecção de anticorpo anti-RVB em roedores do gênero Rattus dispersos 

pela ilha concluindo que a necessidade da vigilância constante de microrganismos de 

potencial risco zoonótico em populações de roedores sinantrópicos (BOEY et al., 

2019).  

Até o momento, suínos estão sendo considerados os principais hospedeiros 

deste vírus, visto uma maior diversidade genética de RVB detectável nesta espécie. 

Em análises filogenéticas, é possível verificar uma certa exigência do RVB com o seu 

hospedeiro, não demonstrando muitos eventos de rearranjo entre espécies, não 

significa que não haja transmissão interespécies de RVB, mas essa tem ocorrido em 

espécies muito próximas geneticamente e/ou que compartilhem de ancestrais 

comuns, principalmente levando em consideração fatores geográficos (SHEPHERD 

et al., 2018). 

As infecções por rotavírus também são descritas em morcegos (de diferentes 

famílias), o último grupo genômico dos rotavírus (RVJ) foi instaurado a partir de 

morcegos (Miniopterus schreibersii) da Sérvia (BÁNYAI et al.,2017), mas o RVA 

continua sendo o mais encontrado, tendo como característica não ser patogênico a 

esses animais (ISLAM et al., 2020a). 

Em estudo realizado por Asano e colaboradores (2016) foi possível a 

realização de duas constelações parciais de RVA em morcegos brasileiros no Estado 

de São Paulo, sendo elas de Molossus molossus (G3-P[3]-Ix-Rx-Cx-Mx-Ax-Nx-T3-

E3-H6) e de Glossophaga soricina (G20-P[x]-Ix-Rx-Cx-Mx-Ax-Nx-T15-Ex-H15). Na 

região amazônica, 17,98% (32/178) dos morcegos pertencentes diferentes famílias, 

foram positivos para o mesmo grupo viral (BARROS et al., 2019).  

No Quênia também foi identificado constelação parcial de RVA a partir de fezes 

de morcegos frugívoros (Eidolon helvum): G25-P[6]-I15-R8(provisório)-C8-Mx-Ax-N8-

T11-E2-H10 (ESONA et al., 2010). Em Bangkok, os pesquisadores sugerem a 

possibilidade de um salto zoonótico interespécie (morcego-homem) de RVA em áreas 
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urbanas a partir do encontro de uma estirpe viral totalmente nova, devido a ação 

atípica encontrada de G3 (G3-P[10]-I3-R3-C3-M3-A9-N3-T3-E3-H6) (LESTARI et al., 

2022). 

Morcegos como animais sinantrópicos tendo essa intensa proximidade 

interespécies (humano e outros animais) pode aumentar o risco de transmissão de 

cepas virais capazes de saltar espécies e infectar ou coinfectar novos hospedeiros. 

Essa também é a constatação de Simsek e seus colaboradores (2021), pois em seu 

trabalho com amostras de morcegos da Europa, América Central e África, 

demostraram que apesar do baixo número de animais positivos para rotavírus a 

variabilidade genética amostrada identificou seis novos genótipos, com proximidades 

genéticas a outros rotavírus de mamíferos e outros morcegos. 

 

 

1.2. CORONAVÍRUS (COV) 

 

Coronavírus possuem uma ampla variedade de hospedeiros (mamíferos, 

répteis, aves, seres humanos) e sua sintomatologia distinta, de acordo com o tropismo 

viral, que pode ser respiratório, entérico, até mesmo hepático ou neurológico. 

Pertencente à família Coronaviridae são divididos em quatro gêneros: 

Alphacoronavirus, Betacoronavirus, Gamacoronavirus e o Deltacoronavírus 

(MONASTIRI et al., 2021; ICTV, 2022). O gênero Betacoronavirus, que possui a maior 

quantidade de estirpes virais de importância a Saúde Pública, ainda possui uma 

divisão em cinco subgêneros Embecovirus, Hibecovirus, Merbecovirus, Nobecovirus 

e Sarbecovirus (TEMMAM et al., 2022; ICTV, 2022). 

Do seu isolamento (1937) a partir de embriões de galinha (BEAUDETTE, 1937) 

até hoje, o coronavírus causa considerados problemas para a Saúde Pública e Saúde 

Animal. Desde o início do século XXI, o coronavírus humano (HCoV) são 

contabilizados em sete, sendo dois Alphacoronavírus - α-CoV (HCoV-229E e HCoV-

BL63) e cinco Betacoronavírus - β-CoV, dos quais, aliás, dois deles (HCoV-OC43, 

HCoV-HKU1) possuem como hospedeiro ancestral roedores e os demais membros 

deste grupo (SARS-CoV-1, MERS-CoV, SARS-CoV-2) derivaram de morcegos 

(BRANDÃO et al., 2020; MONASTIRI et al., 2021). 
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Os coronavírus são vírus envelopados com genoma RNA linear de sentido 

positivo, não segmentado, com 27-32kb sintetizando pelo menos três proteínas virais: 

(i) proteína espícula ou “spike” (S) - maior parte do genoma, aproximadamente dois 

terços; (ii) proteína de membrana (M); (iii) proteína do envelope (E); (iv) alguns 

coronavírus podem apresentam a hemaglutinina esterase (HE) - configuradas no 

último terço do genoma (PERLMAN ; NETLAND, 2009). 

As proteínas M e E fazem parte da montagem viral (BELOUZARD et al., 2012), 

já proteína S da atividade hemaglutinante, sendo o principal alvo dos anticorpos 

neutralizantes e da interação com as células do hospedeiro durante uma infecção 

(GÉLINAS et al., 2001). Se divide em duas subunidades: S1 e S2 (HOLMES ; LAI, 

1996; NAVAS-MARTIN ; WEISS, 2003) que são responsáveis pela ligação do vírus a 

receptores específicos, apresentando uma grande variabilidade que está associada a 

antigenicidade e patogenicidade do vírus, e pela conservação e constituição a haste 

das espículas (porção C-terminal), respectivamente (Figura 1). 

 

Figura 1: Estrutura do genoma das principais espécies de coronavírus dentro dos quatro 
gêneros (Alpha, Beta, Delta e Gamma). 

 

Fonte: Adaptado de Chazal, 2021. 
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A proteína S dos Alphacoronavirus, como o Vírus da Gastroenterite 

Transmissível - TGEV e Vírus da Diarreia Epidêmica de Suínos - PEDV, não é clivada 

em nenhum momento do ciclo de replicação do vírus, diferente de alguns 

Betacoronavirus e todos os Gamacoronavirus, que tem a clivagem da proteína S entre 

os domínios S1 e S2 durante o processo de entrada na célula. Tal proteína também 

induz a fusão do envelope viral com a membrana da célula hospedeira, e algumas 

vezes, a fusão de duas células (BELOUZARD et al., 2012). 

Apesar do Coronavírus murino, também chamado de Vírus Hepatite Murina 

(M-CoV), ser usado como modelo para o estudo de CoV, há pouca informação sobre 

a prevalência e diversidade de CoVs em roedores (LANE ; HOSKING, 2010; FUNK 

et al., 2009). Mais recentemente, novos α-CoVs and β-CoVs (LRNV, LAMV, LRLV e 

HKU24) foram identificados em roedores na China e Europa (LAU et al., 2015; WANG 

et al., 2015; TSOLERIDIS et al., 2016), sugerindo que roedores possam carrear CoVs 

diversos e/ou não reconhecidos. Aliás, na China foi possível detectar recentemente a 

ocorrência de α-CoV e β-CoV infectando também roedores silvestres (Apodemus 

chevrieri) (GE et al., 2017). 

Com o avanço da pandemia da COVID-19, causada pelo agente SARS-CoV-2 

ao final de 2019, muitas foram as pesquisas desenvolvidas envolvendo o coronavírus 

e todos os seus possíveis reservatórios (MIOT et al., 2022). Como citado 

anteriormente, roedores também podem ser importantes reservatórios passíveis de 

transbordamento zoonótico e afetar seres humanos. 

Roedores como Rattus rattus, Rattus norvergicus e Mus musculus não são 

considerados autóctones das ilhas Canárias (Oceano Atlântico) mas foram coletados 

por Monastiri e seus colaboradores (2021) e a partir de amostras fecais desses 

sinantrópicos conseguiram identificar 11 sequências de M-CoV.  

Na China, em Rattus norvergicus foi possível detectar um membro do gênero 

Betacoronavirus (ChRCoV HKU24) diferente do frequentemente encontrado 

Coronavírus murino, e também distinto ao Coronavírus humano HKU. Esse achado é 

importante pois auxilia os pesquisadores no esclarecimento e entendimento da 

origem da linhagem A do Betacoronavírus em animais (LAU et al., 2015). Após anos, 

outros investigadores com o intuito de avaliar Saúde Única na China, identificaram 
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potenciais CoVs zoonóticos a partir de roedores, com sequência (RCoV-GCCDC3) 

de alta similaridade (96%) a cepa HKU24 (LI et al., 2021). 

Frente ao cenário pandêmico de SARS-CoV-2 e da importância de contato e 

proximidade dos roedores como animais sinantrópicos, o questionamento da 

capacidade desses animais agirem como reservatórios ou fonte de infecção deste 

agente viral é preocupante.  

Análises genômicas tem como intuito tentar elucidar o enigma se roedores são 

resistentes ou tolerantes ao novo coronavírus pandêmico (SARS-CoV-2) e King ; 

Singh (2021) sugerem que os roedores ao longo do processo evolutivo podem terem 

sidos apresentados repetidas vezes a infecções por SARS-like, demonstrando locais 

de afinidade dos receptores de ACE2 (enzima conversora da angiotensina 2) ao novo 

coronavírus. Porém, por mais que evolutivamente próximo aos receptores de 

morcegos, suas adaptações em sítios específicos sugerem uma resistência a entrada 

celular por vírus do tipo SARS, sendo essa teoria reforçada pela apresentação de 

sintomatologia, mesmo que de modo leve (subclínico) (WENTWORTH et al., 2004; 

FAGRE et al., 2020; MONTAGUTELLI et al., 2021).  

Vale ressaltar que esse tipo de estudos e sistemas de vigilância frente as 

infecções por coronavírus (ou novas estirpes virais) são de grande importância, visto 

que as estirpes HKU1 e HCoV-OC43, tem como estirpes ancestrais os roedores 

(BRANDÃO et al., 2020; KING ; SINGH 2021). Até o momento, foram realizadas 

vigilância de roedores sinantrópicos na Bélgica (COLOMBO et al., 2021) e em Hong 

Kong que, embora tenha sido detectado por perfil sorológico a presença de exposição 

ao vírus SARS-CoV-2, não foi detectado o RNA viral nas amostras (MIOT et al., 2022). 

Esse monitoramento deve ser continuado, pois há a possibilidade de que novas 

variantes sejam capazes de infectar esses roedores. 

Morcegos e o coronavírus passaram a ser profundamente estudados a partir 

de 2002/2003 pela emergência da Síndrome Respiratória Aguda Grave (SARS-CoV-

1) que totalizou 8096 mortes ao redor do mundo (DROSTEN et al., 2003; DREXLER 

et al., 2014).  

Em dezembro de 2019, a Organização Mundial da Saúde foi comunicada pela 

cidade de Wuhan (China) após serem descrito casos de uma pneumonia severa 

emergente sem prévio relato em seres humanos. Após investigações essa 
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enfermidade foi chamada de COVID-19 e estava relacionada a um Betacoronavírus 

do tipo SARS-CoV-2 (OPAS, 2022), cuja semelhança genômica viral (96,1%) é 

relatada em morcegos Rhinolophus affinis (ZHOU et al., 2020) e em pangolins (Manis 

javanica) considerados possíveis hospedeiros e/ou reservatórios, com 99,83–99,92% 

de similaridade ao vírus SARS-CoV-2 (LAM et al., 2020). 

A relação de morcegos e coronavírus causando surtos a espécies animais 

também se faz presente e importante. Em 2016, a Síndrome da Diarreia Aguda Suína 

(SADS-CoV) atingiu a província de Guangdong (China) dizimando 25 mil suínos 

(ZHOU et al., 2018).  

Na China é possível detectar mais de cem espécies de morcegos, contando 

com espécies endêmicas e de passagem e assim aumentando a possibilidade de 

interação e mistura gênica, devido ao fato de abrigarem uma ampla diversidade viral, 

inclusive de CoVs. Este país é um foco constante de vigilância viral para o mundo, 

visando elucidar a dinâmica de transmissão intra e interespécies (LI et al., 2005; 

LATINNE et al., 2020).  

Exemplificando, em uma investigação de coronavírus em morcegos na China, 

obteve-se um dataset que incluía 701 sequências de α-CoV a partir de 41 espécies 

de morcegos e 528 sequências de β-CoV, sendo destas 273 completamente novas, 

contando com 97 relacionadas ao SARS-CoV em 15 gêneros diferentes de morcegos 

(LATINNE et al., 2020). 

 

 

1.3. HANTAVÍRUS (HV) 

 

Os hantavírus pertencem ao gênero Orthohantavirus e fazem parte da família 

Hantaviridae, assim como outros três gêneros (Loanvirus, Mobatvirus e Thottimvirus) 

(ICTV, 2022). Esses vírus são do tipo segmentado com RNA linear, fita negativa e 

envelopado. Seus segmentos codificam de quatro a seis proteínas e são chamados 

de Grande (Large: 6,8 - 12 kb), Médio (Middle: 3,2 - 4,9 kb) e Pequeno (Small: 1 - 3 

kb), este último pode ainda codificar proteínas não estruturais em algumas espécies 

de hantavírus (MUYANGWA et al., 2015). 

Em todo o mundo já foram relatadas mais de 50 espécies de hantavírus (ZOU 

et al., 2011), porém nem todas causam doenças, como o Prospect Hill vírus 

(SPIROPOULOU et al., 2007). Além de roedores, morcegos e toupeiras já foram bem 
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descritas como reservatórios destes agentes virais (OLIVEIRA et al., 2014), a forma 

de transmissão é dada por mordidas (saliva) e principalmente pela inalação de 

partículas presentes nas excretas (fezes e urina) (GUTERRES ; LEMOS, 2018). Na 

literatura ainda há um relato de transmissão entre humanos, porém esta forma não é 

considerada frequente (WELLS et al., 1997). 

O gênero Orthohantavirus concentra a maior quantidade de espécies, parte 

delas patogênicas e com importância a Saúde Pública (KIM et al., 2018), tendo sua 

distribuição fortemente associada a presença geográfica do roedor transmissor 

(famílias Murinae, Avicolinae e Sigmodontinae), podendo apresentar duas doenças 

distintas dependendo do roedor. 

Conhecido como hantavirose do Velho Mundo (Europa e Ásia), os primeiros 

relatos da Síndrome da Febre Hemorrágica e Renal (HFRS) são datados em 

escrituras chinesas de 960 a.C., posteriormente na guerra da Coreia em 1951-1954, 

afetando e/ou levando a óbito mais de 3000 soldados (HJELLE ; TORRES-PÉREZ, 

2010). A espécie relacionada a este surto foi a Hantaan vírus (HTNV), isolado em 

1978 pela primeira vez (LEE et al., 1981) vinculada ao roedor Apodemus agrarius, 

tendo sido detectado o vírus no sangue, urina, fezes e trato respiratório de animais, 

enquanto que em pessoas o contato direto com secreções também é a forma de 

transmissão aumentados pelo contato sexual e a exposição à saliva (TOLEDO et al., 

2021). Apesar de apresentar uma das formas mais graves da hantavirose, a dispersão 

do HTNV está restrita a áreas de plantio na China, Coreia e Rússia (YU ; TESH, 2014; 

HANSEN et al., 2015). 

Outras espécies associadas a essa síndrome: o Dobrava vírus (DOBV), tem o 

homem como um hospedeiro acidental na cadeia de transmissão, apesar de causar 

quadros de insuficiência renal (GOZALAN et al., 2013), seus diferentes genótipos 

(Kurkino, Dobrava ou Sochi) determinam a taxa de mortalidade de 0,5 a 12% 

(HOFMANN et al., 2010; WITKOWSKI et al., 2016). O genótipo DOBV-Saarema até 

o momento, não apresenta sintomatologia em humano, sendo até considerado uma 

espécie distinta (KLEMPA et al., 2013). 

Já o Puumala vírus (PUUV) é considerado o agente viral, deste grupo, mais 

detectado na Europa Ocidental é disseminado pelo Myodes glareolus, favorecido pela 

vegetação rasteira dessa região, junto a coevolução vírus-hospedeiro (LAENEN et al., 

2019). Apresentando nefropatia epidêmica de forma moderada, pode proporcionar 

infecções subclínicas (REIL et al., 2017). 
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O Seoul vírus, se apresenta de forma branda, porém caso não houver 

assistência médica adequada pode ter mortalidade em 1%, seu diferencial quanto a 

outros vírus do Velho Mundo é a distribuição cosmopolita de seus hospedeiros, a 

ratazana (Rattus norvegicus), seguido do rato-preto ou rato de telhado (Rattus rattus) 

(KIM et al., 2018; LING et al., 2019).  

A investigação de roedores sinantrópicos urbanos na transmissão de 

hantavírus vem se tornando uma preocupação mundial, uma investigação feita nas 

ilhas Mayotte (Oceano Indico) demostrou a prevalência de 18% (29/160) dos Rattus 

rattus investigados positivos para Síndrome da Febre Hemorrágica e Renal 

(FILIPPONE et al., 2016). Na cidade de Buenos Aires (Argentina) um estudo 

sorológico feito após a captura de roedores em diferentes localidades, 11,9% (18/151) 

das ratazanas (R. norvergicus) apresentavam soroprevalência para o vírus Seoul, 

enquanto que nenhum dos 33 ratos dos R. rattus apresentaram sorologia (CUETO et 

al., 2008). 

No Brasil, de acordo com o Manual de Vigilância, Prevenção e Controle das 

hantaviroses do Ministério da Saúde (BRASIL, 2013) a prevalência de anticorpos anti-

Hantaan em roedores sinantrópicos (R. norvergicus e R. rattus) variam entre 6-56%, 

sendo que Estado de São Paulo apresenta porcentagem de 14%. Além disso, em 

Belém - PA, foi possível realizar o isolamento do vírus Seoul a partir de ratazanas 

sinantrópicas, sendo importante ressaltar que em ambos os inquéritos (sorológico e 

de isolamento) não havia registros da doença humana. 

O período de incubação varia entre 2-3 semanas, o vírus tem tropismo por 

células endoteliais (KRAUTKRÄMER ; ZEIR, 2014) e produz sintomatologia 

inespecífica (febre, dores de cabeça e muscular, náusea e/ou vômito) acompanhado 

de problemas respiratórios, tontura e diarreia. Dada a trombocitopenia, pode haver o 

desenvolvimento de petéquias, queda da pressão arterial o que inicia o processo 

renal, com a apresentação de uma fase de insuficiência renal com proteinúria, poliúria 

evoluindo para coagulação intravascular disseminada (JIANG et al., 2017).  

A Síndrome cardiopulmonar por hantavírus (HCPS) é outra patologia 

associada a agentes desse gênero, e conhecidas como hantaviroses do Novo Mundo 

(Américas). Os primeiros casos surgem após diversos fenômenos climáticos como o 

El Niño (OLIVEIRA et al., 2014; GUTERRES ; LEMOS, 2018).  

Vale lembrar que o entendimento da interação dos roedores nos biomas auxilia 

na determinação do potencial de risco de transmissão do vírus (AVSIC-ZUPANC et 
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al., 2016). No Brasil, os primeiros relatos são de 1993, com o Juquitiba vírus (SILVA 

et al., 1997) e transmitido pelo roedor Oligoryzomys nigripes. No Brasil, é possível 

ainda identificar os seguintes vírus e reservatórios: (a) Araraquara vírus (Necromys 

lasiurus); (b) Castelo dos Sonhos vírus (Oligoryzomys utiaritensis); (c) Laguna Negra 

vírus (Calomys callidus); (d) Anajatuba vírus (Oligoryzomys mattogrossae); e o (e) Rio 

Mamoré vírus (Oligoryzomys microtis), entre outros (FERNANDES et al., 2019). 

Para o HCPS, o período de incubação varia entre 16 e 24 dias, com 

sintomatologia inicial inespecífica semelhante a HFRS, sendo diferenciado pela 

depressão e edema pulmonar e o comprometimento de órgãos linfoides (FERRES et 

al., 2007) que pode evoluir e levar o paciente a um quadro de choque cardiovascular, 

sendo necessária hospitalização e ventilação mecânica (JIANG et al., 2017). 

Trabalhos indicam que esta fase pulmonar dura aproximadamente uma semana com 

uma diurese espontânea, sequelas como dispneia e fraqueza são relatadas por 

pacientes (HJELLE ; TORRES-PÉREZ, 2010). Segundo dados do Ministério da 

Saúde do Brasil, 2060 pessoas se infectaram, com letalidade de 40,1% até 2017 

(BRASIL, 2022). 

Para os roedores, o vírus causa uma infecção crônica com sintomatologia 

branda como diminuição no crescimento (CHILDS et al., 1989) e alterações renais 

(YANAGIHARA et al., 1985), mas de modo geral é assintomática, devido provável 

coevolução dos roedores com o vírus por milhões de anos (PLYUSNIN et al., 1996).  

Esta enfermidade pode ser diagnosticada principalmente pelo histórico do 

paciente ao contato com roedores silvestres ou sinantrópicos, e laboratorialmente por 

detecção sorológica específica por ELISA (IgM ou IgG), ou mediante RT-PCR, 

oferecido pelos laboratórios de referência do Ministério da Saúde (BRASIL, 2022). 

Para o conhecimento do autor, até o momento não há nenhuma vacina 

licenciada e disponível no mercado que previna as hantaviroses. Sabe-se que há 

diversos testes clínicos em diferentes estágios para vacinas inativadas (monovalentes 

e bivalentes), vacinas de DNA e vacinas vivas atenuadas tanto para HFRS e HCPS, 

com eficácia em torno de 93,77 - 100% (MAES et al., 2004; KRUGER et al., 2011; 

VALDIVIESO et al., 2017). Quanto ao tratamento, estudos promissores com o uso do 

antiviral Ribavirina têm demonstrado uma maior taxa de sobrevida em ratos 

infectados com hantavírus (HUGGINS et al., 1991; MAES et al., 2004; JONSSON et 

al., 2008).  
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1.4. HEPATITE E (HVE) 

 

Descoberto na década de 1980 em fezes de pacientes após um surto de 

hepatite viral, negativos para os tipos A e B, na província de Kashmir (Índia), hoje 

essa estirpe viral está mundialmente dispersa (WONG et al., 1980; KAR ; KARNA, 

2020).  

O vírus da hepatite E (HEV) pertence pertencente à família Hepeviridae 

(subfamílias: Orthohepevirinae e Parahepevirinae), apresentando-se como uma 

partícula não envelopada de 27-34 nm, um capsídeo icosaédrico, genoma expresso 

em 7,2kb de RNA linear, fita simples de sentido positivo (ICTV, 2022). Seu genoma 

pode ser transcrito a partir de três quadros aberto de leitura (open reading frame - 

ORF), sendo as duas primeiras responsáveis pela síntese de proteínas estruturais de 

replicação viral (helicase, RdRp) e de capsídeo, já a ORF3 é apenas encontrada nas 

partículas envelopadas do vírus, sendo capaz de manter a replicação e a 

sobrevivência do vírus no hospedeiro (KAR ; KARNA, 2020). Alguns genótipos de 

HEV podem apresentar uma quarta ORF, sendo esta responsável pela síntese da 

proteína estrutural RNA-dependente RNA polimerase (RdRp) (Figura 2).  

 

Figura 2: Representação do genoma do vírus da hepatite E e as codificações em proteínas 
de cada quadro de leitura aberta (open reading frame – ORF). Sendo região 5' (não 
codificante - NC) composto por 7-metilguanosina (7mG) e a região 3'NC inclusa de uma cauda 
poliadenilada poly(A). 

  

 

Fonte: Adaptado de KAMAR et al., 2017. 

 

A subfamília Parahepevirinae até o momento alberga apenas um gênero 

(Piscihepevirus) e um vírus que infecta somente peixes. Já a subfamília 

Orthohepevirinae, é subdivida em quatro gêneros (Paslahepevirus (A), Avihepevirus 

(B), Rocahepevirus (C) e Chirohepevirus (D)), sendo o gênero Paslahepevirus (ou 
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HEV-A) aquele que possui maior quantidade de variantes dentro das suas duas 

espécies descritas (ICTV, 2022). 

Curiosamente, em seu isolamento a partir de fezes foi visualizado formas não 

envelopadas (BALAYAN et al., 1983), mas sua forma envelopada pode ser detectada 

em quadros virêmicos (sangue) auxiliando a sobrevivência viral no hospedeiro, pois 

esta forma escapa da capacidade dos anticorpos em neutralizar o microrganismo 

(FENG ; LEMON, 2014). E para complementar, sua forma infecciosa é resistente 

podendo ser detectável após 28 dias em temperatura ambiente (JOHNE et al., 2016). 

As formas de transmissão conhecidas de HEV são: indireta e direta, vertical e 

horizontal. De uma forma geral, o vírus é transmitido com maior facilidade em locais 

com baixa infraestrutura e condições higiênicas, pois sua principal rota de 

transmissão é via fecal-oral, com alta excreção viral pelas fezes (KAMAR et al., 2017; 

REUTER et al., 2020). Água e solo podem atuar como vetores de transmissão, sendo 

responsáveis por diversos surtos e estimativa de 3,4 milhões de novos casos 

anualmente na África e Ásia (NAIK et al., 1992; REIN et al., 2012).  

Países desenvolvidos também sofrem as consequências causadas pelo vírus 

da hepatite E, países como França, Inglaterra, Bélgica, Noruega, Luxemburgo e 

Alemanha apresentam quadros endêmicos com taxas de soroprevalência entre 10-

60% de sua população (KAMAR et al., 2012). 

A relação com transmissão zoonótica também já foi relata envolvendo suínos 

(MENG et al., 1997, DENNER, 2019; REUTER et al., 2020), dromedários (WOO et 

al., 2014), roedores (MASAHARU et al., 2020), morcegos (KOBAYASHI et al., 2018). 

O consumo de produtos de origem animal crus e/ou mal cozido também são 

considerados fonte de transmissão viral, a inativação ocorre pelo cozimento a 

temperatura de 70ºC por no mínimo 20 minutos antes de seu consumo (KAMAR et 

al., 2017). 

Também pode ocorrer a transmissão de forma direta entre humanos via 

sangue (transfusão ou produtos do sangue) e transplante de órgãos, e são passíveis 

de causar infecção assintomática, com sintomatologias leves a infecções crônicas. A 

transmissão vertical (transplacentária) pode ocorrer causando prejuízos a gestação e 

ao feto, inclusive com mortalidade fetal (KAR ; KARNA, 2020). 

Apesar de haver uma vacina para HEV licenciada (Hecolin®, Xiamen Innovax 

Biotech Co., Ltd.) (WU et al., 2016) até o momento, ela não está disponível 
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comercialmente (WHO, 2022). Como terapia de tratamento a ribavirina vem sendo 

amplamente utilizada em protocolos de 3 a 6 meses (KAR ; KARNA, 2020). 

Vitral e seus colaboradores (2005) detectaram anticorpos anti-HEV em dois 

dos quatro roedores analisados no Estado do Rio de Janeiro (Brasil), apesar do n 

amostral baixo, esses resultados já foram descritos e outras localidades em roedores 

sinantrópicos e silvestres (TSAREV et al. 1998; KABRANE-LAZIZI et al. 1999; 

ARANKALLE et al. 2001).  

Apenas em 2010, na Alemanha, foi relatada a detecção do vírus da hepatite E 

em roedores (JOHNE et al., 2010), desde então foi identificado em diversos outros 

roedores (sinantrópicos e silvestres) em diferentes partes do mundo (REUTER et al., 

2020). E em 2017, foi confirmada a primeira transmissão rato-humano em um 

paciente imunocomprometido após um transplante de órgãos em Hong Kong (China) 

(SRIDHAR et al., 2018), e na Europa mais três casos dessa transmissão ativa de HEV 

por roedores foram relatados (RIVERO-JUAREZ et al., 2022).  

No Brasil, não há uma rotina investigativa de hepatite E, nem mesmo em 

quadros suspeitos de hepatite aguda, os primeiros estudos realizados envolvem 

comunidades (ribeirinhas, mineradores) expostas a condições baixas ou quase 

ausentes de infraestrutura de saneamento básico (PANG et al, 1995; SOUTO et al., 

1997; ASSIS et al., 2002).  

Além de investigações em bancos de doação de sangue que confirmam a 

presença de anticorpos IgG anti-HEV em taxas de 2,0 - 8,6% (SANTOS et al., 2002; 

CARRILHO et al., 2005; PASSOS- CASTILHO et al., 2015). 

Pensava-se que o HEV comumente encontrado em roedores (Orthohepevirus 

C) não poderiam infectar seres humanos, visto que é apenas 50-60% semelhante ao 

HEV-A (típico de ser humano), mas há uma hipótese de que ambos os vírus possam 

ser resultados de vírus ancestrais de roedores (WANG ; YANG, 2022). Com isso, a 

vigilância constante se faz necessária considerando uma abordagem de Saúde Única, 

afinal há proximidade de animais sinantrópicos aos homens (QIAN et al., 2022). 

Drexler e seus colaboradores (2012) no primeiro trabalho com amostras 

(fecais, sangue, órgãos) de morcegos de diferentes continentes (Europa, América 

Central, África) encontraram 0,18% (7/3869: 85 morcegos de diferentes famílias) dos 

espécimes positivos, caracterizando uma nova espécie viral (hoje alocado ao gênero 

Chirohepevirus). 
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Estudos de metagenômica expressam a capacidade de morcegos agirem 

como reservatórios naturais de HEV-D, sendo descritos em pelo menos cinco famílias 

de quirópteros distribuídos em oito países, inclusive em materiais biológicos de uma 

possível rota extra-hepática como: fezes, fígado, rins, cérebro (WANG et al., 2015; 

WU et al., 2016; HARDMEIER et al., 2021; WANG ; YANG, 2022). 

Muito ainda precisa ser estudado e elucidado sobre a epidemiologia, evolução, 

diversificação e formas de dispersão dos HEV em animais sinantrópicos (roedores e 

morcegos) e sua relação as estirpes virais de seres humanos.  
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2. OBJETIVOS 

 

2.1. GERAL 

 

Investigar a presença de vírus de importância a Saúde Pública em amostras 

de animais sinantrópicos (roedores e morcegos) provenientes de em ambientes 

urbanos e rurais do Estado de São Paulo, visando contribuir como um indicador para 

as ações em Saúde Pública e Saúde Animal, bem como uma discussão sobe 

aspectos ligados à epidemiologia destes agentes. 

 

 

2.2.  ESPECÍFICOS 

 

a. Pesquisar a ocorrência de rotavírus, coronavírus, hantavírus e hepatite 

E em amostras fecais de roedores sinantrópicos urbanos. 

 

b. Pesquisar a ocorrência de rotavírus, coronavírus e hepatite E em 

amostras de órgãos (pool de fígado, baço, pulmão e intestino) e de morcegos 

sinantrópicos; 

 

c. Confirmar possíveis achados de amostras positivas mediante a 

determinação da sequência de nucleotídeos dos produtos oriundos das reações de 

RT-PCR, caracterizando-as mediante análises filogenéticas. 
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3. MATERIAL E MÉTODOS 

 

 

3.1. AMOSTRAS CLÍNICAS 

 

Para a realização de todos os procedimentos em laboratório, foram adotadas 

medidas de biossegurança recomendadas nos manuais internacionais (CDC,1994) 

para manipulação de amostras suspeitas, envolvendo o processamento de materiais 

clínicos em fluxo laminar até a inativação do material genético, uso equipamentos de 

proteção individual (aventais descartáveis, luvas descartáveis duplas, óculos de 

proteção e máscaras N95), bem como estrita desinfecção da cabine após o uso e dos 

respectivos materiais utilizados. 

 

3.1.1. Roedores 

 

Foram utilizadas amostras fecais de roedores urbanos (CEUA-USP: 

1606200218 - ID 004956), sejam eles Rattus rattus, Rattus norvegicus e/ou Mus 

musculus, provenientes de locais delineados pelo Núcleo de Vigilância, Prevenção e 

Controle de Fauna Sinantrópica (NVSIN), Divisão de Vigilância de Zoonoses (DVZ), 

Coordenadoria de Vigilância em Saúde (COVISA) da Prefeitura Municipal de São 

Paulo, em decorrência de procedimentos regulares de desratização municipal. As 

amostras estão listadas no Anexo 2, quanto a sua origem e espécies. 

As amostras foram obtidas mediante a assinatura do "Termo de Doação de 

Amostras" foram colhidas por catação pelos técnicos da NVSIN e DVZ e 

armazenadas em microtubos de plástico, mantidas em gelo descartável durante o 

transporte, e armazenadas em freezer a temperatura de -20°C, junto ao Laboratório 

de Biologia Molecular Aplicada e Sorologia - LABMAS/VPS (FMVZ/USP) até o seu 

processamento. A UVIS e DVZ colheram e cederam as amostras durante os anos de 

2018 e 2019, sendo interrompida durante o período da pandemia de COVID-19 

instaurada pela Organização Mundial da Saúde (OMS) em março de 2020. 

Para a identificação da espécie dos roedores foi utilizada o método de 

visualização do formato das fezes - cíbalas, de acordo com o Manual de Controle de 
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Roedores (BRASIL, 2002). A identificação de Rattus norvergicus (ratazana) baseia-

se no formato de cápsula com extremidades rombudas (13-19 x 6 mm); para Rattus 

rattus (rato de telhado) o formato é fusiforme, ou seja, cíbalas mais delgadas e 

extremidades mais estreitas que o centro (8-13 x 5 mm); e para Mus musculus 

(camundongo) o formato é semelhante a bastonetes. 

Após a identificação as amostras foram maceradas com hastes rígidas de 

plástico e submetidas ao processo de extração de ácidos nucleicos (descrita no item 

3.2). 

 

3.1.2. Morcegos  

 

As amostras de morcegos utilizadas neste trabalho foram provenientes do 

serviço de Vigilância e Controle da Raiva no Estado de São Paulo, Instituto Pasteur. 

Adicionalmente ao termo de aprovação da comissão de ética da Universidade de São 

Paulo (CEUA-USP: 1606200218 - ID 004956), o projeto foi também submetido e 

aprovado junto ao comitê de ética do Instituto Pasteur, sob o número IP 01/2020. 

Tais amostras eram de morcegos sabidamente negativos para o vírus rábico e 

entregues congelados (sem o cérebro). Adotando todas as medidas recomendadas 

de biossegurança (item 3.1), foi realizada a necrópsia dos espécimes, com o intuito 

de separar as amostras em pools contendo fragmentos de pulmão, baço, intestino e 

fezes e fragmento de fígado, sendo macerados com hastes rígidas de plástico e 

submetidas ao processo de extração de ácidos nucleicos (a ser descrita no item 3.2). 

Os morcegos analisados neste trabalho foram classificados de forma 

morfométrica por meio da chave de identificação de espécies descrita por Vizzoto ; 

Tadei (1973) e por Gregorin ; Taddei (2002) para quirópteros brasileiros. Também 

foram coletadas informações a respeito do gênero (macho/fêmea), a idade 

aproximada (filhote, jovem, adulto) de acordo com a fase de consolidação da 

articulação das asas, estas informações estão contidas no Anexo 3. 

 

 

 



40 
 

 

3.2. EXTRAÇÃO DE ÁCIDOS NUCLEICOS 

 

Para extração de ácidos nucleicos realizou-se suspensões fecais preparada 

na concentração de 50% (p/v) em água ultrapura previamente tratada com DEPC 

(dietilpirocarbonato) e posteriormente clarificadas por centrifugação a 12.000 g por 15 

minutos a temperatura de 4°C, sendo utilizado somente o sobrenadante para as 

etapas subsequentes. 

Como controles positivos foram utilizados soluções virais que estavam 

armazenadas em alíquotas (1,0 mL) no estoque de células do Laboratório de Biologia 

Molecular Aplicada e Sorologia (LABMAS/USP) em freezer a temperatura de -80ºC, 

sendo os descritos a seguir: (i) célula MDBK (células renais caninas Madin-Darby) 

como controle exógeno as amostras de fezes de roedores, e assim verificar a 

qualidade de extração; (ii) BCoV (Bovine coronavírus - Betacoronavírus) como 

controle positivo para todas as reações de coronavírus; (iii) NCDV (Nebraska Calf 

Diarrhea vírus) para controle de rotavírus do Grupo A; (iv) Amostra clínica de suíno 

(fezes) positiva e sequenciada para Hepatite E; (v) Hantavírus: devido a 

indisponibilidade de amostras-padrão, não foi utilizada nenhuma amostra como 

controle positivo, sendo considerados positivos aqueles encontrados em altura 

equivalente (em peso molecular) e necessariamente confirmados pelo 

sequenciamento de nucleotídeos; (vi) Rotavírus B: devido a indisponibilidade de 

amostras padrão, não foi utilizada nenhuma amostra como controle positivo, sendo 

considerados positivos aqueles encontrados em altura equivalente (em peso 

molecular) e necessariamente confirmados pelo sequenciamento de nucleotídeos; 

(vii) como controle negativo para as reações foi utilizado água ultra pura (NTC). 

As extrações de RNA, para o diagnóstico e caracterização dos vírus, foram 

feitas mediante o uso do reagente Trizol (Invitrogen®) seguindo as instruções do 

fabricante, e o RNA extraído foi ressuspendido em 25 µL de água previamente tratada 

com DEPC e mantido congelado em freezer a temperatura de -80°C até o seu 

processamento. 
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3.3. REAÇÃO DE TRANSCRIÇÃO REVERSA (RT) E REAÇÃO EM CADEIA PELA 

POLIMERASE (PCR) 

 

As amostras foram submetidas à reação de transcrição reversa (RT) utilizando 

primers randômicos (Invitrogen®), de acordo com o protocolo do fabricante. Para tal, 

foi utilizado o protocolo de RT-mix com 4 µL de 10x M-MLV RT Buffer com DTT 

(SIGMA®); 2 µL de solução de dNTP a 10 mM; 1 µL de Random Primers (50 ng/µL - 

Invitrogen®); 1 µL da enzima M-MLV Reverse Transcriptase (Invitrogen®); 7 µL da 

amostra de RNA extraído; e água ultra-pura q.s.p. 20 µL. Submetendo a reação ao 

ciclo de temperatura de 37°C por 50 minutos seguido de temperatura de 80ºC por 10 

minutos. A pesquisa dos diferentes vírus foi feita mediante a reação em cadeia pela 

polimerase (PCR), utilizando protocolos específicos para cada agente viral que serão 

descritos a seguir.  

 

3.3.1. Beta actina (β- actina) 

 

Todas as amostras (roedores e morcegos) foram submetidas a uma PCR para 

amplificação do gene β-actina, que por ser uma região altamente conservada das 

células eucarióticas foi utilizada como controle endógeno das reações, portanto 

aquelas que não obtivessem amplificações não seriam analisadas aos alvos virais.  

Nas amostras fecais de roedores foram adicionados 50 µL célula MDBK 

(células renais caninas Madin-Darby) e submetidas ao procedimento de extração com 

Trizol (Invitrogen®) (item 3.2) e a reação de transcriptase reversa pela enzima M-MLV 

Reverse Transcriptase (Invitrogen®) (item 3.3).  

As condições utilizadas foram adaptadas do trabalho de Ono e colaboradores 

(2017) utilizando o conjunto de primers descritos adaptados a uma reação 

convencional de PCR, sob o protocolo descrito no Quadro 2. 

 

Quadro 2: Primers e protocolos de termo ciclagem e de mix utilizados para a detecção da 
PCR para o gene β-actina. 

 
Reação PCR para gene β-actina - amplicon 113 pb 

Primer (polaridade)  Sequência (5’ - 3’): Referência  

act β for (+) ATTGGCAACGAGCGGTT 
Ono et al., 2017 

act β rev (-) ACGTCACACTTCATGATGGA 
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Termo ciclagem: 95ºC - 5 min / 40 ciclos de (95ºC - 30 seg; 60ºC - 1 min; 72ºC – 30 seg) / 
72ºC - 10 min 

Protocolo de Mix: 1X Buffer (10x Tampão de PCR); 0,2 mM de dNTP (10mM); 1,5 mM de 
MgCl2 (50 mM); 0,4µM de cada primers (forward e reverse, concentrados a 10 µM), 1,25U 
de Platinum Taq polimerase (Invitrogen®); e água ultra-pura q.s.p. 20 µL. 
Template: 1,5 µL de cDNA para amostras fecais de roedores e 1,0 µL de cDNA para as 
amostras de pool de órgãos dos morcegos. 

 

3.3.2. Rotavírus  

 

Considerando a alta variabilidade do agente viral, foi utilizado como triagem à 

amplificação de um fragmento de um gene conservado dos rotavírus A, codificador 

da proteína estrutural NSP5 (SALEM et al., 2010), também levando em consideração 

achados prévios na detecção de rotavírus em amostra de roedores (TONIETTI et al., 

2013) e em morcegos (ASANO et al., 2016). No Quadro 3 estão descritas as 

sequências dos primers utilizados, assim como as condições de mix de PCR e de 

termo ciclagem. 

 

Quadro 3: Primers e protocolos de termo ciclagem utilizados para a detecção em nested-PCR 
dos genes codificadores de proteínas não estruturais (NSP5) do Rotavírus grupo A. 
 

Reação PCR - gene da proteína não estrutural NSP5 (RVA)- amplicon 317 bp 

Primer (polaridade)  Sequência (5’ - 3’): Referência  

P1 (+) GGCTTTTAAAGCGCTACAGTGATGTCTCT 
SALEM et al., 2010 

P2 (-) GGTCGTGATTGTGTTGATGAATCCATAGA 

Termo ciclagem: 94ºC -4 min / 40 ciclos de (94ºC - 1 min; 60ºC - 1 min; 72ºC - 1 min) / 
72ºC -5 min 

Protocolo de Mix: 1,25X Buffer (10x Tampão PCR); 0,4mM de dNTP (10mM); 2,0mM de 
MgCl2 (50 mM); 0,625µM de cada primers (forward e reverse, concentrados a 10 µM), 3,75U 
de Platinum Taq polimerase (Invitrogen®); 2,5µL template e água ultra-pura q.s.p. 25µL. 

 

Reação em nested-PCR para RVA - gene da NSP5 (RVA) - amplicon 208 pb 

Primer (polaridade)  Sequência (5’ - 3’): Referência  

P3 (+) CTCAGCATTGACGTAACGAGTCTTCC 
SALEM et al., 2010 

P4(-) TGAGTGGATCGTTTGAAGCAGAATCAGA 

Termo ciclagem: 94ºC - 4 min / 30 ciclos de (94ºC - 30 seg; 60ºC - 1 min; 72ºC -1 min) / 
72ºC -5 min 

Protocolo de Mix: 1,25X Buffer (10x Tampão de PCR); 0,4 mM de dNTP (10mM); 2,00 mM 
de MgCl2 (50 mM); 0,625µM de cada primers (forward e reverse, concentrados a 10 µM), 
3,75U de Platinum Taq polimerase (Invitrogen®); 2,0 µL de template (resultado da PCR) e 
água ultra-pura q.s.p. 25 µL. 

 

A pesquisa de Rotavírus do grupo B foi realizada somente para amostras de 

roedores, uma vez que já foram extensamente analisados (VONDERFECHT et al., 
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1994, SALIM et al., 1995; SUZUKI et al, 2012; BOEY et al., 2019), utilizando-se com 

alvo dois fragmentos de diferentes regiões dos genes VP1 (Quadro 4) e VP6 (Quadro 

5), em reações separadas de PCR. 

  

Quadro 4: Primers e protocolos de termo ciclagem utilizados para a detecção dos genes 
codificadores de proteínas estruturais VP1 de rotavírus B em roedores sinantrópicos, tendo 
como produto final um fragmento de 340 pb. 
 

Reação PCR - gene da proteína estrutural VP1 (RVB) - amplicon 340 pb 

Primer (polaridade)  Sequência (5’ - 3’): Referência  

GBRVF (+) ATATTTAACTGTTCTCATCAAC SACHSENRÖDER et al., 
2014 GBRVR (-) AATAATCGTTGGCAATCAGATC 

Termo ciclagem: 95ºC - 3 min / 40 ciclos de (95ºC - 1 min; 48ºC - 2 min; 72ºC - 1 min) / 
72ºC - 10 min 

Protocolo de Mix: 1,25X Buffer (10x Tampão de PCR); 0,40 mM de dNTP (10mM); 2,00 mM 
de MgCl2 (50 mM); 0,625µM de cada primers (forward e reverse, concentrados a 10 µM), 
3,75U de Platinum Taq polimerase (Invitrogen®); 2,5 µL de template e água ultra-pura q.s.p. 
25 µL. 

 

Quadro 5: Primers e protocolos de termo ciclagem utilizados para a detecção dos genes 
codificadores de proteínas estruturais VP6 de rotavírus B em roedores sinantrópicos, tendo 
como produto final um fragmento de 606 pb. 
 

Reação PCR - gene da proteína estrutural VP6 (RVB) - amplicon 606 pb 

Primer (polaridade)  Sequência (5’ - 3’): Referência  

GB6-1 (+) GGTTTAAATAGCCCAACCGGTG AHMED et al., 
2004 GB6-3 (-) TACAACCCCTTTATTACCTG 

Termo ciclagem: 95ºC - 3 min / 40 ciclos de (95ºC - 1 min; 50ºC - 1,5 min; 72ºC - 1,5 min) / 
72ºC - 10 min 

Protocolo de Mix: 1,25X Buffer (10x Tampão de PCR); 0,40 mM de dNTP (10mM); 2,00 mM 
de MgCl2 (50 mM); 0,625µM de cada primers (forward e reverse, concentrados a 10 µM), 
3,75U de Platinum Taq polimerase (Invitrogen®); 2,5 µL de template e água ultra-pura q.s.p. 
25 µL. 

 

 

3.3.3. Coronavírus 

 

Pela ampla variabilidade de coronavírus, optou-se pela realização da triagem 

com reação de PCR para uma detecção genérica, conhecidos como ensaios 

“Pancoronavírus” com alvo em ORF1b do gene RdRp (ESCUTENAIRE et al, 2007) 

(Quadro 6), e a outra trata-se de uma reação de nested PCR, tendo também como 

alvo o gene, onde a primeira amplificação foi descrita por Chu et al. (2011) e a 

segunda por Woo et al. (2005) (Quadro 7). Caso qualquer amostra positiva a estas 
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reações, foi submetida a uma reação adicional para o grupo Betacoronavírus, tendo 

como alvo uma região conservada do gene RdRp (STEPHENSEN et al., 1999), cujos 

componentes e condições estão descritas no Quadro 8. 

 

Quadro 6: Primers e protocolos de mix e termo ciclagem utilizados para a detecção em reação 
de PCR ao gene ORF1b para detecção genérica do coronavírus, tendo como resultado um 
fragmento de 179 pb. 
 

Reação PCR - ORF1b - amplicon 179 pb 

Primer (polaridade)  Sequência (5’ - 3’): Referência  

11Fw (+) TGATGATGSNGTTGTNTGYTAYAA ESCUTANAIRE et 
al., 2007 13RV (-) GCATWGTRTGYTGNGARCARAATTC 

Termo ciclagem: 95ºC - 5 min / 50 ciclos de (94ºC - 40 seg; 50ºC - 40 seg; 72ºC - 40 seg) / 
72ºC - 10 min 

Protocolo de mix: 1,25X Buffer (10x Tampão de PCR); 0,5 mM de dNTP (10mM); 1,8 mM 
de MgCl2 (50 mM); 0,5 µM de cada primers (forward e reverse, concentrados a 10 µM), 1,5U 
de Platinum Taq polimerase (Invitrogen®); 2,5 µL de template e água ultra-pura q.s.p. 25 µL. 

 

 

Quadro 7: Primers e protocolos de mix e termo ciclagem utilizados para a detecção em reação 
de nested PCR do gene RNA dependente RNA polimerase (RdRp) para detecção genérica 
de coronavírus, resultando em um fragmento de 440 pb. 
 

Reação PCR - gene RdRp - amplicon 660 pb 

Primer (polaridade)  Sequência (5’ - 3’): Referência  

COV FW (+): GGKTGGGAYTAYCCKAARTG 
CHU et al., 2011 

COV RV (-): TGYTGTSWRCARAAYTCRTG 

Termo ciclagem: 94ºC - 3 min / 40 ciclos de (94ºC - 1 min; 48ºC - 1 min; 72ºC - 1 min) / 
72ºC - 10 min  

Protocolo de mix: 1,25X Buffer (10x Tampão de PCR); 0,5 mM de dNTP (10mM); 1,8 mM 
de MgCl2 (50 mM); 0,5 µM de cada primers (forward e reverse, concentrados a 10 µM), 
1,5U de Platinum Taq polimerase (Invitrogen®); 2,5 µL de template e água ultra-pura q.s.p. 
25 µL. 

 

Reação nested-PCR - gene RdRp - amplicon 440 pb 

Primer (polaridade)  Sequência (5’ - 3’): Referência  

CHINA FW (+): GGTTGGGACTATCCTAAGTGTGA 
WOO et al., 2005 

CHINA RV (-): CCATCATCAGATAGAATCATCATA 

Termo ciclagem: 94ºC - 3 min / 40 ciclos de (94ºC - 1 min; 48ºC - 1 min; 72ºC - 1 min) / 
72ºC - 10 min 

Protocolo de mix: 1,25X Buffer (10x Tampão de PCR); 0,50 mM de dNTP (10mM); 1,8 mM 
de MgCl2 (50 mM); 0,5 µM de cada primers (forward e reverse, concentrados a 10 µM), 3,75U 
de Platinum Taq polimerase (Invitrogen®); 1,0 µL de template (resultado da PCR) e água 
ultra-pura q.s.p. 25 µL. 
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Quadro 8: Primers e protocolos de mix e termo ciclagem utilizados para a detecção em reação 
de PCR para o gene do Betacoronavírus (gene RdRp) codificadora de proteínas estruturais 
de coronavírus (CoV), resultando em um fragmento de 250 pb. 
 

Reação em PCR para gene RdRp Betacoronavírus - amplicon 250 pb 

Primer (polaridade)  Sequência (5’ - 3’): Referência  

4Bm (+) TCACAYTTWGGATARTCCCA STEPHENSEN et 
al., 1999 2bp (-) ACTCARWTRAATYTNAAATAYGC 

Termo ciclagem: 94ºC - 3 min / 6 ciclos de (94ºC - 1 min; 40ºC - 2 min; 72ºC - 1 min) e 34 
ciclos de (94ºC - 1 min; - 50ºC - 1,5 min; 72ºC - 1 min)/ 72ºC - 10 min 

Protocolo de mix: 1,25X Buffer (10x Tampão de PCR); 0,5 mM de dNTP (10mM); 1,8 mM 
de MgCl2 (50 mM); 0,5 µM de cada primers (forward e reverse, concentrados a 10 µM), 1,5U 
de Platinum Taq polimerase (Invitrogen®); 2,5 µL de template e água ultra-pura q.s.p. 25 µL. 

 

3.3.4. Hepatite E 

 

Para a detecção deste vírus, foi utilizada uma reação de nested-PCR visando 

a detecção/amplificação de um fragmento da ORF1 do vírus (WANG et al., 1999), 

descritos no Quadro 9, junto com seus protocolos de termociclagem e de mix. 

 

Quadro 9: Primers utilizados para a detecção em reação de nested - PCR do gene ORF1 do 
vírus da hepatite E, resultando em fragmento de 287 pb. 
 

Reação de PCR para HEV - segmento da ORF1 - amplicon 418 pb 

Primer (polaridade)  Sequência (5’ - 3’): Referência  

ORF1-F1 (+) CTGGCATYACTACTGCYATTGAGC 
WANG et al., 1999 

ORF1-R1 (-) CTGCCYTRGCGAATGCTGTGG 

Termo ciclagem: 95ºC - 5 min / 40 ciclos de (95ºC - 1 min; 54ºC - 2 min; 72ºC - 1 min) / 
72ºC - 10 min 

Protocolo de mix: 1,25X Buffer (10x Tampão de PCR); 0,25 mM de dNTP (10mM); 2,0 mM 
de MgCl2 (50 mM); 0,5 µM de cada primers (forward e reverse, concentrados a 10 µM), 3,75U 
de Platinum Taq polimerase (Invitrogen®); 2,5 µL de template e água ultra-pura q.s.p. 25 µL. 

 

Reação de nested-PCR para HEV - segmento da ORF1 - amplicon 287 pb 

Primer (polaridade)  Sequência (5’ - 3’): Referência  

ORF1-F2 (+) CCATCRARRCAGTAAGTGCGGTC 
WANG et al., 1999 

ORF1-R2 (-) GGCAGWRTACCARCGCTGAACATC 

Termo ciclagem: 95ºC - 5 min / 40 ciclos de (95ºC - 1 min; 55ºC - 1,5 min; 72ºC - 1,5 min) / 
72ºC - 10 min 

Protocolo de mix: 1,25X Buffer (10x Tampão de PCR); 0,25 mM de dNTP (10mM); 2,0 mM 
de MgCl2 (50 mM); 0,5 µM de cada primers (forward e reverse, concentrados a 10 µM), 3,75U 
de Platinum Taq polimerase (Invitrogen®); 1,0 µL de template (resultado da PCR) e água 
ultra-pura q.s.p. 25 µL. 
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3.3.5. Hantavirus  

 

Foram testadas somente as amostras de roedores sinantrópicos, para duas 

diferentes reações de PCR, uma para a detecção de Hantavirus do grupo do Velho 

Mundo (Quadro 10), e outra, no formato de nested-PCR, para amostras do Novo 

Mundo (Quadro 11). 

 

Quadro 10: Primers e condições de termo ciclagem e das reações utilizadas para a detecção 
por PCR de fragmento do gene S de hantavírus do grupo de Velho Mundo em roedores 
sinantrópicos. 
 

Reação de PCR - gene do segmento S - Hantavirus Velho Mundo - amplicon 250 pb 

Primer (polaridade)  Sequência (5’- 3’): Referência  

HANTAV1U (+) GWGGVCARACAGCWGAYT 
AITICHOU et al., 2005 

HANTAV1L (-) TCCWGGTGTAADYTCHTCWGC 

Termo ciclagem: 95ºC - 5 min / 45 ciclos de (95ºC - 30 seg; 50ºC - 30 seg; 72ºC - 1 min) / 
72ºC - 5 min 

Protocolo de mix: 1,25X Buffer (10x Tampão de PCR); 0,5 mM de dNTP (10mM); 2,5 mM 
de MgCl2 (50 mM); 0,625 µM de cada primers (forward e reverse, concentrados a 10 µM), 
3,125U de Platinum Taq polimerase (Invitrogen®); 2,5 µL de template e água ultra-pura q.s.p. 
25 µL. 

 
Quadro 11: Primers e condições de termo ciclagem e das reações utilizadas para a detecção 
por nested-PCR para detecção de fragmento do gene S de hantavírus do grupo do Novo 
Mundo em roedores sinantrópicos. 
 

Reação de PCR - gene do segmento S - Hantavirus Novo Mundo  

Primer (polaridade)  Sequência (5’ - 3’): Referência  

F166–189 (+) AGCACATTACAAAGCAGACGGGCA 
RABONI et al., 2005 

R1054–1071 (-) AGCCATGATTGTGTTGCG 

Termo ciclagem: 95ºC - 5 min / 40 ciclos de (95ºC - 30 seg; 55ºC - 30 seg; 72ºC - 30 seg)/ 
72ºC - 7 min  

Protocolo de mix: 1,25X Buffer (10x Tampão de PCR); 0,5 mM de dNTP (10mM); 2,5 mM 
de MgCl2 (50 mM); 0,625 µM de cada primers (forward e reverse, concentrados a 10 µM), 
3,125U de Platinum Taq polimerase (Invitrogen®); 2,5 µL de template e água ultra-pura q.s.p. 
25 µL. 

 

Reação de nested-PCR - gene do segmento S - Hantavirus Novo Mundo - amplicon 
417 pb 

Primer (polaridade)  Sequência (5’ - 3’): Referência  

F274–291 (+) CCAGTTGATCCAACAGGG 
RABONI et al., 2005 

R664–690 (-) TATGATATTCCTTGCCTTCACTTGGGC 

Ciclagem: 95ºC - 5 min / 40 ciclos de (95ºC - 30 seg; 55ºC - 30 seg; 72ºC - 30 seg)/ 72ºC - 
7 min 

Protocolo de mix: 1,25X Buffer (10x Tampão de PCR); 0,5 mM de dNTP (10mM); 2,5 mM 
de MgCl2 (50 mM); 0,625 µM de cada primers (forward e reverse, concentrados a 10 µM), 
3,125U de Platinum Taq polimerase (Invitrogen®); 1,0 µL de template (resultado da PCR) e 
água ultra-pura q.s.p. 25 µL. 
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3.4. ELETROFORESE EM GEL DE AGAROSE 

 

Um volume de 5 μL de cada produto oriundo das reações de PCR foi analisado 

por eletroforese em gel de agarose a 1,5% (p/v), em voltagem fixa de 100 V, em 

tampão TRIS-borato 0,045M; EDTA 0,001M pH 8,0, corando o gel com SYBR Safe 

DNA gel stain (Invitrogen®), de acordo com instruções do fabricante. Os géis foram 

fotografados no fotodocumentador Syngene Ingenius Gel Documentation System 

(Syngene, Frederick, USA). 

Foram consideradas positivas as amostras que apresentaram no gel amplicons 

de tamanhos previstos nas respectivas referências, tendo como indicador de tamanho 

o uso de DNA ladder 100pb (Invitrogen®) nas canaletas esquerda e direita dos géis.  

 

 

3.5. REPRODUTIBILIDADE 

 

Antes do emprego efetivo dos primers nas reações de PCR, todos eles foram 

testados in silico, buscando verificar a sua identidade frente a diferentes sequências, 

especialmente murinas e/ou de quirópteros. Para isso, foram importadas sequências 

nucleotídicas do Genbank junto ao programa Bioedit 7.1.3.0 (THOMPSON et al., 

1997), de modo a realizar o alinhamento para cada alvo gênico com o software 

ClustalW 1.81 (THOMPSON et al.,1994). Em seguida foi feita a procura das regiões 

alvo e observadas eventuais variações entre os primers e sequências que elas 

poderiam apresentar. 

Para cada amostra, foram realizadas pelo menos 3 repetições da PCR em dias 

diferentes, e em todas utilizando os respectivos controles para cada vírus. 

Adicionalmente em algumas situações foram feitos ajustes nos diferentes 

procedimentos para melhoria da qualidade da banda, como: (a) aumento da 

concentração do gel de agarose para melhor separação das bandas; (b) 

reamplificação dos produtos de PCR; e (c) reamplificação de produtos amplificados 

extraídos da banda específica presente no gel de agarose (item 3.6). 
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3.6. SEQUENCIAMENTO GENÉTICO 

 

Os produtos de PCR considerados positivos (amplicons apresentando ao gel 

a mesma altura dos controles de reação) foram submetidos à reação de 

sequenciamento de nucleotídeos pelo método de Sanger. Para isso, dois métodos 

foram utilizados de acordo com as recomendações dos fabricantes: (i) em caso de 

bandas múltiplas foram purificados diretamente do gel de agarose, tendo o corte 

realizado a alturas específicas das bandas observadas utilizando o kit Illustra GFX 

PCR DNA e Gel Band Purification (GE Healthcare™); (ii) em caso de banda única, o 

reagente Exo-Sap it (USB®) foi utilizado diretamente ao tubo de reação da PCR. 

Posteriormente foi realizado as reações de sequenciamento bidirecional, 

conforme a reação a seguir: 1 µL de reagente Big-Dye 3.1 (Applied Biosystems™), 1,5 

µL de tampão de sequenciamento, 5 µM de cada primer (forward e/ou reverse) e 7,0 

µL do DNA de interesse para uma reação final com volume de 10 µL. Amostras foram 

então submetidas em termo ciclador a 40 ciclos de 96ºC por 1 minutos, 50ºC por 15 

segundos, 60ºC por 4 minutos e rampa de 1ºC por segundo em todas as etapas. Em 

seguida, submetidas as reações de precipitação para remoção de terminadores não 

incorporados, sendo a reação feita com EDTA e álcool (para amplicons maiores que 

300 pb) ou reação Acetato de Sódio e álcool (para amplicons menores que 300 pb), 

sendo analisados pelo sequenciador automático ABI-3500 (Applied Biosystems™), de 

acordo com as instruções do fabricante. 
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4. RESULTADOS 

 

 

4.1. ROEDORES SINANTRÓPICOS  

 

Entre abril de 2018 e dezembro de 2019 foram fornecidas pelo Núcleo de 

Vigilância, Prevenção e Controle de Fauna Sinantrópica (NVSIN) da Prefeitura 

Municipal de São Paulo, 108 amostras de fezes de roedores sinantrópicos de 20 

pontos de coleta em decorrência aos procedimentos regulares de desratização, 

distribuídas em sub-regiões do município de São Paulo -SP (Figura 3).  

As amostras foram colhidas em ambientes domésticos e peridomésticos de 

regiões onde o NVSIN procedia com as medidas de desratização (pulverização, iscas, 

entre outras). A identificação das espécies de roedores foi realizada pela visualização 

das características das cíbalas (fezes) (BRASIL, 2002), obtendo 24,07% (26/108) 

representativos de rato de telhado (Rattus rattus), e 75,93% (82/108) de ratazanas 

(Rattus norvergicus). Nenhum exemplar de Mus musculus (camundongo) foi 

observado nos exemplares fornecidos. 

Quanto as reações de PCR para roedores, das 108 amostras testadas ao gene 

da β- actina (item 3.3.1; Quadro 2), todas resultaram em amplicon de 

aproximadamente 113 pares de base, julgadas positivas e passíveis de testagem aos 

alvos virais apresentados a seguir: 
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Figura 3: Pontos de coleta de amostras de roedores sinantrópicos pelo Núcleo de Vigilância, 
Prevenção e Controle de Fauna Sinantrópica (NVSIN) da Prefeitura Municipal de São Paulo, 
em procedimentos regulares de desratização entre 2018 e 2019. 

 

 
Fonte: Gravinatti (2022). 

 

i) Rotavírus  

- Das 108 amostras testadas por nested-PCR para o gene NSP5 (RVA) 

(SALEM et al., 2010) (item 3.3.2; Quadro 3), todas as amostras testadas resultaram 

negativas; 
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- Para a reação de PCR aos genes VP1 e VP6 do rotavírus B (item 3.3.2; 

Quadro 4 e 5), todas as amostras foram negativas; 

- Controles: NCDV, β-actina e água (NTC) funcionaram de acordo com o 

esperado em todas as reações; 

- O resultado negativo das amostras permaneceu também após todos os 

procedimentos de reprodutibilidade descritos no item 3.5. 

 

 

ii) Coronavírus 

 

- Das 108 amostras testadas aos protocolos de PCR (Quadro 6) e nested-PCR 

(Quadro 7) para detecção de Coronavírus (item 3.3.3) pelos ensaios de detecção 

genérica (Pancoronavírus) e alvo do grupo Betacoronavírus resultaram em amostras 

negativas; 

- Controles: BCoV, β-actina e água (NTC) funcionaram de acordo com o 

esperado em todas as reações; 

- O resultado negativo das amostras permaneceu também após todos os 

procedimentos de reprodutibilidade descritos no item 3.5. 

 

 

iii) Hepatite E 

 

- Das 108 amostras testadas a reação de nested-PCR para hepatite E (item 

3.3.4; Quadro 9), todas resultaram negativas; 

- Controles: Amostra clínica positiva, β-actina e água (NTC) funcionaram de 

acordo com o esperado em todas as reações; 

O resultado negativo das amostras permaneceu também após todos os 

procedimentos de reprodutibilidade descritos no item 3.5. 

 

iv) Hantavírus Velho e Novo mundo 

 

- Das 108 amostras testadas a reação de PCR para o grupo de Hantavírus do 

Velho Mundo (item 3.3.5; Quadro 10), teve como resultado todas as amostras 

negativas; 
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- De todas as amostras de roedores testadas a reação de nested-PCR ao grupo 

de Hantavírus do Novo Mundo (item 3.3.5; Quadro 11), o resultado resultou em 

amostras negativas, embora tenham apresentado bandas múltiplas de peso 

molecular diferentes do desejado (Figura 4); 

- Controles: β-actina e água (NTC) funcionaram de acordo com o esperado em 

todas as reações; 

- O resultado negativo das amostras permaneceu também após todos os 

procedimentos de reprodutibilidade descritos no item 3.5. 

 

Figura 4: Eletroforese em gel de agarose 1,5% para Hantavírus (gene S para o complexo da 
Síndrome cardiopulmonar - Novo Mundo). À esquerda está o padrão de tamanho de 
fragmentos (Ladder) com banda mais brilhante em 500 pb. O Produto esperado seria de 417 
pb (seta amarela), não foram observadas bandas nas amostras clínicas com tamanho de 
417pb, embora tenha sido observas amplificações inespecíficas (aproximadamente 550 pb) 
em amostras de roedores sinantrópicos testadas (R18, R32, R60, R75, R87). 

 

 
Fonte: Gravinatti (2022). 

 

 

4.2. MORCEGOS 

 

Foram recebidos 220 espécimes de morcegos, sabidamente negativos para o 

vírus rábico, selecionados aleatoriamente de diferentes espécies e localidades, 

provenientes do serviço de Vigilância e Controle da Raiva no Estado de São Paulo 

(Instituto Pasteur). 

Para a avalição morfológica, os animais foram submetidos a chave de 

identificação de espécie (GREGORIN ; TADDEI, 2002) (Figura 5), resultando nos 

gêneros: Artibeus sp. - frugívoro e insetívoro (17,73% - 39/220); Carollia sp. - frugívoro 
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e insetívoro (1,36% - 3/220); Cynomops sp. - insetívoro (13,64% - 30/220); Desmodus 

rotundus - hematófago (3,64% - 8/220); Epstesicus sp. - insetívoro (1,82% - 4/220); 

Eumops sp. - insetívoro (15,91% - 35/220); Glossophaga soricina - nectarívoro e 

insetívoro (4,09% - 9/220); Histiotus velatus - insetívoro (1,36% - 3/220); Lasiurus sp. 

- insetívoro (1,36% - 3/220); Lonchophylla mordax - onívoro (2,73% - 6/220); 

Molossops temminckii - insetívoro (0,45% - 1/220); Molossus sp. - insetívoro (22,27% 

- 49/220); Myotis sp. - insetívoro (5,91% - 13/220); Nyctinomops laticaudatus - 

insetívoro (1,36% - 3/220); Phyllostomus sp. - onívoro (1,36% - 3/220); Platyrrhinus 

lineatus - frugívoro e insetívoro (0,91% - 2/220); Pygoderma bilabiatum - frugívoro 

(0,45% - 1/220); Sturnira lilum - frugívoro (1,36% - 3/220); Tadarida brasiliensis 

(2,27% - 5/220) - insetívoro.  

 

Figura 5: Distribuição por gênero e/ou espécie dos morcegos testados neste estudo, 
identificados pelas chaves de Vizzoto ; Taddei (1973) e Gregorin ; Taddei (2002) para 
quirópteros brasileiros. 

 

Fonte: Gravinatti (2022). 

 

A Figura 6 demonstra a distribuição dos morcegos pelos municípios do Estado 

de São Paulo, outras informações, entre elas o município de origem da amostra, estão 

disponíveis no Anexo 3. 

39

3

30

8

4

35

9

3

3

6

1

49

13

3

3

2

1

3

5

0 10 20 30 40 50 60

Artibeus sp.

Carollia sp.

Cynomops sp.

Desmodus rotundus

Eptesicus sp

Eumops sp.

Glossophaga soricina

Histiotus velatus

Lasiurus sp.

Lonchophylla mordax

Molossops temminckii

Molossus sp.

Myotis sp.

Nyctinomops laticaudatus

Pyllostomus sp.

Platyrrhinus lineatus

Pygoderma bilabiatum

Sturnira lilium

Tadarida brasiliensis



54 
 

 

Figura 6: Mapa ilustrativo do Estado de São Paulo/SP com a distribuição da origem geográfica 
dos espécimes de morcegos testados neste estudo. A listagem completa dos municípios 
amostrados consta no anexo 3. 

 

Fonte: Gravinatti (2022)  

 

Quanto as reações de PCR para morcegos, das 220 amostras testadas ao 

gene da β-actina (item 3.3.1; Quadro 2), todas apresentaram amplicons de 

aproximadamente 113 pares de base, julgadas positivas e passíveis de testagem aos 

alvos virais apresentados a seguir: 

 

i) Rotavírus  

 

- Das 220 amostras testadas para o gene NSP5 do Rotavírus do grupo A (item 

3.3.2; Quadro 3), foi possível detectar 5,45% (12/220) de positivos; 

- Sendo 25% de fêmeas (3/12 -25%) e 75% (9/12) de machos, classificados 

como adultos e jovens em 91,7% (11/12) e 8,3% (1/12), respectivamente. 

- Na Figura 7 é possível verificar a dispersão dos animais (putativamente) 

positivos para rotavírus no Estado de São Paulo - SP; 
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- Controles: NCDV, β-actina e água (NTC) funcionaram de acordo com o 

esperado em todas as reações; 

- Apesar de todos os procedimentos de reprodutibilidade descritos no item 3.5, 

não foi possível concretizar o sequenciamento genético (pelo método de Sanger) das 

amostras positivas. 

 

 

Figura 7: Mapa ilustrativo do Estado de São Paulo/SP demonstrando a localidade dos 
espécimes de morcego positivos para a reação de PCR ao gene NSP5 do rotavírus A. A 
listagem completa dos municípios amostrados consta no anexo 3. 
 

 

 
Fonte: Gravinatti (2022)  

 

 

ii) Coronavirus 

- Das 220 amostras testadas ao protocolo de PCR visando a detecção genérica 

do Coronavírus pelo gene em OR1b (item 3.3.3; Quadro 6), foi possível detectar 

14,55% (32/220) amplificações com fragmentos de tamanho compatível ao esperado; 

- As amostras positivas ao protocolo de PCR (ESCUTANAIRE et al., 2007) 

foram submetidas a um novo protocolo de PCR para detecção do gene RdRp do 
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gênero Betacoronavírus (STEPHENSEN et al., 1999) (item 3.3.3; Quadro 8), e todas 

resultaram negativas; 

- Sendo 31,25% de fêmeas (10/32) e 56,25% (18/32) de machos, 12,5% dos 

animais não puderam ser identificados quanto ao sexo (4/32), além disso foram 

classificados como adultos e jovens em 90,6% (29/32) e 9,4% (3/32), 

respectivamente. 

- Na Figura 8 é possível verificar a dispersão dos morcegos (putativamente) 

positivos para coronavírus no Estado de São Paulo - SP; 

 

Figura 8: Mapa ilustrativo do Estado de São Paulo/SP demonstrando os municípios de origem 
dos espécimes de morcego putativamente positivos para coronavírus de acordo com 
amplificação gene ORF1b (ESCUTANAIRE et al., 2007). A listagem completa dos municípios 
amostrados consta no anexo 3. 
 

 
 
Fonte: Gravinatti (2022)  

 

 

- Das 220 amostras testadas ao protocolo de nested-PCR preconizado por Chu 

et al. (2011) e por Woo et al. (2005) também visando uma detecção do Coronavírus 

pelo gene RdRp (item 3.3.3; Quadro 7), não foi possível amplificação das amostras; 
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- Controles: BCoV, β-actina e água (NTC) funcionaram de acordo com o 

esperado em todas as reações; 

- Apesar de todos os procedimentos de reprodutibilidade descritos no item 3.5, 

não foi possível concretizar o sequenciamento genético (pelo método de Sanger) das 

amostras positivas. 

Houve aparente coinfecção (Coronavírus e Rotavírus) em três amostras 

testadas, apresentando as seguintes características: (a) Glossophaga soricina 

(fêmea, adulta); (b) Cynomops abrasus (macho, adulto); (c) Cynomops sp. (fêmea, 

jovem), coletadas nos municípios de Jandira, Mogi Guaçu e Sumaré, respectivamente 

(Figura 9). 

 

Figura 9: Mapa ilustrativo do Estado de São Paulo/SP demonstrando os municípios de origem 
dos espécimes de morcego putativamente co-infectados para coronavírus e rotavírus. A 
listagem completa dos municípios amostrados consta no anexo 3. 
 

 

 

Fonte: Gravinatti (2022) 

 

No Quadro 12, descrito a seguir, traz-se a relação dos morcegos positivados 

em relação a espécie. 
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Quadro 12: Relação entre as espécies de morcegos acometidas pela infecção por 
coronavírus, rotavírus e coinfecção (coronavírus e rotavírus). 
 

ESPÉCIE CORONAVÍRUS ROTAVÍRUS COINFECÇÃO 

Platyrrhinus lineatus 1 (3,1%)   

Glossophaga soricina 3 (9,3%) 2 (16,7%) 1 (33,3%) 

Artibeus sp. 6 (18,8%) 1 (8,3%)  

Cynomops sp. 8 (25,0%) 4 (33,4%) 2 (66,7%) 

Molossus sp. 6 (18,8%) 1 (8,3%)  

Desmodus rotundus 2 (6,3%)   

Pygoderma bilabiatum 1 (3,1%)   

Eumops sp. 1 (3,1%) 3 (25,0%)  

Carollia sp. - 1 (8,3%)  

Lonchophylla mordax 1 (3,1%)   

Lasiurus sp. 1 (3,1%)   

Myotis sp. 2 (6,3%)   

TOTAL 32 12 3 

 

 

iii) Hepatite E 

- Das 220 amostras testadas a reação de nested-PCR com alvo de detecção 

um fragmento da ORF1 do vírus da hepatite E (item 3.3.4; Quadro 9), teve como 

resultado todas as amostras negativas; 

- Controles: Amostra clínica positiva, β-actina e água (NTC) funcionaram de 

acordo com o esperado em todas as reações; 

O resultado negativo das amostras permaneceu também após todos os 

procedimentos de reprodutibilidade descritos no item 3.5.  
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4. DISCUSSÃO  

 

Nesta discussão, incialmente abordaremos os resultados provenientes de 

amostras de roedores quanto aos respectivos vírus pesquisados. Analogamente com 

as de morcegos. Ao final faremos uma síntese dos resultados e perspectivas quanto 

ao estudo de vírus em animais sinantrópicos. 

 

4.3. ROEDORES 

 

Segundo a Portaria Municipal (São Paulo - SP) nº 09, de 16/11/2000 (SÃO 

PAULO, 2000), o controle de pragas é um sistema que busca realizar ações 

preventivas e corretivas para eliminação de animais sinantrópicos, vetores e pragas 

urbanas, visando diminuir o uso de praguicidas, com métodos favoráveis ao ponto de 

vista higiênico, ecológico e econômico. De acordo com dados do telefone 156 (canal 

de comunicação entre munícipe e Prefeitura) a cidade de São Paulo registrou mais 

de 6.300 denúncias sobre infestações de ratos em 2020 (SÃO PAULO, 2020). 

Estudo realizado com 1529 moradias de baixa renda na cidade de São Paulo 

(Brasil), constatou uma taxa de infestação por roedores sinantrópicos de 40,0% sendo 

reduzida a 14,4% após medidas de educação e controle de pragas (MASI et al., 2009). 

Em Baltimore (EUA) aproximadamente 64,0% das pessoas já presenciaram roedores 

nas ruas, 6,0% dentro de suas casas e 2,0% já foram mordidos pelo animal (CHILD 

et al., 1991).  

As amostras de roedores cedidas para este trabalho seguem as indicações de 

desratização do manual de normas operacionais que rege os Centros de Controle de 

Zoonoses (BRASIL, 2017) no Brasil que traz a necessidade de inspeção do local 

infestado por esses roedores sinantrópicos, bem como a identificação das espécies 

que ali habitam (por meio das cíbalas – fezes), e uma ação combinada de medidas 

preventivas com educação em saúde (“antirratização”) com as medidas de controle 

(“desratização”) mantendo a infestação de roedores a níveis toleráveis. 

O processo de desratização em redes de esgoto (locais úmidos) utiliza isca 

granulada ou com bloco impermeável (parafina) impregnados com anticoagulantes à 

base de hidroxicumarina e devem sem realizadas três aplicações sucessivas com 

intervalo de sete a dez dias. Sendo a visualização da isca uma medicação da eficácia 
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do processo de desratização: (i) intocado - isca sem consumo; (ii) intocada - isca 

estragada; (iii) consumo parcial da isca; (iv) consumo total da isca (BRASIL, 2017). 

Roedores são reconhecidos por serem reservatórios, amplificadores e 

hospedeiros de uma grande quantidade de enfermidades de importância a Saúde 

Pública, sendo as virais representativas do maior número, seguida pelas bacterianas 

e parasitárias. E os sinantrópicos, Rattus norvergicus, R. rattus e Mus musculus, são 

destaques para as doenças transmitidas por roedores. (BRASIL, 2002; MEERBURG, 

et al., 2009; RABIEE et al., 2018). Cabe ressaltar que estes roedores podem inclusive 

infestar hospitais, escolas, instituições de longa permanência, áreas de alimentação, 

estações de transporte público, e áreas e criações rurais, o que potencializa ainda 

mais a circulação de agentes infecciosos e parasitários. 

As formas de transmissão também são variadas: forma direta - inclusive pela 

inalação de partículas em suspensão presentes nas suas fezes; ou indireta - mediante 

ou não a presença de vetores, ou por contaminação em alimentos; além disso, deve 

ser ponderada a prevalência regional dos roedores, modulada por aspectos 

ambientais, comportamentais e fisiológicos, pois muitos agentes estão estritamente 

relacionados a roedores específicos (RABIEE et al. 2018). 

Em investigações envolvendo taxa de infestação de roedores em construções 

(domiciliares e industriais) em localidades da cidade de São Paulo é possível verificar 

uma alta taxa (40%) dos três roedores sinantrópicos (em presença única ou múltipla) 

na zona sul (MASI et al., 2009), e de 10% na zona leste, com predominância da 

ratazana (SILVA et al., 1992). Sendo determinada por estudos matemáticos a taxa 

geral (23,1%) de infestação de todas as espécies para a cidade de São Paulo, no qual 

Rattus rattus corresponde a 12,7% seguida pelo Rattus norvergicus (9,4%) e o Mus 

musculus (1,7%) (MASI et al., 2010). 

O fato de roedores sinantrópicos serem ativos a noite e necessitarem explorar 

os locais realizando saltos, escaladas e o ato de correr, favorece assim a dispersão 

dos agentes infecciosos por grandes localidades sem a percepção humana (MASI et 

al., 2009). 

Para esta pesquisa, partiu-se para o diagnóstico de quatro gêneros virais a 

partir de amostras fecais fornecidas pelo Núcleo de Vigilância, Prevenção e Controle 

de Fauna Sinantrópica do Município de São Paulo. Optou-se pelo envio de fezes por 

questões operacionais deste Núcleo, já que na maioria das vezes os animais mortos 

não estão na proximidade de onde se localizam as iscas. Estas amostras (fezes) 
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ficaram no ambiente por tempo indeterminado, sem nenhum tipo de controle sobre os 

impactos ambientais que estavam submetidos (umidade, temperatura, incidência 

solar), e foram coletadas em diferentes locais - externos (ruas, praças, parques) e 

internos (domicílios e órgãos públicos).  

Esses fatores ambientais podem eventualmente ter influenciado na viabilidade 

de detecção dos agentes virais aqui estudados, acrescido da desidratação natural 

que as fezes de roedores apresentam. Após a colheita das amostras, elas eram 

mantidas congeladas até o momento do seu processamento diminuindo as chances 

de degradação viral. 

Pela baixa quantidade de células de descamação nas fezes de roedores, foi 

necessária a utilização de controle exógeno nas amostras (acréscimo de células 

MDBK), e neste caso, as amostras apresentaram positividade a reação de controle 

da PCR (β-actina), minimizando a hipótese de que nas amostras houvessem 

inibidores inespecíficos que pudessem impedir de ocorrer à amplificação. 

 

 

i) Rotavírus A 

 

Quanto aos rotavírus, eles podem ser transmitidos de forma direta ou indireta, 

pela água contaminada (e consequentemente alimentos), os quais são considerados 

importantes fômites dessa transmissão. Apesar de ser uma enfermidade relacionada 

a falta de estrutura básica de saneamento e infraestrutura, pode até atingir os demais 

grupos socioeconômicos de países industrializados ou em desenvolvimento (KRAAY 

et al., 2018). 

Estima-se que um indivíduo acometido, mesmo que assintomático, seja capaz 

de liberar 1010 - 1011 partículas virais por grama de fezes por até duas semanas 

(KESWICK et al., 1983; ROMERO et al., 2011). Sendo comumente responsável por 

transtornos nos meses de inverno em regiões temperadas e em regiões tropicais, 

pode ocorrer a qualquer época do ano, devido a suas características de ser resistente 

em temperatura de até 40ºC por até uma hora, manter-se intacto entre os pH 3-10, e 

dose infectividade tão mínima quanto uma unidade de célula (meio de cultura celular) 

até altas doses relatadas (ROMERO et al., 2011). 

Vale ressaltar que esse vírus pode ser resistente aos tratamentos de água e 

esgoto, e que roedores, principalmente Rattus norvergicus e Rattus rattus facilmente 
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se adaptam e sobrevivem nesses ambientes promíscuos, atuando como vetores de 

diferentes doenças (OTENIO et al., 2010). Além disso, se conceito dos 5’As for 

aplicado neste cenário devemos acrescentar ainda duas importantes interações: o 

impacto da doença nos próprios roedores e as relações de predação que existam 

nesse ambiente urbano (e de esgoto) que precisam ser melhor entendidas, pois 

também são reguladores da reinfestação destes ambientes (OTENIO et al., 2010). 

Apesar dessa resistência ambiental, uma das nossas hipóteses para a 

negatividade na reação de PCR seria a degradação das partículas virais desde a 

defecação pelo animal até o momento da colheita e/ou diagnóstico, seja pela a 

compactação e/ou desidratação das cíbalas que poderia comprometer a viabilidade 

da amostra fecal disponível no ambiente. Além disso, segundo a Prefeitura Municipal 

de São Paulo, entre os anos de 2018 e 2019, foram registrados 30 casos humanos 

de rotavírus (por 100 mil habitantes) sem nenhuma mortalidade no período (BRASIL, 

2022), em que pese que talvez esses dados possam estar subestimados. 

O modelo murino é altamente utilizado em estudos experimentais de rotavírus, 

trazendo assim possíveis explicações para os resultados encontrados. De um modo 

geral, a patologia do rotavírus em roedores é semelhante ao que acontece em outras 

espécies (cordeiros, bezerros e suínos). Após 24 horas da infecção, os enterócitos 

murinos apresentam-se edemaciados e com a presença de vacúolos (indicativo de 

ação viral), concentrando as lesões no intestino delgado superior - resposta 

dependente da dose causando quadros diarreicos no animal (LUNDGREN et al., 

2001).  

Vale ressaltar que pelas fezes não é possível determinar a idade do animal, e 

isso também pode impactar na interação entre exposição e infectividade nos 

roedores. Em camundongos experimentais foi possível perceber que a diarreia pode 

sim estar relacionada a idade do animal, aqueles que apresentavam 15 dias de vida 

ou mais, o rotavírus não era capaz de causar diarreia nessa espécie, e devido ao fato 

da enterotoxina do vírus aumentar a concentração celular de cálcio, fazendo com que 

as cíbalas (as fezes do roedor) sejam ainda mais compactadas (LUNDGREN et al., 

2001). 

A região-alvo para a detecção por PCR dos rotavírus do grupo A, utilizando o 

gene codificador da NSP5, foi intencional pois, dada a sua alta variabilidade, optou-

se por um gene de maior conservação, cuja detecção em roedores já tinha sido 

realizada por Tonietti et al. (2013), quando na ocasião detectaram rotavírus em suínos 
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e ratos, apresentando uma identidade de 98% entre si, sugerindo uma circulação 

comum do vírus entre estes animais, uma vez que coabitavam o mesmo espaço de 

criação animal e a colheita foi realizada num mesmo momento. Em trabalho 

semelhante de circulação interespécies é possível observar que o mesmo 

agrupamento no genótipo H1 (descritos em porcos) também fora relatado em seres 

humanos (MARTELLA et al., 2010).  

Também se identifica semelhança genotípica entre rotavírus humanos e de 

novas cepas virais de roedores, a partir de amostras de paciente humano positivo 

para RVA com íntima relação a roedores da mesma região, sendo sugestivo da 

transmissão interespécies na China (LI et al., 2016) 

Ainda que existam poucos relatos de detecção de rotavírus em roedores 

sinantrópicos, é possível observar que a quantidade de amostras utilizadas nestes 

trabalhos é menor do que as apresentadas nesta tese. Entretanto, apesar dos 

esforços, nenhuma das amostras foi possível a caracterização de uma constelação 

(nem mesmo parcial) pelo método de sequenciamento tipo Sanger, diferentemente 

dos trabalhos apresentados por (LI et al., 2016; TONIETTI et al., 2013). Em 

contrapartida, em muitos deles a técnica de detecção utilizada foi o sequenciamento 

de nova geração (NGS), uma ferramenta muito mais precisa, porém ainda inviável 

para muitos estudos (SACHSENRÖDER et al., 2014; IANIRO et al., 2017; ISLAM et 

al., 2022; NIENDORF et al., 2020). 

Apesar dos rotavírus grupo A terem sua classificação baseada na proteína 

estrutural VP6 (Ix), e usar as proteínas VP7 (Gx) e VP4 (Px) como formas habituais 

de representação, são regiões genômicas de alta variabilidade. Por exemplo, a 

codificação G possui 41 apresentações enquanto que P conta com 57, logo essas 

regiões não são priorizadas como forma de detecção e/ou triagem, principalmente 

para animais e/ou amostras tão incertas como as de roedores sinantrópicos.  

A diversidade de rotavírus também já foi descrita em roedores, em estudo 

chinês foi possível a identificação de onze árvores diferentes para esta estirpe viral 

em roedores e musaranhos com proximidade significativa a vírus que acomete seres 

humanos (AU-1), cães e gatos (AU-1-like), e a estirpes de morcegos (LI et al., 2016). 

Diferentes autores utilizam a região de detecção da proteína não estrutural 

(NSP5) para realização de um painel de triagem para rotavírus A (LI et al., 2016; 

TONIETTI et al., 2013), pois esta proteína além de demonstrar ser uma região 

conservada do genoma viral, se faz presente desde ao início da infecção celular, 
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passível de detecção do viroplasma após 5 horas de infecção e com ele a NSP5 

(BEROIS et al., 2003), além de desenvolver um papel multifuncional na vida do 

rotavírus (BUTTAFUOCO et a., 2020). 

Para esta tese optou-se pela utilização desse gene conservado para a 

investigação inicial ao rotavírus do grupo A. Devido a impossibilidade do 

sequenciamento genético pelo método de Sanger, optou-se pela não realização de 

novos alvos de detecção gênica. 

 

 

ii) Rotavírus B 

 

Diferentemente da capacidade do RVA em eliminar grande quantidade de 

partículas virais nas fezes em infecção, o mesmo parece não ocorrer em infecções 

por RVB, no qual possui quantidades extremamente menores, dificultando ainda mais 

a sensibilidade analítica e diagnóstica (CHANG et al., 1997). Embora vários 

segmentos de RVB originários de diferentes espécies hospedeiras tenham sido 

investigados, um único genoma de suíno, um de rato e alguns genomas completos 

de RVB humanos foram relatados até o momento (CHANG et al., 1997; 

CHINSANGARAM et al., 1995), sendo um importante agente viral para futuras 

detecções, inclusive para outras espécies animais. 

Ao analisar a prevalência de rotavírus B (RVB) em roedores é possível verificar 

que estudos sorológicos e moleculares comprovam a circulação desta estirpe viral 

entre roedores sinantrópicos (BOEY et al., 2019; EIDEN et al., 1992). Para humanos, 

é possível se detectar a presença de anticorpos para rotavírus do grupo B mesmo 

sem a detecção do próprio vírus (SEN et al., 2001).  

Países como Índia e China, que possuem surtos recorrentes de RVB entre 

humanos, destacam que estes acontecem principalmente em adolescentes e adultos, 

sugerindo que crianças podem ser menos expostas ao vírus (JOSHI et al., 2019). E 

ainda demonstram que medidas preventivas, como cloração da água e práticas de 

higiene eliminam o RNA do RV em amostras de água analisadas.  

Em um trabalho realizado por Lindsay et al. (1993) foi desenvolvida uma 

proteína recombinante específica para o diagnóstico de RVB, assim visando auxiliar 

a detecção e um esclarecimento de sua epidemiologia, e apesar de relatarem uma 
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alta incidência de casos com quadro diarreico em regiões da China, também discutem 

a dificuldade de diagnóstico sorológico e de confirmação do RVB. 

Em estudo comparativo da linhagem RVB PB-93-I5 de porcos com a estirpes 

humana, bovina e de rato pode-se verificar uma baixa identidade de aminoácidos 

entre a de porcos e a humana, porém ao confrontar a linhagem humana com a de 

ratos, há uma correspondência de 50,7% até 100% com o gene analisado (SUZUKI 

et al., 2012), confirmando a importância da investigação e do entendimento dessa 

enfermidade e seu comportamento, tendo ratos sinantrópicos como reservatórios. 

Em experimentos de infecção em roedores neonatos (8 dias) foi possível 

verificar que após 24-36 horas da infecção por RVB houve perda de peso dos animais 

acompanhada de diarreia autolimitante. Após sete dias os animais já estavam com 

peso corporal semelhante aos não infectados. De acordo com esses autores o RVB 

pode ser recuperado nas fezes de 24-72 horas e em 96-168 horas há um retorno e 

melhora das vilosidades intestinais do roedor. Essas informações são de extrema 

importância para um melhor entendimento da epidemiologia, patogênese da infecção 

(inclusive para seres humanos), bem como para o sistema de vigilância de 

enfermidades negligenciadas como o RVB (SALIM et al., 1995), bem como uma 

justificativa aos nossos resultados negativos para essa estirpe viral. 

No presente trabalho as amostras de Rattus norvergicus foram mais frequentes 

quando comparadas a outras espécies sinantrópicas, sendo este achado considerado 

o esperado para cenários urbanos como a cidade de São Paulo. A escolha dos 

primers para a detecção do rotavírus do grupo B foi estabelecida após pesquisas in 

sílico baseadas nas sequências genéticas disponíveis nos bancos de dados 

internacionais, mas também utilizou como base o trabalho desenvolvido por 

Sachsenröder et al. (2014) com roedores sinantrópicos urbanos da Alemanha. Estes 

mesmos autores, a partir de fragmentos do gene VP1, detectaram seis sequências 

de RVB em ratazanas (Rattus norvergicus) muito semelhantes a vírus encontrados 

em seres humanos (SACHSENRÖDER et al., 2014).  

Acrescidos da impossibilidade de utilização de um controle positivo para a 

reação de rotavírus do grupo B, aqui optamos por acrescentar mais um gene de 

detecção por PCR, visando minimizar as chances de um falso negativo, tendo sido 

eleito o fragmento de gene codificador da VP6, que também apresenta similaridades 

a estirpes virais frequentemente encontradas em roedores. 
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iii) Coronavírus 

 

Embora o coronavírus murino (ou vírus da hepatite murina M-CoV) seja a 

espécie mais frequentemente encontrada em roedores, desde a sua descoberta em 

1947, ela serve com modelo de estudo para o entendimento in vitro da dinâmica de 

ação do coronavírus em seres humanos. Monastiri et al. (2021) capturaram roedores 

sinantrópicos (Rattus rattus, R. norvergicus e Mus musculus) de ambientes urbanos 

e domésticos, obtendo 11 sequências todas de Mus musculus, principal espécie 

encontrada em ambientes residenciais. No presente trabalho, não foi registrado 

nenhum exemplar deste roedor, talvez pelo fato da coleta ter sido em locais urbanos, 

porém, peridomésticos, como ruas, praças e vicinais e não no interior das residências. 

No sul da China, em uma pesquisa envolvendo 297 roedores sinantrópicos de 

áreas urbanas e rurais, foi possível observar três genomas diferentes em Rattus 

norvergicus, sendo eles: um Alphacoronavirus, um Betacoronavirus e um híbrido, uma 

recombinação entre o vírus da hepatite murina e um coronavírus de rato (Longquan 

RI). Os mesmos autores ainda discutem a importância da abordagem em Saúde 

Única e a necessidade de se levantar mais informações sobre uma possível 

transmissão interespécies (LI et al., 2021). 

Na Suécia, apesar do roedor silvestre Myodes glareolus ser um sabidamente 

reservatório de um hantavírus (Puumala - Orthohantavirus), foi descrito carreando 

também um novo coronavírus, e para isso, mais uma vez foram utilizadas novas 

técnicas de sequenciamento (NGS) pois, apesar de terem utilizado métodos 

convencionais de detecção molecular por PCR para pancoronavirus (TONG et al., 

2009), ela não foi capaz de detectar positividade nas amostras para este agente 

(WASBERG et al., 2022), indo de encontro aos resultados deste trabalho, sendo um 

ponto importante de discussão para o futuro dos sistemas de vigilância de doenças 

importantes frente a reservatórios negligenciados. 

Saúde Única também é muito discutida por pesquisadores do Estado da Bahia 

(Brasil), que por mais de duas décadas investigam a interação entre uma comunidade 

de baixa renda e a presença de ratos, sob um sistema ambiental (e de saneamento) 

precárias, demonstrando a necessidade desse olhar mais aberto para as dinâmicas 

entre agente infeccioso, reservatório e hospedeiro (CORNWALL, 2016; PANTI-MAY 

et al., 2016).  
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Em estudo recente, foi possível determinar que roedores seguidos dos 

morcegos são os reservatórios com maior competência vetorial para transmitir vírus 

zoonóticos, levando em consideração a sobreposição geográfica e a quantidade de 

ninhadas/ano; demonstrando também a maior frequência de mesclas entre mais de 

um tipo viral em espécies de morcegos do que de roedores (JOHNSON et al., 2020). 

Vale ressaltar a importância dos coronavírus com riscos de pandemia (tipo 

SARS e o MERS) no qual tem o modelo murino utilizado para estudo in vivo desses 

vírus (β-CoV, linhagem C), e por mais que garantam uma boa fonte de anticorpos 

para estudos sorológicos, eles não são suscetíveis a essas estirpes por não 

expressarem o receptor dipeptidil-peptidase 4 (DPP4) que confere o tropismo de 

espécies hospedeiras ao vírus (de WIT et al., 2013; COLEMAN et al., 2014; IWATA-

YOSHIKAWA et al., 2016). Porém descobertas de novos coronavírus do tipo α-CoVs 

e β-CoVs (linhagem A) em roedores (sinantrópicos e silvestres) sugerem que eles 

podem transportar diferentes e desconhecidas estirpes virais, além de serem 

responsáveis por transmissão entre espécies de roedores e outras, inclusive o 

homem (GE et al., 2017; TSOLERIDIS et al., 2019).  

Fato é que até o presente momento não foi isolado o vírus do SARS-CoV-2 de 

roedores sinantrópicos, sendo apenas registrada soro-reatividade, um achado que 

evidencia a necessidade de uma vigilância constante e intensa nesse grupo de 

animais (MIOT et al, 2022). 

O trabalho aqui apresentado tinha o intuito a pesquisa deste agente viral 

mesmo antes do contexto pandêmico do coronavírus, em 2018, e para isso, buscou-

se investigar uma área do genoma que pudesse contemplar uma maior quantidade 

de espécies - entre os quatro gêneros do coronavírus.  

Optou-se pela detecção genérica com o primer descrito por Escutenaire et al. 

(2007) pois tem como alvo a ORF1b que codifica a RdRp (alta conservação nos 

coronavírus). Roedores são considerados hospedeiros ancestrais para dois 

coronavírus de importância a Saúde Pública do gênero Betacoronavirus (HCoV-

OC43, HCoV-HKU1), também já foram descritos portando alguns Alphacoronavirus 

(TSOLERIDIS et al., 2016; TSOLERIDIS et al., 2019). 

O manejo de amostras virais solicitam que amostras de RNA devem ser 

manejadas de forma especial visando a eficiência na recuperação viral após extração 

devendo seguir as seguintes recomendações: a) congelamento imediato das 

amostras após a morte dos animais; b) utilização de RNAlater e armazenamento em 
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temperatura de -80ºC imediatamente após a coleta; c) manipulação sempre em gelo; 

d) evitar ciclos de congelamento e descongelamento da amostra para evitar sua 

degradação (TSOLERIDIS; BALL, 2020). 

As amostras utilizadas neste trabalho sofreram influências ambientais 

desconhecidas de temperatura, tempo e umidade, e que podem, de alguma forma, 

ter impactado na capacidade de detecção desses agentes virais.  

Vale ressaltar também que esses resultados negativos para a detecção de 

corona, tiveram seus respectivos controles exógenos (alvo) β-actina atuando de 

acordo com o esperado, indicando em alguma extensão que podem ser - de fato - 

roedores sinantrópicos negativos para coronavírus (de todos os gêneros), 

evidenciando a importância do sistema de vigilância constante. 

 

iv) Hantavírus  

 

O processo de antropização está intimamente relacionado ao risco de 

transmissão do hantavírus, pois a entrada aos habitats dos roedores, seja pelo 

desmatamento e/ou agricultura favorece que eles possam servir como reservatórios 

destes vírus (OLIVEIRA, et al., 2014). Estudos demonstram a necessidade de 

vigilâncias extensas de roedores para avaliar o risco e conseguir melhor entender o 

potencial de transmissão ao homem desta enfermidade; tanto que em uma recente 

investigação na ilha de Mayotte (Oceano Índico), aproximadamente 18% dos R. rattus 

investigados foram positivos para Mayotte vírus, do complexo da Síndrome da Febre 

Hemorrágica e Renal (Velho Mundo) (FILIPPONE et al., 2016). 

Por mais que tenham sido relatados casos positivos em humanos na Península 

da Malásia, na década de 80, constata-se que ainda faltam informações sobre a 

infecção em espécies de roedores, principalmente sinantrópicos; propondo que 

estudos de detecção molecular com a investigação do perfil sorológico dos ratos são 

necessários para avaliação do risco de infecção (HAMDAN et al., 2017). 

Sabe-se que a ratazana (Rattus norvegicus), encontrada dispersa em quase 

todos os continentes, é o principal reservatório do vírus Seoul (grupo de hantaviroses 

do Velho Mundo) (LEE et al., 1982; CLEMENT et al., 2019a; CLEMENT et al., 2019b), 

mas também já foi descrito nos demais roedores sinantrópicos: Rattus rattus, (WANG 

et al. 2000) e Mus musculus (JIANG et al., 2017). A cada ano, aproximadamente 
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150.000 pessoas são mundialmente hospitalizadas em decorrência da HFRS (BI et 

al., 2008). 

Os demais agentes virais responsáveis pelo complexo da Síndrome da Febre 

Hemorrágica e Renal (Hantaan, Dobrava, Puumala) são transmitidos 

majoritariamente por roedores silvestres dos gêneros Apodemus sp. e Myodes sp. 

tendo como uma das principais características a regionalização dos casos, estando 

fortemente associados a ambientes rurais (plantação de grãos) da Eurásia (China, 

Coreia do Norte, Rússia e norte da Europa) (JONSSON et al., 2010). 

Ambas as síndromes (Velho e do Novo Mundo) apresentam ciclos de vida 

semelhantes: são transmitidas em decorrência de aerossóis em suspensão 

originados de suas salivas e excretas (fezes e urina), portanto sua prevalência está 

associada a presença de seus reservatórios e ao risco de exposição ocupacionais 

(LEE, 1989). Estas espécies de reservatórios são capazes de carregar e excretar o 

vírus por longos períodos, sendo possível detectar por: i) 7 a 12 dias pelo sangue; ii) 

9 a 40 dias pela saliva; iii) 9 a 360 pela urina; iv) 12 a 40 dias nas fezes; v) 12 a 180 

dias no pulmão; vi) 15 a 18 dias nos rins; vii) 12 a 40 dias no fígado (CAIMING et al., 

2010; BAI et al., 2013). 

Espécies do Velho Mundo, como o Hantaan vírus, tiveram a transmissão 

vertical relata e também pelo leite materno; diferentemente das espécies do complexo 

do Novo Mundo, por exemplo o Sin Nombre vírus (PAI et al., 1999). 

Algumas alterações em evolução e/ou interações vírus - hospedeiro 

impactaram nas formas de apresentação das hantaviroses, principalmente devido: a) 

a presença e distribuição do vírus e/ou na localidade; b) eventos climáticos, 

principalmente relacionados a precipitação; c) a capacidade de spillover ou de 

interação interespécies; d) a evolução viral (JONSSON et al., 2010). Essa última deve 

ser analisada com cautela, pois Ramsden et al. (2008, 2009) relatam que hantavírus 

demonstram taxas de evolução de curto prazo (10-3 - 10-4).  

Já para a América Latina, incluindo Brasil, as hantaviroses estão 

principalmente associadas às espécies do complexo do Novo Mundo, apresentando 

uma Síndrome Cardiopulmonar (HCPS) tendo os roedores silvestres Oligoryzomys 

nigripes (pelo Juquitiba virus) e Necromys lasiurus (Araraquara - vírus) como 

principais reservatórios (FIGUEIREDO et al., 2003).  

Entre os anos de 2007-2015, mais de mil casos foram notificados como casos 

confirmados ao Sistema de Informação de Agravos de Notificação (SINAN) do 
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Ministério da Saúde (Brasil), tendo febre, dispneia e insuficiência respiratória como 

principais sintomas descritos em seres humanos e evolução para óbito em e 3,1% 

dos casos (FONSECA et al., 2018). Em assentamentos rurais em Goiás (Brasil) foi 

realizado um levantamento sorológico (anti-Orthohantavirus) entre os moradores e 

observaram positividade para o agente, porém sem diferença de frequência entre 

homens e mulheres (FERNANDES et al., 2019), dada as condições de risco para 

ambos os gêneros (OLSSON et al., 2003; SANTOS et al., 2013).  

A medida de controle mais eficaz para as hantaviroses é a redução a exposição 

humana-roedor e consequentemente seus excrementos. Para isso, recomenda-se a 

utilização de telas e redes de proteção a entrada dos roedores em casas e edificações 

e granjas de animais de produção, minimizar a quantidade de alimentos disponível no 

ambiente, captura e descarte cuidadoso de possíveis roedores (mortos ou não), 

umidificar ambientes antes de proceder com a limpeza (por varrição) evitando a 

dispersão de aerossóis, proceder com medidas de desratização (química) quando 

detectado a infestação do local (BAI ; HUANG., 2002). 

Vale destacar que o manejo do hantavírus, devido a sua patogenicidade, deve 

ser realizado em concordância a medidas de biossegurança compatíveis (JONSSON 

et al., 2010). 

 

 

iv) Hepatite E 

 

O potencial zoonótico da hepatite E ainda é pouco estudado. Sabe-se que a 

hepatite E é considerada hiperendêmica em partes da Ásia, África e América Central. 

No Brasil a taxa de prevalência está em torno de 6,0% para a população humana 

(KAMAR 2017; TENGAN et al., 2019).  

Apesar do presente estudo não ter apresentado nenhum resultado positivo 

para esse agente viral, mais pesquisas com os possíveis reservatórios se fazem 

necessárias, dada as descrições obtidas em diferentes localidades. 

O HEV já foi isolado em amostras de suínos no Estado de São Paulo (PAIVA 

et al., 2007), e detectado em porcos no Paraná (PASSOS-CASTILHO ; GRANATO, 

2017), filogeneticamente próximo ao vírus hepatite E - B3. Até o momento sabe-se 

que a circulação sorológica de IgG anti-HEV está em torno de 0,8 - 88,9% no rebanho 

suíno brasileiro (MORAES et al., 2021).  
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A informação sobre as granjas de suínos positivas para HEV é importante 

quando se analisa o cenário global, contando com a presença de roedores infestando 

mesmo ambiente. Além disso a somatória do convívio em alta concentração e rápida 

proliferação facilita que o modelo murino seja de interesse ao entendimento da 

dinâmica do HEV, servindo também como reservatórios e dispersores do vírus 

(MEESTER et al., 2021). Vale lembrar que não só roedores sinantrópicos circundam 

as criações de animais, os silvestres também devem ser alvos de investigação, uma 

vez que Souza et al. (2018) já descreveram duas novas estirpes virais de HEV em 

Calomys tener e Necromys asiurus.  

Takahashi et al. (2022) realizaram uma investigação em roedores 

sinantrópicos (Rattus norvergicus e Rattus rattus) no qual 1,2% (5/428) apresentaram 

sorologia anti-HEV, sendo que destes nenhum foi possível a detecção molecular para 

HEV-C. E nesse mesmo estudo foi possível detectar outra estirpe viral, o HEV-B3, em 

19,8% (20/101) de fezes de roedores coletadas em uma granja de suínos, com 

identidade entre 97,3-99,5% aos HEV-B3 encontrado nos porcos. 

Os resultados negativos desse trabalho podem ser explicados pelo período de 

incubação variável do vírus, que, em surto varia de 2 a 10 semanas, porém dentro de 

um cenário não epidêmico, não há informações sobre essa dinâmica 

(VISWANATHAN, 1957). A não detecção do vírus nas fezes dos roedores, também 

pode ser justificado pela rápida degradação que o RNA pode ter sofrido nessas 

amostras, mesmo problema encontrado por Takahashi et al. (2022). Diferentemente 

de suínos, que é possível encontrar o vírus infeccioso no esterco, sendo de grande 

importância o correto manejo desse material (KANAI et al., 2012). 

Em uma infecção experimental de roedores com o vírus HEV suíno, os animais 

vacinados via intraperitoneal, foi possível a detecção viral nas fezes no intervalo de 7 

-14 dias e de 35 - 49 dias após a infecção (JIAN et al., 2022). Nesse mesmo modelo 

experimental, os animais vacinados passaram a demonstrar atividade de IgG anti-

HEV aos 35 dias após infecção. 

A escolha do primer utilizado para este trabalho foi confirmada a eficiência de 

detecção por meio da análise in silico comparando com sequências de roedores 

disponíveis no Genbank (online), além de demonstrar que é capaz de detectar os 

quatro grupos (A-D) a partir da ORF1 (WANG et al., 1999; Quadro 9). 

Neste trabalho, não foi possível a detecção de amostras positivas para 

roedores sinantrópicos urbanos (item 4.1; iii), apesar de todas as técnicas de 
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reprodutibilidade utilizadas (item 3.5) e de todos os controles funcionarem de acordo 

com o esperado. Mas como bem demonstrado pela literatura são importantes 

reservatórios para os vírus da hepatite E. Portanto, sugere-se que esta busca e 

vigilância seja estabelecida também em roedores de ambientes rurais, próximos a 

granjas de animais (especialmente suínos). 

 

 

4.4. MORCEGOS 

 

De acordo com a Norma Técnica nº 19 (2012) (BRASIL, 2012), cujo objetivo é 

trazer as diretrizes da vigilância em saúde frente casos de raiva urbana causada por 

morcegos, recomenda-se que como prevenção e controle devem ser adotadas as 

medidas de educação, comunicação e de informação da população, promovendo 

capacitação aos agentes de vigilância em saúde, além de capacitar os técnicos 

laboratoriais para a realização de um diagnóstico de identificação de morcegos. 

Morcegos são considerados os únicos mamíferos capazes de voar, e com isso, 

necessitam de uma adaptação metabólica que podem ter impactado em sua 

capacidade de regulação inflamatória, e isso ao longo de sua evolução tenha 

impulsionado a presença de patógenos, principalmente vírus (GORBUNOVA et al., 

2020). Os mesmos autores ainda sugerem que essa ativação, ou melhor, 

superativação da resposta inflamatória esteja relacionada à presença de doenças em 

morcegos com idade avançada, vindo de encontro com os achados deste trabalho, 

cuja a maior detecção foi encontrada em animais considerados adultos. 

 

i) Rotavírus  

 

Sabe-se que os RVA não são patogênicos aos morcegos, e que existe uma 

dificuldade na capacidade de genotipar os rotavírus nesta espécie, principalmente se 

estiverem com uma carga viral relativamente baixa, ou apenas eliminarem RVA nas 

fezes em níveis baixos (ISLAM et al., 2020a). 

Dentro da literatura consultada, é possível verificar o uso de outras 

metodologias para a detecção genérica de rotavírus com o uso de outros primers 

(ITURRIZA-GOMARA et al., 1999; WINIARCZYK ; GRADZKI, 2002), porém manteve-
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se a estratégia do gene NSP5 devido a sua parte conservada e por relatos prévios 

para a população de morcegos do Estado de São Paulo - SP, no qual foi possível 

detectar e realizar constelações parciais nas espécies: Glossophaga soricina e 

Molossus molossus (ASANO et al., 2016).  

Alguns autores também relatam dificuldades em amplificação de segmentos 

genômicos de rotavírus em morcegos na América Latina, sendo ponderado que possa 

haver pontos de mutações nas regiões de ligação como os primers e também devido 

à baixa carga viral presente nas amostras (PARRA et al., 2008; SOLBERG et al., 

2009), pontuando que técnicas de sequenciamento do genoma completo devem ser 

estabelecidas para uma melhor e mais completa classificação viral. 

No ano de 2020, Islam et al. (2020a,b) utilizando técnicas de sequenciamento 

de nova geração (NGS) encontraram rotavírus A em morcegos de Bangladesh (dos 

gêneros Pteropus, Rousettus e Taphozous) com cepas altamente relacionadas a 

humanos, sugerindo uma zooantroponose. Também utilizando a técnica de NGS, 30 

morcegos insetívoros provenientes da província de Yunnan (China) resultaram em 26 

sequências ao grupo RVA (XIA et al., 2013).  

A importância e a necessidade da investigação e vigilância destes agentes 

virais em animais sinantrópicos vão de encontro aos resultados de Bourdett-Stanziola 

et al. (2021), detectaram alta identidade (97%) entre um morcego na Bulgária no ano 

de 2008 com aquelas provenientes de três crianças hospitalizadas com gastroenterite 

por rotavírus na República Dominicana no ano de 2007. 

Os primers aqui utilizados já foram comparados in silico com amostras do 

Genbank, sendo os mesmos utilizados por Asano et al. (2016), na detecção de 

morcego. Como já discutido no item 5.1. (i) desta discussão, tem como alvo regiões 

de elevada conservação entre os diferentes genótipos virais. 

 

 

ii) Coronavírus 

 

Ao se realizar uma pesquisa simples em bancos de dados (Pubmed) com 

palavras chave “coronavírus” e “bat” (morcegos), apresentam-se mais de 17 mil 

artigos relacionados ao tema, e o que a torna mais interessante, é o fato de que 

aproximadamente 16 mil desses artigos são datados dos últimos cinco anos, 
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demonstrando o quão importante se faz a vigilância e a necessidade em se falar sobre 

o tema. 

Em meio uma emergência global causada por um novo coronavírus (SARS-

CoV-2) - de origem em morcegos, a importância em se pesquisar possíveis 

reservatório de outras estirpes é se faz necessário. Apesar de não ser possível 

sequenciar as amostras (nem mesmo com os procedimentos de reprodutibilidade - 

item 3.5) a presença de 14,5% (32/220) de positividade em segmento gênico de 

ORF1b de Coronavírus (item 3.3.3, quadro 6) nos permite aventar ao menos quatro 

hipóteses: (a) existe a possível circulação viral do coronavírus em morcegos em 

algumas regiões do Estado de São Paulo, devendo servir de alerta ao sistema de 

vigilância em saúde; (b) as amostras que apresentaram aos géis de agarose, 

amplicons de tamanho semelhante ao controle positivo poderiam ser amplificações 

inespecíficas, visto que o fragmento gerado é relativamente pequeno (113 pb); (c) 

todas, ou parte das amostras serem negativas; (d) poderia ser um coronavírus de 

outro gênero, e que por isso não foi passível de detecção quando submetidas à 

amplificação do fragmento do Betacoronavírus (item 3.3.3; quadro 8). 

Vale lembrar que os morcegos são considerados a linhagem ancestral de dois 

Alphacoronavirus (HCoV-229E, HCoV-BL63) e três Betacoronavírus de interesse a 

saúde humana (SARS-CoV; MERS- CoV e o novo SARS-CoV-2), além de serem 

detectados em 14 famílias de quirópteros em pelo menos 69 países (RUIZ-ARAVENA 

et al., 2022). 

Na Costa Rica, durante a investigação de morcegos neotropicais foi possível 

identificar a circulação de Alphacoronavírus em morcegos dos gêneros Artibeus sp., 

Carollia sp. e Glossophaga sp. usando material fecal e primers de detecção genérica 

(pancoronavírus) como método de detecção molecular (MOREIRA-SOTO et al., 

2015).  

Os achados positivos deste trabalho, na proporção de 14,5% vão de encontro 

a alguns achados de frequência realizados na China, Itália, América do Norte e 

Alemanha (WOO et al., 2006; DOMINGUEZ et al., 2007; WATANABE et al., 2010; 

LELLI et al., 2013). 

Diferentemente do que acontece com o vírus rábico, o coronavírus não é capaz 

de causar sintomatologia aos morcegos - mesmo causando leves danos teciduais - e 

por mais que eles sejam tolerantes a infecção, não está clara a dose infectante do 

vírus (RUIZ-ARAVENA et al., 2022) podendo esta informação ser um limitante para 
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diagnósticos moleculares simples ou utilizando primers para detecção genérica 

(pancoronavirus), visto que esta detecção é realizada em fragmentos muito curtos do 

genoma. 

É possível determinar que o coronavírus em morcegos tem tropismo pelo trato 

respiratório e gastrointestinal (MUNSTER et al., 2016), demonstrando que a escolha 

dos órgãos destes sistemas corrobora com a possibilidade de detecção deste agente 

viral.  

Pesquisadores afirmam que os ciclos reprodutivos podem influenciam o ciclo 

e a transmissão de microrganismos nas comunidades de morcegos, podendo 

comprometer o comportamento e o padrão fisiológico do vírus, dentre os animais 

positivos para coronavírus (RUIZ-ARAVENA et al., 2022). Neste trabalho, apenas três 

deles foram considerados jovens na identificação visual, os 26 restante todos adultos, 

podendo também ser uma justificativa para a impossibilidade de detecção nos 

espécimes. 

Além disso, a qualidade das amostras também pode ter impactado na 

impossibilidade da identificação. Foram utilizadas amostras cedidas pelo Programa 

de Vigilância e Controle da Raiva provenientes de diferentes municípios que tiveram 

que enviar os espécimes até o laboratório (impactando no tempo pós mortem) e o 

procedimento de armazenamento dos animais em temperatura de freezer (-20°C) até 

o momento da cessão e necrópsia. 

Este ponto da viabilidade das amostras também foi observado por Jung e Chae 

(2004) e por Misra e seus colaboradores (2009) que inferiram que a demora da 

entrega bem como o tempo de armazenamento das amostras impacta diretamente 

na viabilidade de detecção de vírus (principalmente os RNA). 

A opção pela detecção genérica como forma de triagem para o coronavírus 

teve o intuito de abranger a maior quantidade de tipos virais possíveis de detecção, 

este método já foi utilizado por outros autores com sucesso (MOREIRA-SOTO et al., 

2015; ASANO et al., 2016; RUIZ-ARAVENA et al., 2022). 

Morcegos são capazes de se coinfectar com diferentes genótipos (do mesmo 

vírus) ou compartilhar espaço com outras famílias virais (RUIZ-ARAVENA et al., 

2022), podendo afetar a disseminação do(s) vírus. Neste trabalho também foi possível 

verificar a (suposta) coinfecção entre coronavírus e rotavírus em três dos espécimes 

avaliados, necessitando de um maior entendimento desta dinâmica de transmissão. 
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Para Saúde Única, a dispersão de novos tipos virais deve ser considerada as 

intensas mudanças no habitat dos morcegos - estresse, baixa disponibilidade de 

alimentos, mudanças climáticas, desmatamento, ecoturismo, comércio ilegal de 

animais silvestres (RULLI et al., 2021). A habilidade que temos de entender a 

capacidade de morcegos não manifestarem sintomatologia (apesar de multiplamente 

infectado) ou de conseguir transpassar barreiras de transmissão (direta ou indireta) 

para outros animais e/ou seres humanos, é que faz essa espécie ser mundialmente 

estudada, sendo necessária a vigilância constante de todo espécime que possível 

(TIAN et al., 2022). 

 

 

iii) Hepatite E 

 

Os estudos envolvendo animais como possíveis reservatórios ao vírus da 

hepatite E é recente, em meados de 1997 houve o primeiro isolamento em suínos e 

desde então diferentes animais (e possíveis hospedeiros) vem vendo analisado 

(MENG et al., 1997).  

No Brasil, poucas são as investigações dos reservatórios e transmissores 

ativos deste agente viral, sendo mais investigado o segmento da transmissão por 

alimentos (SOARES et al., 2022) 

Ao se compararem as sequências nucleotídicas de morcegos com o restante 

dos grupos virais, a semelhança gira em torno de 50% até menos, tanto que foram 

todos agrupados em um gênero separado dos demais. Em estudo com mais de 

90.000 amostras provenientes de banco de sangue humano não foram suficientes 

para evidenciar a transmissão zoonótica do vírus da hepatite E por morcegos 

(DREXLER et al., 2012).  

Como visto no item 5.1. (iv), desta discussão os primers utilizados para o 

diagnóstico deste agente tem como alvo uma região conservada do gene ORF 1 

demonstrando ser capaz de detectar os quatro grupos (A-D) do vírus da hepatite E. 

Apesar disso, sua importância ao sistema de vigilância ainda se faz necessária, 

o entendimento do HEV é recente e ao que parece, os morcegos foram recentemente 

estreitados na relação evolutiva com esse vírus, podendo em algum momento levar 

ao extravasamento de hospedeiro, para outros animais e até mesmo ao ser humano 

(WANG ; YANG, 2022).  
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Neste trabalho, não foi possível a detecção de amostras positivas para HEV 

para morcegos sinantrópicos (item 4.1; iii), apesar de todas as técnicas de 

reprodutibilidade utilizadas (item 3.5) e de todos os controles funcionarem de acordo 

com o esperado. Mas como bem demonstrado pela literatura são importantes 

reservatórios para os vírus da hepatite E com íntima relação a estirpes virais 

encontradas em suínos (KOBAYASHI et al., 2018), portanto, sugere-se que esta 

busca e vigilância seja estabelecida também em localidades próximas a granjas de 

animais. 

 

 

4.5. DISCUSSÕES GERAIS 

 

 

Este trabalho, iniciado em 2018, antes de qualquer suposição da emergência 

de COVID, já trabalhava dentro de uma perspectiva de Saúde Única, com sinergia de 

esforços entre entidades de pesquisa e serviços oficiais de monitoramento de 

animais, algo já há muito conhecido na Medicina Veterinária Preventiva, mas que em 

função do cenário sanitário mundial, tornou-se ainda mais relevante. 

Presenciou-se neste período de pandemia de COVID-19, um aumento global 

nos relatos de problemas relacionados a roedores, podendo ser em parte justificado 

pelo fato que o isolamento social contribuiu para o aumento da produção de resíduos 

e a diminuição na frequência da coleta seletiva, proporcionando condições ecológicas 

favoráveis e consequentemente uma maior proliferação da espécie (BATTERSBY 

2015).  

Estes fatores, em conjunto convergem para a necessidade de investimento em 

políticas públicas destinadas a vigilância de animais sinantrópicos de forma contínua, 

ininterrupta e otimizada, inclusive quanto ao aproveitamento ou reaproveitamento de 

amostras aqui desenvolvido, de modo a consolidar um sistema de investigação de 

doenças emergentes e reemergentes em seres humanos. 

Também deve ser ponderado o fato de que os testes moleculares, apesar da 

sua possibilidade de detecção e caracterização de agentes, não permitem inferir 

aspectos da viabilidade e capacidade infecciosa dos agentes virais encontrados. 

Ficam como perspectivas de futuras investigações dentro do escopo aqui abordado: 
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a) avaliação completa do genoma da amostra (fecal ou pool de órgãos) por técnicas 

de sequenciamento de nova geração;  

b) avalição por cultivo celular das amostras positivas para melhor caracterização do 

seu comportamento;  

c) amplificação para pesquisa/detecção de outros vírus;  

d) o desenvolvimento de metodologias e fluxogramas de trabalho para melhor 

aproveitamento da amostra, transporte e concentração viral. 

Evidentemente isso passa pela capacitação de recursos humanos, 

disponibilidade de investimentos e continua pesquisa destes e outros agentes virais, 

bacterianos e parasitários. 
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5. CONCLUSÕES  

 

As conclusões deste estudo foram:  

 

- Não houve evidências da circulação de rotavírus, coronavírus, vírus da hepatite E e 

hantavírus em roedores; 

 

- Há potencial circulação de rotavírus e coronavírus em morcegos circulantes no 

Estado de São Paulo a partir das amostras provenientes de diferentes municípios 

testados; 

  

- Não foi possível a realização do sequenciamento nucleotídico das amostras de 

rotavírus e coronavírus, implicando na busca de outras possíveis regiões genéticas 

para detecção ou emprego de outras técnicas para tal finalidade; 

  

- Foi possível a realização de um trabalho sinérgico entre entidades de pesquisa e 

serviços oficiais de monitoramento de animais, resultando em ações que promovem 

a Saúde Única dentro de um sistema de vigilância de agentes virais de importância 

ao cenário de Saúde Humana e Animal.  
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Abstract
This review focuses on reports of hepatitis E virus, hantavirus, rotavirus, coronavirus, and arenavirus in synanthropic rodents (Rattus 
rattus, Rattus norvegicus, and Mus musculus) within urban environments. Despite their potential impact on human health, relatively 
few studies have addressed the monitoring of these viruses in rodents. Comprehensive control and preventive activities should include 
actions such as the elimination or reduction of rat and mouse populations, sanitary education, reduction of shelters for the animals, and 
restriction of the access of rodents to residences, water, and food supplies.

Keywords: Viruses. One health. Urban environment. Rat.

INTRODUCTION

Rodents (Order: Rodentia) are distributed on all continents 
except for Antarctica1. Their heterogeneous and cosmopolitan 
distribution expands as their interaction with humans increases2. 
Some species are better able to adapt to urban environments 
(synanthropism).

In a study conducted in Buenos Aires (Argentina), black rats 
(Rattus rattus) were found in residential and industrial areas, while 
house mice (Mus musculus) and brown rats (Rattus norvegicus) 
were captured in green areas and shantytowns3, where their presence 
was favored by easy access, availability of shelter, and large food 
supply4.

These animals are natural reservoirs of infectious diseases5,6, 
and are involved in the emergence and dissemination of viruses, 
bacteria, and protozoa. The transmission of these agents can occur 
through both direct (bite, contact) and indirect (urine, feces) means, 
through vectors (ticks, fleas, and mites) that infest rodents, or when 
they are predated by other species1,7,8.

Although little information is currently available on the size 
of the population of synanthropic rats, some indicators allow the 

subjective estimation of their presence, such as the presence of 
excrement, marks on walls, trails on the ground, food sources, or the 
visual observation of rodents and/or the damage caused by them9-11.

To evaluate the size of rodent populations, the concept of the 
‘minimum known number’ is used12, where individuals have to 
be captured and recaptured to estimate the infestation rate. This 
statistical formula can be simplified by multiplying the number of 
animals caught in a trap in a single catch by 10011,13.

A survey carried out in 1529 dwellings in a low-income region of 
São Paulo (Brazil) showed an initial synanthropic rodent infestation 
rate of 40%, which was reduced to 14.4% after the implementation 
of sanitary education and pest control13. Similarly, in Pau de Lima 
(Bahia, Brazil), 62% of households (137/221) presented signs of 
active rodent infestations14.

Besides synanthropic species, other rodents can cocirculate in 
rural environments and wild and urban interface areas, where they 
contact other animals and people10,15. Wild rodents are reservoirs 
for hantavirus, vaccinia virus, and Lassa virus, among others16-19.

Fernandes et al. (2019)20 investigated rural settlements in Goiás 
(Brazil), and found 2.57% (n=12) positive rate for Orthohantavirus, 
equally distributed between women and men (n=6). In contrast, 
similar studies showed higher frequency in middle-aged men due 
to their risk behaviors21,22.

Refugee camps accommodate large number of people and 
consequently there is accumulation of food and residues, attracting 
rodents (synanthropic and wild). In Africa, studies have revealed 
the circulation of Mastomys natalensis infected by Lassa virus in 



2/11

Gravinatti ML et al. – Rodents: virus reservoirs and transmitters

these camps, which is facilitated by the dissemination routes of the 
virus (urine, fomites, consumption of rodents as food)23. Bonner 
et al. (2007)24 investigated communities of up to 9,000 people and 
determined that the quality of housing, external hygiene, and the 
visualization of rodent burrows were the main epidemiological 
factors associated with the spread of Lassa virus.

Aircrafts and ships may also contribute to the introduction 
of rodents and even dissemination of diseases in new areas25,26. 
Consequently, the World Health Organization (WHO) has 
implemented rodent control measures at airports and ports, 
including periodic surveys to verify the absence of rodents onboard 
vessels. According to reports, 24.7% (270/1093) of moored ships at 
the port of Shanwei (China) were infested with rats25. In Heilongjian, 
another Chinese port area, 4.47% of the 649 collected rats tested 
positive for hantavirus27.

Therefore, this article aims to review important viral agents 
disseminated by synanthropic rodents (M. musculus, R. rattus, and 
R. norvegicus), and thereby contribute to a better understanding of 
disease epidemiology and prevention.

SEARCH STRATEGY AND SELECTION CRITERIA

Scientific texts in English and Portuguese were retrieved from 
the PubMed, Scopus, Web of Science, and Scielo research platforms 
using the search term “virus” in combination with “disease” and 
“rat or rodent or murine”. Additionally, a second more refined 
research was performed with the terms “Hepatitis E,” “Hantavirus,” 
“Rotavirus,” “Coronavirus”, or “Arenavirus” associated with “rat 
or rodent or murine.”

Among the resulting, studies mainly related to synanthropic 
rodents (M. musculus; R. rattus; R. norvegicus) collected in the 
field were selected, excluding the studies restricted to animal 
experimentation.

Thus, hepatitis E, hantavirus, rotavirus, coronavirus, and 
arenavirus are the focus of this review, as they are neglected diseases 
transmitted by rodents.

HEPATITIS E (HEV) 

The hepatitis E virus (HEV) has a single-stranded RNA genome 
of approximately 7 kb length28. As a member of the Hepeviridae 
family, the genus Orthohepevirus has four species (from A to D)29, 
among which Orthohepevirus A and C have already been described 
in rodents30.

Infection occurs via the fecal-oral route through the consumption 
of water contaminated with excrement or the consumption of 
raw/undercooked meat and the viscera of infected animals31. The 
prevalence rate in humans reaches 40% in industrialized countries, 
and the virus has been detected in blood banks32. Socially vulnerable 
people may be an important epidemiological group at risk, along 
with patients who depend on blood transfusions33,34.

The virus shows tropism to digestive system and is eliminated 
in stool after 4 to 23 days of infection35, remaining in this state for 
additional 5 weeks36,37.

The symptoms are mainly nonspecific, and include fever, 
headaches, abdominal pain, but these infections may also be 

asymptomatic (depending on the HEV dose to which the patient 
was exposed), hindering the detection, and potentiating the agent’s 
spread38-40.

Mortality rates are higher among infected people presenting 
previous liver disease, immunocompromised patients, and pregnant 
women, as they present higher chances of renal failure leading to 
death33,41,42.

The role of black rats (R. rattus) and brown rats (R. norvegicus) 
as reservoirs and transmitters of this viral agent and its prevalence 
rate remains unknown30.

Orthohepevirus A has seven different genotypes (HEV1-7) 
defined by the concatenated amino acid distance between the open 
reading frames of ORF1 (nonstructural proteins) and ORF2 (capsid 
proteins)43. HEV-1 and HEV-2 occur only in humans; HEV-3 has 
been isolated from humans and several animal species; HEV-4 has 
been isolated from humans and pigs; HEV-5 and HEV-6 have been 
identified only in wild boars; and HEV-7 has only been found in 
camels44.

The presence of anti-HEV IgG30,45, and the detection of 
viral particles in the feces of these rodents (with or without 
seroconversion) have been demonstrated37,46,47. However, only a 
single study has shown similarities between rodent (R. norvegicus) 
strains with regard to the HEV-3 genotype, which is most closely 
related to the genotypes found in rabbits37.

On the other hand, rat HEV (genotype C1), belonging to the 
Orthohepevirus C group, has been reported in R. norvegicus and 
R. rattus, although its potential to cause disease in humans is still 
questioned37,47.

In Vietnam, animals captured at bus stations and hospitals have 
tested positive for rat HEV48. These findings are supported by 
serological evidence from domestic animals and rodents in other 
studies45,49,50.

Detection methods for HEV include serological (specific 
IgG), histopathological, and molecular (RT-PCR) techniques41. 
Commercially, there are no specific prophylatic measures available 
on the market, although Chinese researchers have developed the 
HEV p239 vaccine from the HEV1 genotype51. Its efficacy is 
considered high (> 90%), requiring three doses (0,.1 and 6 months), 
and it may be used even in pregnant women52.

HANTAVIRUS (HV)  

Hantaviruses, belonging to the Hantaviridae family, are 
divided into four genera: Loanvirus, Mobatvirus, Thottimvirus, and 
Orthohantavirus53. These enveloped viruses have a negative-sense 
RNA genome segmented into three fragments: Large - L (6.8-12 
kb), Middle - M (3.2-4.9 kb), and Small - S (1-3 kb). They encode 
four proteins; the L segment encodes viral polymerase, while the 
M and S segments encode the precursor (GPC) of two viral surface 
glycoproteins (G1 and G2, alternatively called Gn and Gc), and the 
nucleocapsid (N) protein, respectively54.

More than 50 species of hantaviruses have been reported 
worldwide55; however, some of them do not cause diseases, 
including the Prospect Hill virus56. Rodents, bats, and moles are 
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reservoirs of these agents57; transmission occurs through bites 
(saliva), and especially via the inhalation of viral particles from the 
feces and urine of these animals58. Despite a report of transmission 
between humans, this form is rare59.

The Orthohantavirus genus includes the greatest number of 
pathogenic species of public health importance60. Its presence is 
associated with the geographic distribution of rodents (Murinae, 
Avicolinae, and Sigmodontinae families), which can harbor distinct 
forms of the disease.

The earliest reports of hemorrhagic fever with renal syndrome 
(HFRS), caused by viruses known as Old World hantaviruses 
(Europe and Asia), come from Chinese writings dating from 960 
BC. Later, in the Korean War (1951-1954), these diseases caused the 
death of over 3,000 soldiers61. The Hantaan virus (HTNV) species 
was related to this outbreak. HTNV was isolated for the first time in 
197862 and was linked to the rodent Apodemus agrarius; the virus 
was detected in blood, urine, feces, and respiratory tract samples. In 
humans, this species causes a severe form of HFRS, which has thus 
far been restricted to rural areas of China, Korea, and Russia63,64.

Dobrava virus (DOBV) is also associated with HFRS syndrome, 
for which men are accidental hosts65. Mortality rates vary according 
to the genotype, ranging from 0.5% (DOBV - Kurkino) to 12% 
(DOBV - Dobrava and DOBV - Sochi)66,67.

The most commonly detected viral agent of this group in 
Western Europe, Puumala virus (PUUV), is disseminated by 
Myodes glareolus, whose proliferation is favored by the underbrush 
vegetation of this region, and the spread of the virus is further 
affected by virus-host coevolution68. In humans, it causes moderate 
nephropathy, and can lead to subclinical infections69.

Seoul virus usually causes mild infections and without 
medical care the mortality rates reach 1%. The host of this virus  
(R. norvegicus) is found in urban areas, leading to a cosmopolitan 
distribution of the disease, in contrast to those caused by other 
Old World hantaviruses60,70. The incubation period varies from 
2-3 weeks, and the endothelial cell tropism of the virus71 produces 
nonspecific symptomatology (fever, headaches, muscle pain, 
nausea, vomiting), in addition to respiratory problems, dizziness, 
and diarrhea. Thrombocytopenia entails the development of 
petechias, and decreased blood pressure affects kidney function, 
causing renal failure followed by disseminated intravascular 
coagulation72.

Hantavirus cardiopulmonary syndrome (HCPS) is another 
pathology associated with agents of the genus New World 
hantaviruses (Americas), and appears to be related to climatic 
phenomena such as El Niño58.

The first report of hantavirus in Brazil dates from 1993, when 
Juquitiba virus, transmitted by Oligoryzomys nigripes, was 
detected by Silva et al. (1997)73. To date, the following viruses have 
been identified in the country: (a) Araraquara virus (transmitted 
by Necromys lasiurus rodents); (b) Castelo dos Sonhos virus 
(Oligoryzomys utiaritensis); (c) Laguna Negra virus (Calomys 
callidus); (d) Anajatuba virus (Oligoryzomys mattogrossae); and 
Rio Mamore virus (Oligoryzomys microtis), among others20.

The incubation period of HCPS ranges between 16-24 days, 
with initial nonspecific HFRS-like symptomatology differentiated 
by pulmonary edema and lymphoid organ impairment74, which 
may cause cardiovascular shock and death72. Studies indicate that 
this pulmonary phase lasts approximately 1 week, but long-lasting 
sequelae have been reported, such as dyspnea and weakness61. 
According to available data from the Brazilian Ministry of Health, 
2061 people had been infected in the country as of 2017, with a 
lethality rate of 40.1%75.

In rodents, this virus causes a chronic infection with mild 
symptomatology such as decreased growth76 and renal problems77, 
although it is usually asymptomatic. This can be explained by the 
coevolution of rodents with the virus over millions of years78. 
Hantavirus can be diagnosed by associating the patient’s history 
with the presence of wild or synanthropic rodents. Tests for 
hantavirus include specific serological detection using ELISA 
(IgM or IgG) or viral detection using RT-PCR or real-time PCR79.

The occurrence of HFRS has not yet been reported in Brazil, 
despite serologically positive human and rodent samples80. For 
example, in an urban area in Salvador, Brazil, Seoul virus antibodies 
were found in R. norvegicus serum samples81. A molecular survey 
conducted in Madagascar detected the Anjozorobe virus (Thailand 
Orthohantavirus) strain in R. rattus and M. musculus, suggesting 
viral spillover82.

To our knowledge, there is no licensed vaccine available on the 
market that prevents hantavirus infections. Several clinical trials 
at different stages are ongoing to test inactivated (monovalent and 
bivalent), DNA, and live attenuated vaccines for both HFRS and HCPS, 
with effectiveness of approximately 93.77-100% being reported83-85. 
Additionally, studies have demonstrated that the use of antiviral 
ribavirin increases the survival rate in hantavirus-infected rats86-88.

ROTAVIRUS (RV)

Rotavirus (RV) belongs to the Rotavirus genus within the 
Sedoreovirinae subfamily of the Reoviridae family53. These 
nonenveloped viruses have a double-stranded RNA genome of 
approximately 18550 bp in length, fragmented into 11 segments. 
The genome encodes six structural (VP1, VP2, VP3, VP4, VP6, 
and VP7) and six nonstructural (NSP1, NSP2, NSP3, NSP4, and 
NSP5/6) proteins, as the NSP5/6 gene is bicistronic89,90.

Myriad mechanisms of viral variability occur in RVs, such as 
point mutations, rearrangements, reassortments, and intragenic 
recombination, conferring great genetic diversity91,92. This genus is 
divided into nine different groups (RVA-RVI) based on the antigenic 
properties and nucleotide sequences of the VP6 protein89,93,94, and 
there is a potential candidate tenth group, RVJ95.

For the RVA group, it is necessary to adopt the notation of 
Gx-P[x]-Ix-Rx-Cx-Mx-Ax-Nx-Tx-Ex-Hx, which considers all 
the variability presented by the coding genes of the VP7-VP4-
VP1-VP2-VP3-NSP1-NSP2-NSP3-NSP4-NSP5/6 proteins, 
respectively96. To date, this group has at least 36 known G genotypes 
and 51 known P genotypes in humans and animals93,97-99.

Although rotaviruses are considered species-specific, 
heterologous infections may occur100. Wa-like and DS1-like (RVA) 



4/11

strains primarily cause disease in humans, and infections caused 
by genotypes and serotypes common to animals have also been 
documented100,101.

Synanthropic rodents are usually not associated with RVs, 
however, their efficiency in disease transmission and their close 
contact with other animals and people highlight their importance 
to the epidemiology of these viruses101,102.

Transmission initially occurs through the fecal-oral route, via 
particles present in the soil and water, causing diarrhea due to 
the loss of absorptive capacity of injured intestinal cells during 
viral replication103. Diarrhea is a leading cause of infant mortality 
worldwide, and rotavirus infections are responsible for more than 
35% of these cases104.

RVs are widely distributed in Brazil, and have been described 
in animals (both young and adults) such as cattle105, birds106, and 
pigs107,108. In rodents, there is a single report of RVA associated with 
swine production109.

A metagenomic analysis of R. norvegicus in Germany 
characterized a sample of RVA, revealing close identity between 
the identified strain and other animal and human strains, namely, 
genotypes G3, P[3], and N2110.

In Italy, 40 fecal samples from R. rattus collected on swine 
farms were analyzed, and a sample of RVA was characterized  
(G3-P[3]- I1-R11-C11-M10-A22-N18-T14-E18-H13) , 
demonstrating an atypical combination of genotypes102.

As the associated symptomatology is mainly nonspecific, the 
diagnosis can easily be misleading111. Commercial ELISA kits, RT-
PCR (single or multiplex), and qPCR assays99,102,110 are available 
for the detection of these infections.

To control this disease, animal vaccination (swine and cattle) 
should be carried out, mainly in females in the late gestation period. 
In production animals, prevalence rates may be higher than 90% in 
adults103. For humans, two vaccines are authorized by the WHO: 
(a) Rotarix® (GlaxoSmithKline Biologicals, Rixensart, Belgium, 
an attenuated strain of G1P [8] RVA) and (b) RotaTeq® (Merck & 
Co., Whitehouse Station, NJ, with five strains of genotypes G1P 
[5], G2P [5], G3P [5], G4P [5] and G6P [8]).

CORONAVIRUS (COV)

 Coronaviruses are enveloped, nonsegmented, positive, 
single-stranded RNA viruses associated with the structural 
N-phosphoprotein in a nucleocapsid with helical symmetry112,113. 
They are found in a wide variety of animals causing respiratory, 
enteric, hepatic, and neurological diseases of varying severity114. 
According to the International Committee on Taxonomy of Viruses, 
two subfamilies belong to the Coronaviridae family; Letovirinae, 
which has one subgenus, Milecovirus, found only in frogs and a sea 
hare thus far115, and Orthocoronavirinae, which is found in birds 
and mammals, and is divided into four genera due to the antigenic 
and genetic characteristics of the viruses53,116.

Phylogenetic studies indicate that bats are the gene source 
for Alpha and Betacoronaviruses, while birds are the gene 
source for Gama and Deltacoronaviruses117. Thus, Alpha and 

Betacoronaviruses are found mainly in mammals, such as humans, 
dogs, cats, pigs, bats, mice, rats, horses, and cattle114,118-123, while 
Gama and Deltacoronaviruses infect mainly birds, with exceptions 
such as the white whale Gamacoronavirus (Delphinapterus 
leucas)124 and the porcine Deltacoronavirus125.

Among the Alpha and Betacoronaviruses, six are of public 
health importance, causing mild (HCoV-229E, NL63, OC43, and 
HKV1) to severe respiratory syndromes (SARS and MERS)120,126,127.

Despite the many uncertainties about the epidemiology and 
reservoirs of severe acute respiratory syndrome (SARS) and 
Middle Eastern respiratory syndrome (MERS), bats have been 
identified as the most likely reservoirs, while palm civets (Paguma 
larvata)128 and dromedary camels (Camelus dromedarius)129,130 
act as intermediary hosts before dissemination to humans120,131,132. 
Both diseases have caused worldwide health problems, affecting 27 
countries and causing hundreds of deaths in 2002 (SARS) and 2012 
(MERS), aggravated by nosocomial transmission or transmission 
by family members126.

In general, the virion contains at least three proteins: the spike 
(S), membrane (M), and envelope (E) proteins. In addition, some 
coronaviruses include hemagglutinin esterase (HE)133. Proteins M 
and E are related to viral assembly134, while the S protein show 
hemagglutinating activity and is the main target for neutralizing 
antibodies135.

The S protein, which shows great variability, is responsible 
for host specificity because its S1 and S2 subunits are used for 
binding the virus to host cell receptors, and are associated with the 
antigenicity and pathogenicity of the virus112,136.

Many similarities exist between the CoVs of rats and 
bats119,120,140,141, suggesting that rodents could act as important 
reservoirs142. A survey conducted on 330 intestinal content samples 
from rodents (Apodemus sp., Myodes glareolus, Arvicola terrestris, 
and Microtus sp.), collected between 2014 and 2016 in different 
regions of France121, revealed positivity of 6.3% (21 samples), all 
belonging to Alphacoronavirus groups. This study also revealed 
Alpha and Betacoronavirus in bats, rabbits, and hedgehogs from 
the same area121.

An investigation conducted in China120, analyzed 177 rodent 
intestinal samples from three different species (Apodemus chevrieri, 
Apodemus ilex, and Eothenomys fidelis), and found Alpha and 
Betacoronavirus in 13% (23 samples). 

Besides field investigations, rodent CoV also has an important 
role as Murine hepatitis virus (MHV)(137), and has been used for 
experimental infections, mostly for the identification of potential 
viruses showing interspecies transmission119. Although there is little 
information about the prevalence and diversity CoV in rodents138,139, 
many new species of Alpha and Betacoronaviruses (LRNV, LAMV, 
LRLV, and HKU24) have been identified in rodents in China and 
Europe119,120,140,141.

 Some vaccine candidates are being developed only for MERS-
CoV, including whole-virus, vectored virus, DNA, and protein-
based vaccines, however, lack of investment is delaying their 
development143.
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ARENAVIRUS (AV)

Arenaviruses (genus Arenavirus, family Arenaviridae) are 
enveloped viruses with an RNA genome segmented in two ambisense 
single stranded molecules: small (S) and large (L)(53). The S portion 
encodes nucleocapsid protein and envelope glycoproteins, while L 
segment contains RNA dependent RNA polymerase (RdRp) and zinc-
binding protein genes. Both S and L intergenic regions may potentially 
form one or more hairpins, which regulate mRNA transcription53,144-146.      

This viral family has four genera, based on phylogenetic analysis 
involving pairwise sequence comparisons (PASC) of complete 
genomes53,147. Antennavirus genus includes viruses that infect 
frogfish148, Hartmanivirus and Reptarenavirus infect snakes, and 
Mammarenavirus, which have been reported in bats, ticks, rodents, 
and primates, including humans146,147. 

Mammarenaviruses are correlated to the geographical location 
where their hosts are found147; currently classified as: (a) Old World 
(OW) (Lassa virus, Lujo virus, among others), and found mainly 
in Africa in rodents of the Murinae family as natural hosts149. 
Although Lymphocytic choriomeningitis virus (LCMV) belongs 
to this category, it circulates globally146. Approximately 5% of 
the human population have been exposed to LCMV, due to the 
ubiquity of the virus host, M. musculus150; (b) New World (NW), 
found in the American continent, are divided into four clades 
(A-D)151. Examples of NW viruses are Junin virus - Argentina152, 
Machupo virus - Bolívia153, Sabiá virus - Brazil154, and Guanarito 
virus - Venezuela155. Sigmodontinae rodents are the main hosts of 
this class, even though Tacaribe virus has already been described 
in bats156 and Amblyomma americanum ticks157.

Members of both OW and NW arenaviruses can cause 
hemorrhagic fever and severe human diseases affecting the central 
nervous system158. Zoonotic transmission is through contact with 
rodents’ urine or feces, and human-to-human transmission is 
possible146. Because of their impact on human health and rapid 
spread, they are potential bioterrorism agents159.

In Colombia, a study conducted with M. musculus, collected 
from residential areas, detected 10% (8/80) of positives in serological 
analysis for LCMV. When brain samples of the same animals 
were submitted to RT-PCR, serologically negative individuals 
showed positive results in this second analysis, highlighting 
the importance of parallel diagnosis160. It can be justified by the 
vertical transmission among rodents that may deactivate cytotoxic 
T- lymphocytes, generating immune-complexes that may lead to 
misdiagnosis of ELISA reactions160.

A research conducted in French Guiana sampled 37 animals 
(M. musculus) of which two were positive for LCMV by hemi-
nested PCR (from lung and kidney samples)161; another inquiry in 
Argentina reported that 9.4% of the mice collected were positive 
for arenavirus, and the serological rate was 4.6% and 2.6% for 
men and women, respectively162. In Baltimore (USA), 9% of the 
mice were seropositive for LCMV163, and 4.7% of the people were 
analyzed164. In Brazil, to our knowledge, there are no serological 
records on the prevalence of LCMV in rodents or humans.

Lassa virus (OW) is endemic in African countries, with 
seroprevalence reaching about 50% of the human population; this 

disease causes about 5,000 deaths every year165. Mastomys natalensis 
is considered the main reservoir of the virus166, but it can also be 
found in Hylomyscus pamfi and Mastomys erythroleucus167.

Surveys conducted in Nigeria reported positive animals for 
Lassa virus in M. natalensis and M. erythroleucus, R. rattus168, 
and M. musculus169. In China, RT-PCRs performed in organs of 
R. rattus and R. norvegicus showed positive rates of 75% and 
17%, respectively, and a new viral species, the Wenzhou virus, 
was isolated145.

Junin virus is considered endemic in Argentina170 and sporadic 
outbreaks have been reported171. There are several promising 
vaccinal prototypes being developed for this virus, most are in the 
preclinical stage172 and one, based on plasmidial DNA, has already 
reached human test phase173.

In Brazil, the most remarkable arenavirus is Sabiá virus, reported 
in São Paulo (Brazil) in 1994. Initial symptoms were described 
as flu-like (fever, sickness, headaches, and lethargy), quickly 
leading to hemorrhage and death (within 3 days)154,174. There have 
been two reports of this virus, caused by occupational exposure 
in a laboratory environment, one in Pará (Brazil) and the other 
in Connecticut (USA), both with non-fatal courses175,176. The 4th 
case was described in São Paulo (Brazil) in 1999177 and the 5th, 
on January 2020 in Sorocaba (São Paulo, Brazil)178 as a natural 
infection with lethal outcome.

A new arenavirus, namely Pinhal virus, has been characterized 
as a New World arenavirus (line C), first isolated from vesper mice 
(Calomys tener) in São Paulo (Brazil), but there is still no evidence 
that this viral strain causes disease to humans177,179. Besides Pinhal 
virus, other arenaviruses have been reported in Brazil: Xapuri virus 
was recently isolated from rodents (Neacomys musseri); Amaparí 
virus (Neacomys guianae); Cupixi virus (Oryzomys megacephalus); 
Flexal virus (unidentified Oryzomyini rodent); Oliveros virus 
(Necromys lasiurus); Latino virus (Calomys callosus and Calomys 
callidus) and Aporé virus (Oligoryzomys mattogrossae)180.

Arenaviruses can be diagnosed using: (a) RT-PCR (fluids, feces, 
and tissues) followed by viral RNA sequencing for differentiation; 
(b) serology, through detection of specific IgG and IgM employing 
immunofluorescence and/or ELISA tests; (c) viral isolation in cell 
culture.

Recommended treatment is support therapy that can be 
combined with the antiviral ribavirin, which should be administered 
during the first 7-10 days after infection. Despite its efficacy, there 
are significant side effects, such as hemolytic anemia, progressive 
weight loss, respiratory difficulty, insomnia, and dermatitis, among 
others180-182. Alternative drugs with less side effects have been tested, 
such as favipiravir183 and triarylmethane clotrimazole184. Cocktails 
using multiple antiviral drugs that target different steps of the viral 
life cycle appear to be the best strategy to limit viral multiplication 
with lower risk of drug resistance185.

In literature we find description of viral rodent-infections, usually 
from within the context of biological models or experimentation. 
In this review, we focus on rodents within an urban environment, 
especially R. rattus, R. norvegicus, and M. musculus, although 
with the advancement of human populations, the interaction with 
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wild rodents increases, and different viruses can emerge. There are 
relatively few studies addressing the monitoring of viruses in these 
hosts, favoring the occurrence of outbreaks.

Control and preventive activities should go beyond the 
elimination or reduction of the populations of these hosts and 
involve sanitary education to aid the human population in the 
reduction of shelters for the hosts, the restriction of rodent 
access to residences, and the reduction of their water and food  
supply. Basic sanitation actions are a generic but effective measure 
in the reduction of rodents and, consequently, the propagation of 
diseases.
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Here is the form in which the information is found: “According to the International Committee on Taxonomy of Viruses, two 
subfamilies belong to the Coronaviridae family; Letovirinae, which has one subgenus, Milecovirus, found only in frogs and a 
sea hare thus far115, and Orthocoronavirinae, which is found in birds and mammals, and is divided into four genera due to the 
antigenic and genetic characteristics of the viruses53,116.”

It should be read: “According to the International Committee on Taxonomy of Viruses, two subfamilies belong to the 
Coronaviridae family; Letovirinae, which has one subgenus, Milecovirus, found only in frogs (Microhyla fissipes) thus far115, 
and Orthocoronavirinae, which is found in birds and mammals, and is divided into four genera due to the antigenic and genetic 
characteristics of the viruses53,116”
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APÊNDICE B – Listagem das amostras identificadas pelo método de 
visualização das cíbalas fecais de roedores sinantrópicos fornecidas pelo 
Núcleo de Vigilância, Prevenção e Controle de Fauna Sinantrópica (NVSIN) da 
Prefeitura Municipal de São Paulo 

 

ID Espécie ID Espécie 

01U Rattus norvergicus 55U R. norvergicus 

02U Rattus rattus 56U R. norvergicus 

03U R. norvergicus 57U R. rattus 

04U R. norvergicus 58U R. rattus 

05U R. norvergicus 59U R. norvergicus 

06U R. norvergicus 60U R. norvergicus 

07U R. norvergicus 61U R. norvergicus 

08U R. norvergicus 62U R. rattus 

09U R. rattus 63U R. norvergicus 

10U R. norvergicus 64U R. norvergicus 

11U R. norvergicus 65U R. norvergicus 

12U R. rattus 66U R. rattus 

13U R. norvergicus 67U R. norvergicus 

14U R. norvergicus 68U R. norvergicus 

15U R. norvergicus 69U R. norvergicus 

16U R. norvergicus 70U R. norvergicus 

17U R. rattus 71U R. rattus 

18U R. norvergicus 72U R. norvergicus 

19U R. rattus 73U R. norvergicus 

20U R. norvergicus 74U R. norvergicus 

21U R. norvergicus 75U R. rattus 

22U R. norvergicus 76U R. norvergicus 

23U R. norvergicus 77U R. norvergicus 

24U R. norvergicus 78U R. norvergicus 

25U R. norvergicus 79U R. norvergicus 

26U R. rattus 80U R. rattus 

27 R. norvergicus 81U R. norvergicus 

28U R. norvergicus 82U R. norvergicus 

29U R. norvergicus 83U R. norvergicus 

30U R. norvergicus 84U R. norvergicus 

31U R. norvergicus 85U R. rattus 

32U R. norvergicus 86U R. norvergicus 

33U R. norvergicus 87U R. norvergicus 

34U R. rattus 88U R. norvergicus 

35U R. norvergicus 89U R. norvergicus 

36U R. norvergicus 90U R. norvergicus 

37U R. norvergicus 91U R. rattus 

38U R. rattus 92U R. norvergicus 

39U R. norvergicus 93U R. norvergicus 

40U R. norvergicus 94U R. norvergicus 

41U R. norvergicus 95U R. rattus 

42U R. rattus 96U R. norvergicus 
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43U R. norvergicus 97U R. norvergicus 

44U R. norvergicus 98U R. rattus 

45U R. norvergicus 99U R. norvergicus 

46U R. norvergicus 100U R. norvergicus 

47U R. norvergicus 101U R. rattus 

48U R. rattus 102U R. norvergicus 

49U R. norvergicus 103U R. rattus 

50U R. norvergicus 104U R. norvergicus 

51U R. norvergicus 105U R. norvergicus 

52U R. norvergicus 106U R. rattus 

53U R. rattus 107U R. norvergicus 

54U R. norvergicus 108U R. rattus 

 

:  
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APÊNDICE C – Informações de distribuição por localidade, gênero, idade e espécie dos morcegos utilizados neste trabalho 
fornecidos pelo serviço de Vigilância e Controle da Raiva no Estado de São Paulo (Instituto Pasteur). Os dados destacados 
em vermelho correspondem aos animais positivos para coronavírus (Escutanaire et al., 2007); os em azul aos positivos 
para rotavírus (Salem et al., 2010); e os destacados em cor verde que se apresentaram positivos para ambos os testes 
coronavírus e rotavírus. 

ID Local 
Gên
ero 

Ida
de 

Espécie 
Escutanaire et 

al., 2007 
Stephensen et 

al., 1999 
Chu et al., 2011/Woo 

et al., 2005 
Salem et al 

(2010) 
Wang et 
al., 1999 

489 Campinas M A M. molossus N N N N N 

2533 Limeira F A P. lineatus P N N N N 

2266 Cajamar F A L. ega N N N N N 

2367 Americana M A E. glaucinus N N N N N 

491 Campinas M J P. lineatus N N N N N 

2536 Limeira M A E. glaucinus N N N N N 

2511 Várzea Paulista M A M. molossus N N N N N 

2479 Jandira F A G. soricina P N N P N 

2549 
São Jose dos 

Campos 
F A A. lituratus P N N N N 

2043 Guarujá F A A. lituratus N N N N N 

1994 Itapeva M A H. velatus N N N N N 

2042 Guarujá F A C. greenhalli N N N N N 

2430 Serra negra M A M. nigricans N N N N N 

572 Itapetininga M A M. rufus N N N N N 

2440 Osasco M A L. mordax N N N N N 

1974 Louveira F A M. rufus N N N N N 

1564 Jacareí F A A. lituratus N N N N N 

0451 Ribeirão Preto M A H. velatus N N N N N 

2104 Hortolândia M A 
C. 

planirostris 
P N N N N 

2066 São Carlos F A M. molossus N N N N N 
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1959 Atibaia F A E. furinalis N N N N N 

2062 São Roque M A C. greenhalli N N N N N 

2058 Itararé M A E. perotis N N N N N 

2143 
Santa Barbara 

do Oeste 
M A E. perotis N N N P N 

1656 São Pedro F A A. lituratus N N N N N 

2363 Sales Oliveira F A S. lilium N N N N N 

957 Valinhos M A 
C. 

planirostris 
N N N P N 

2052 Mogi Guaçu M A C. abrasus P N N P N 

469 Ribeirão Preto M A M. rufus P N N N N 

501 Ribeirão Preto M A M. molossus N N N N N 

2152 
São Bernardo 

do Campo 
F A 

T. 
brasiliensis 

N N N N N 

595 Ribeirão Preto F A E. perotis N N N P N 

1975 Louveira M A M. rufus N N N N N 

1960 Atibaia M A 
C. 

planirostris 
P N N N N 

2102 Hortolândia F A A. lituratus N N N N N 

455 Louveira F J M. molossus N N N N N 

2305 Barueri M A G. soricina N N N N N 

2372 
Presidente 
Prudente 

M A M. molossus N N N N N 

2569 Sorocaba F A 
N. 

laticaudatus 
N N N N N 

2070 
Espírito Santo 

do Pinhal 
M A C. greenhalli N N N N N 

2064 São Roque M A G. soricina N N N N N 

2538 Limeira M A 
C. 

planirostris 
N N N N N 

2144 
Santa Barbara 

do Oeste 
M J E. glaucinus N N N N N 
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509 Ribeirão Preto M A 
N. 

laticaudatus 
N N N N N 

517 Indaiatuba M A M. rufus N N N P N 

2189 Santo André F A L. mordax N N N N N 

140 Ribeirão Preto M A 
M. 

temminckii 
N N N N N 

601 Jaguariúna M A 
C. 

planirostris 
N N N N N 

2017330
00240 

Campinas M J P. discolor N N N N N 

359 Sertãozinho M J M. rufus N N N N N 

1221 Caraguatatuba M J M. molossus N N N N N 

750 Sumaré F J 
Cynomops 

sp. 
P N N P N 

1425 Hortolândia F A 
C. 

brevicauda 
N N N N N 

756 Buri M A D. rotundus P N N N N 

1457 Matão M A E. glaucinus N N N N N 

1449 Araraquara M A E. perotis N N N N N 

822 Santa Fé do Sul F A M. rufus P N N N N 

542 Votuporanga F J M. rufus N N N N N 

2036 Varzea Paulista M A M. rufus N N N N N 

2478 Valinhos F A C. abrasus N N N N N 

397 Caraguatatuba F A M. molossus P N N N N 

1843 Santos M A P. bilabiatum P N N N N 

760 Diadema M A G. soricina P N N N N 

1232 
São João da 

Boa Vista 
M A 

C. 
planirostris 

N N N N N 

437 Cosmópolis M J C. abrasus N N N N N 

1453 Araraquara F J E. glaucinus N N N N N 

823 Americana M J E. glaucinus N N N N N 
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555 Franca M A M. rufus N N N N N 

1897 Salesópolis M A M. rufus N N N N N 

525 Salto F A M. rufus N N N N N 

2460 Jaboticabal F A C. abrasus N N N N N 

2467 São Carlos F A 
N. 

laticaudatus 
N N N N N 

802 Sertãozinho F J Eumops sp. N N N N N 

1557 Paraibuna M A A. lituratus N N N N N 

1437 Santo André F A A. lituratus N N N N N 

814 Buri M A D; rotundus N N N N N 

425 Campinas M A M. nigricans N N N N N 

2408 
São Jose dos 

Campos 
M A M. molossus N N N N N 

1520 
Itapecirica da 

Serra 
M A A. lituratus P N N N N 

1247 Guarujá M A M. molossus N N N N N 

722 Valinhos M A 
T. 

brasiliensis 
N N N N N 

634 Rio claro M J E. glaucinus N N N N N 

481 Campinas M A A. lituratus N N N N N 

1159 
Santa Barbara 

do Oeste 
M A C. greenhalli N N N P N 

400 Tatui M J C. abrasus N N N N N 

1042 Barretos M A E. glaucinus N N N N N 

874 Caçapava M A M. nigricans N N N N N 

354 Ribeirão Preto M A 
C. 

planirostris 
N N N N N 

543 Santo André M A C. greenhalli N N N N N 

1925 Mendonça M A M. molossus P N N N N 

1737 Serra Negra M A 
C. 

planirostris 
N N N N N 
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655 
Presidente 
Prudente 

F J E. glaucinus N N N N N 

1419 
São Bernardo 

do Campo 
M A 

T. 
brasiliensis 

N N N N N 

1387 Taubaté M J 
E. 

auripendulus 
N N N N N 

1367 Ocaucu M A D. rotundus N N N N N 

2562 
São José do 

Rio Pardo 
M A E. glaucinus N N N N N 

1260 São Carlos M A M. rufus N N N N N 

422 Itirapina F A M; nigricans N N N N N 

1682 Santo André M A A. lituratus N N N N N 

1097 Ubatuba F J Artibeus sp. N N N N N 

752 
Mogi das 
Cruzes 

F A 
T. 

brasiliensis 
N N N N N 

666 Parapuá M J M. rufus N N N N N 

2173 Jacarei M A A. lituratus N N N P N 

1423 Marília F A E. glaucinus N N N N N 

431 Campinas M A 
C. 

planirostris 
N N N N N 

1227 Americana F J C. abrasus N N N N N 

1766 Hortolândia F A M. nigricans N N N N N 

880 São Pedro F A M. molossus N N N N N 

1800 Paulinea M A M. rufus N N N N N 

876 Caçapava F A M. nigricans N N N N N 

1699 Hortolândia M A 
C. 

brevicauda 
N N N P N 

378 Ribeirão preto F J P. hastatus N N N N N 

1268 Varzea Paulista F A E. perotis N N N N N 

1931 Americana F A E. perotis N N N N N 

1111 Paulinea M A G.soricina N N N N N 
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755 Atibaia F J M. nigricans N N N N N 

736 Itatiba M J M. rufus N N N N N 

793 Jardinópolis F J P. discolor N N N N N 

1658 São Pedro M J E. glaucinus N N N N N 

1685 Hortolândia M A C. greenhalli N N N N N 

1711 
São Bernardo 

do Campo 
M A G. soricina N N N P N 

587 Monguaguá M A C. greenhalli N N N N N 

1225 São Carlos F A E. perotis N N N N N 

1278 Martinópolis F A 
A. 

planirostris 
P N N N N 

284 Campinas F A L. cinereus P N N N N 

1369 Ocaucu M A D. rotundus N N N N N 

1649 
São João da 

Boa Vista 
F A G. soricina N N N N N 

1759 Jaguariúna M A 
C. 

planirostris 
P N N N N 

770 Conchal M A M. molossus N N N N N 

1704 Cerquilho F A A. lituratus N N N N N 

671 Cajamar M A C. greenhalli P N N N N 

1012 Louveira F A M. nigricans N N N N N 

355 Campinas M A 
T. 

brasiliensis 
N N N N N 

811 Buri M A D. rotundus N N N N N 

1926 Maua F A 
C. 

perspicillata 
N N N N N 

1116 Mococa M J E. glaucinus N N N N N 

990 
Espírito Santo 

do Pinhal 
M A M. molossus N N N N N 

1740 
Presidente 
Prudente 

F A E. perotis N N N N N 
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551 Rio claro F A L. mordax N N N N N 

1659 Vinhedo F A 
C. 

planirostris 
N N N N N 

1760 Ouro Verde M A L. ega N N N N N 

1293 Sertãozinho M A E. glaucinus N N N P N 

774 Conchal M J E. glaucinus N N N N N 

1838 Itaí M A M. rufus N N N N N 

386 Campinas M A H. velatus N N N N N 

541 Taubaté F A M. molossus N N N N N 

1721 Americana F A M. nigricans N N N N N 

1451 Araraquara M A M. molossus N N N N N 

1263 Itatiba M A C. greenhalli P N N N N 

1574 
Taboão da 

Serra 
M A G. soricina N N N N N 

799 Itabera F A D. rotundus N N N N N 

709 Indaiatuba M A M. molossus N N N N N 

900 
São Bernardo 

do Campo 
F J M. rufus N N N N N 

558 Ribeirão Preto M A M. rufus N N N N N 

603 
São João da 

Boa Vista 
F A E; perotis N N N N N 

1205 
Santana de 
Parnaíba 

M J 
Cynomops 

sp. 
N N N N N 

568 
São João da 

Boa Vista 
M J M.nigricans N N N N N 

402 Leme M A M. molossus N N N N N 

1898 
Bragança 
Paulista 

M A S. lilium N N N N N 

1223 Cajamar M A M. rufus N N N N N 

1079 Marília F J M. molossus N N N N N 

570 Hortolândia M A M. molossus N N N N N 
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1220 Caraguatatuba M A 
E. 

auripendulus 
N N N N N 

1575 
Presidente 
Prudente 

 A Eumops sp. P N N N N 

1408 Votorantim F A A. lituratus N N N N N 

1023 Hortolândia F J A. lituratus N N N N N 

665 Parapuá M A M. rufus N N N N N 

1923 Cubatão F A L. mordax N N N N N 

821 São Pedro M A M. molossus N N N N N 

468 Hortolândia M A G. soricina P N N N N 

476 Rio claro F A L. mordax P N N N N 

375 Campinas F A S. lilium N N N N N 

461 Hortolândia F A L. mordax N N N N N 

491 Valinhos M A M. nigricans P N N N N 

290 Campinas F J M. nigricans N N N N N 

404 Vinhedo M J 
Eptesicus 

sp. 
N N N N N 

442 Tiete F J 
E. 

brasiliensis 
N N N N N 

523 Atibaia F J Myotis sp. P N N N N 

557 São Carlos M J M. molossus P N N N N 

599 Cubatão M A M. molossus N N N N N 

529 Salto F J Eumops sp. N N N N N 

894 Buri M A M. rufus P N N N N 

598 Cubatão M A M. molossus N N N N N 

444 Caçapava M A M. rufus N N N N N 

859 Oscar Bressani M A 
Desmodus 
rotundus 

P N N N N 

843 Limeira F J M. molossus N N N N N 

801 Sertãozinho F J E. glaucinus N N N N N 
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651 
Presidente 
Prudente 

F J E. glaucinus N N N N N 

747 
Pindamonhangu

aba 
F A C. abrasus N N N N N 

322 Campinas F A A. lituratus N N N N N 

1070 Embu M A  N N N N N 

737 Itatiba M A 
C. 

planirostris 
P N N N N 

848 Luis Antonio F A M. rufus N N N N N 

824 Americana M J E. perotis N N N N N 

832 Limeira M A E. glaucinus N N N N N 

549 Rio Claro F A E. perotis N N N N N 

812 Buri M A D. rotundus N N N N N 

116 Ribeirão Preto F A Artibeus sp. N N N N N 

698 Rio Claro M J E. glaucinus N N N N N 

6955/09    Artibeus sp. N N N N N 

6945/09    Artibeus sp. N N N N N 

6650/09    Artibeus sp. N N N N N 

5024/16    Artibeus sp. N N N N N 

1110V Ribeirão Preto   Artibeus sp. P N N N N 

2242V Ribeirão Preto   Artibeus sp. N N N N N 

2470V Ribeirão Preto   Artibeus sp. N N N N N 

3017V Ribeirão Preto   Artibeus sp. N N N N N 

3173V Ribeirão Preto   Artibeus sp. N N N N N 

3174V Ribeirão Preto   Artibeus sp. N N N N N 

2734V Ribeirão Preto   Artibeus sp. N N N N N 

2939V Ribeirão Preto   Artibeus sp. N N N N N 

3175V Ribeirão Preto   Artibeus sp. N N N N N 

5378V Campinas   Artibeus sp. P N N N N 

3208V Ribeirão Preto   Artibeus sp. P N N N N 
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3848V Ribeirão Preto   Artibeus sp. N N N N N 

3088V Ribeirão Preto   Artibeus sp. N N N N N 

3015V Jales   Artibeus sp. N N N N N 

5731V Ribeirão Preto   Artibeus sp. N N N N N 

2202V Ribeirão Preto   Artibeus sp. N N N N N 

3405V Ribeirão Preto   Artibeus sp. N N N N N 
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