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RESUMO

Gambás são reconhecidos como possíveis reservatórios para patógenos de importância na 
Saúde Única. Sendo assim, o monitoramento destes marsupiais é crucial para estabelecer o
controle de doenças emergentes e re-emergentes. Assim como outras espécies, os gambás são 
infestados por ectoparasitas, carrapatos e pulgas, vetores de patógenos como Ehrlichia sp.,
Anaplasma sp., Babesia sp., Rickettsia sp., entre outros. Estes animais podem ser peça chave 
para a permanência de ciclos das bactérias e protozoários e, por este motivo o presente estudo 
visa investigar a ocorrência e a diversidade genética de patógenos transmitidos por carrapatos 
e micoplasmas hemotrópicos que infectam gambás e ectoparasitas associados nas cidades de 
Curitiba e Foz do Iguaçu, Paraná, Brasil. No total, 30 gambás-de-orelha-branca (Didelphis
albiventris) foram avaliados entre junho de 2018 e dezembro de 2020, sendo 13 deles 
capturados em Foz do Iguaçu e 17 em Curitiba. Para a avaliação, os animais foram contidos 
quimicamente, identificados e inspecionados para a presença de ectoparasitos. Foi coletado 
sangue por punção venosa da cauda ou jugular dos animais para posterior análise molecular. O
DNA foi extraído utilizando-se kit comercialmente disponível. Em todas as amostras foi 
realizada uma PCR para o gene endógeno de mamífero gliceraldeído-3-fosfato desidrogenase 
(gapdh) e, posteriormente, as amostras foram triadas para Mycoplasma sp. hemotrópicos,
usando PCR convencional para um fragmento do gene 16S rRNA de hemoplasmas. Amostras 
de DNA de gambás de orelha branca que testaram positivas para hemoplasmas foram 
submetidas a uma PCR gênero-específica para um fragmento (~800 pb) do gene 23S rRNA de 
hemoplasmas. Além disso, as amostras de DNA também foram testadas por PCR para um 
fragmento (551 pb) do gene 18S rRNA de Theileria/Babesia spp. e um fragmento (349 pb) do 
gene 16S rRNA de Ehrlichia/Anaplasma spp. Todos os gambás de orelha branca de ambas as 
localidades não estavam infestados por ectoparasitas no momento da coleta e todas as amostras 
amplificaram consistentemente o gene gapdh. Dois dos 13 (15,38%; IC 95%: 4,33-42,23%) 
gambás de orelha branca do município de Foz do Iguaçu foram positivos para hemoplasmas,
enquanto os animais de Curitiba testaram-se negativos. Amplicons (~900 bp) dos genes 16S 
rRNA e 23S rRNA obtidos das amostras positivas para hemoplasmas foram sequenciadas em 
ambas as direções pelo método de Sanger. As sequências de nucleotídeos dos genes 16S rRNA
e 23S rRNA dos hemoplasmas amplificados neste estudo foram submetidos ao banco de dados 
genéticos GenBank® (números de acesso: MW703800, MW703801, e MW694786, 
MW694787, respectivamente). O sequenciamento do fragmento do gene 16S rRNA mostrou 
100% de identidade com ‘Candidatus Mycoplasma haemoalbiventris’ e, do fragmento do gene 
23S rRNA mostrou identidade variando de 99,74-100% com ‘Ca. M. haemoalbiventris’
detectado em gambás-de-orelha-branca de duas regiões do Brasil. Todos os gambás, de ambas 
as localidades, foram negativos para Theileria/Babesia spp. e Ehrlichia/Anaplasma spp. Pela
PCR. A presença de ‘Ca. M. haemoalbiventris’ em gambás-de-orelha-branca na cidade de Foz 
do Iguaçu-PR, indica que estes animais podem albergar uma ampla diversidade de 
hemoplasmas sendo necessário o desenvolvimento de estratégias de controle e dispersão de 
patógenos associado ao gênero Didelphis sp.

Palavras-chave: Marsupiais; micoplasmas hemotrópicos; hemoplasmas; Mycoplasma sp.



 

ABSTRACT 
 
Opossums are recognized as possible reservoirs for diseases of importance in One 

Health. Therefore, monitoring these animals is crucial to establish control of emerging diseases. 
Like other species, opossums are infected by ectoparasites, which are vectors of agents such as 
Ehrlichia sp., Anaplasma sp., Babesia sp., and hemoplasmas. These animals may be a key 
element for the permanence of bacterial cycles, and, for this reason, the present study aims to 
investigate the occurrence and genetic diversity of pathogens transmitted by ticks that infect 
opossums and, associated ectoparasites in the cities of Curitiba and Foz do Iguaçu, Paraná, 
Brazil. Thirty white-eared opossums (Didephis albiventris) were evaluated in the period 
between June 2018 to December 2020. Thirteen of them were captured in Foz do Iguaçu and, 
17 in Curitiba. After chemical restraint, animals were individually identified and visually 
inspected for ticks and fleas. Blood samples were collected for posterior molecular analysis. 
The DNA was extracted using a commercially available kit. To monitor DNA extraction, a PCR 
for the mammal endogenous gene glyceraldehyde-3-phosphate dehydrogenase (gapdh) was 
performed in all samples and, after, the samples were selected for homotropic Mycoplasma sp., 
using conventional PCR with genus-specific primers targeting a fragment of the 16S rRNA gene 
of Mycoplasma spp. Opossum DNA samples that tested positive in the PCR assay based on the 
16S rRNA gene were subjected to a genus-specific PCR assay targeting a fragment (800 pb) of 
the 23S rRNA gene of hemoplasmas. ). Additionally, DNA samples were also tested by PCR 
assays targeting a fragment (551 bp) of the 18S rRNA gene of Theileria/Babesia spp. (Almeida 
et al., 2012) and a fragment (349 bp) of 16S rRNA gene of Ehrlichia/Anaplasma spp. 
Amplicons (900 bp) of two16S rRNA and three 23S rRNA Mycoplasma spp.-positive samples 
from Foz do Iguaçu City were sequenced in both directions by Sanger method. Nucleotide 
sequences of the 16S rRNA and 23S rRNA genes of hemotropic Mycoplasma sp. amplified 
herein were submitted to the GenBank® database (accession numbers: MW703800, 
MW703801, MW703802, and MW694786, MW694787, respectively). Opossums from both 
cities were not infested by ectoparasites (ticks and fleas) at the time of sampling and, all samples 
consistently amplified the mammal endogenous gapdh gene. All opossums tested negative for 
Theileria/Babesia spp. and Ehrlichia/Anaplasma spp. by PCR. Two animals from Foz do 
Iguaçu were positive for hemotropic Mycoplasma spp. by PCR. Sequencing of the 16S rRNA 
fragment showed 100% identity with ‘Ca. M. haemoalbiventris’ and, sequencing of the 23S 
rRNA fragment showed 99.74-100% identity with ‘Ca. M. haemoalbiventris’ detected in white-
eared opossums from Brazil. All opossums were negative for Theileria/Babesia spp. and 
Ehrlichia/Anaplasma spp. by PCR. The presence of ‘Candidatus Mycoplasma 
haemoalbiventris’ in white-eared opossums in Foz do Iguaçu city indicates these animals may 
carry a wide range of hemoplasms, requiring the development of strategies for the control and 
dispersion of pathogens associated with the genus Didelphis sp. 

 
Keywords: Marsupials, hemotropic mycoplasmas, hemoplasmas, Mycoplasma sp. 
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1 INTRODUÇÃO 
 
Distúrbios ecológicos e doenças infecciosas emergentes, aliadas a expansão geográfica 

de áreas e hospedeiros, criam interfaces de modificação para muitos patógenos (HOLBERG & 

BROOKS, 2013). As interações entre hospedeiros vertebrados, vetores e patógenos moldam a 

ocorrência de doenças infecciosas (COHEN et al., 2018). Como consequência, esses fatores 

podem afetar a dinâmica de transmissão de patógenos, a emergência e reemergência de doenças 

infecciosas e a disseminação destas entre seres humanos e animais domésticos e silvestres 

(CHOMEL et al., 2007; DAR & RESHI, 2014; PRICE et al., 2019). 

Gambás de orelha branca (Didelphis albiventris) são reconhecidos como animais 

sinantrópicos devido a sua capacidade de adaptação a áreas urbanas e devastadas (MALTA & 

LUPPI, 2007). Distribuem-se vastamente na América do Sul e são amplamente utilizados em 

estudos científicos, que vão desde a restauração de áreas verdes degradadas, até aspectos 

médicos como a Doença de Chagas, Leishmaniose e resistência à acidentes ofídicos (SANTOS 

et al., 2019). 

As doenças transmitidas por vetores (DTV) são fatores importantes na saúde global. 

Embora os processos de introdução e emergência de patógenos sejam frequentemente vistos 

como segmentos distintos, a crescente ocorrência de patógenos em novas localidades e um 

aumento na incidência de doenças endêmicas durante as últimas décadas apontam para uma 

dispersão de escala local concomitante à mudança de habitat (KILPATRICK & RANDOLPH, 

2012). Carrapatos e pulgas são vetores essenciais de patógenos que podem acometer animais e 

seres humanos e, entre seus hospedeiros, animais sinantrópicos como o gambá-de-orelha-preta 

(Didelphis aurita), desempenham um papel na saúde pública devido à sua capacidade de se 

deslocar entre centros urbanos e áreas florestais no Brasil (BEZERRA-SANTOS, et al., 2020). 

Neste sentido, uma nova espécie de Ehrlichia sp. cepa Natal foi detectada em D. 

albiventris da região nordeste (LOPES et al., 2018), enquanto um novo genótipo de Ehrlichia 

sp. em D. aurita foi encontrado na região sudeste do Brasil (GUIMARÃES et al., 2019). Ainda, 

uma nova espécie de piroplasma foi detectada em D. marsupialis da região amazônica 

(SOARES et al., 2017). Hepatozoon canis foi detectado em D. albiventris sinantrópicos 

pertencentes à região sudeste do Brasil (SILVA et al., 2017), além da detecção de Rickettsia 

rickettsii em D. albiventris e D. aurita no estado de São Paulo (MELO et al., 2016).  

O primeiro relato de infecção por micoplasmas hemotrópicos (hemoplasmas) em 

marsupiais foi realizado no gambá norte-americano (Didelphis virginiana), com base em 
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características de microscopia de luz e análise da sequência do gene 16S rRNA, sendo então 

esta espécie de hemoplasma denominada ‘Candidatus Mycoplasma haemodidelphis’ 

(MESSICK et al., 2000). No Brasil, uma nova espécie de hemoplasma, ‘Candidatus 

Mycoplasma haemoalbiventris’ foi detectada infectando D. albiventris das regiões sul 

(MASSINI et al., 2019; PONTAROLLO et al., 2020) e Centro-Oeste (GONÇALVES et al., 

2020) do país. Desta forma, a utilização dos gambás como sentinelas para ocorrência destes 

patógenos em Curitiba e Foz do Iguaçu poderá fornecer dados para os gestores locais no auxílio 

à população na promoção, proteção e prevenção da saúde. 

 
2 REVISÃO DE LITERATURA 
 
2.1 Gênero Didelphis 

 
A ordem Didelphimorphia que contempla o gênero Didelphis é dividida em quatro 

diferentes famílias, Marmosidae, Caluromyidae, Glironiidae e Didelphidae (HERSHKOVITZ, 

1992). Na família Didelphidae existem 19 gêneros e 95 espécies e, destes, 16 gêneros e 55 

espécies são descritos no Brasil (GARDNER, 2007).  

De forma geral, as espécies pertencentes a família Didelphidae são consideradas 

morfologicamente semelhantes, porém, diferenças podem ser encontradas no formato do crânio 

e mandíbula, musculatura e proporções do trato digestivo, as quais são relacionadas à carnivoria 

(GARDNER, 1993).  

Os marsupiais do gênero Didelphis (Linnaeus, 1758) são mamíferos pequenos, 

considerados componentes essenciais das comunidades naturais e bons indicadores de 

mudanças ambientais e do grau de conservação local (CASTRO, 2012; QUINTELA et al., 

2013). 

Ambientes antropizados pela agricultura ou urbanização, invariavelmente resultam em 

um mosaico de diferentes padrões de uso do solo; isso leva à fragmentação da vegetação 

original sendo esta, a principal causa da perda de habitat para a fauna nativa (RIBEIRO et al., 

2009; BROCARDO & CÂNDIDO JÚNIOR, 2012), o que leva a dispersão de espécies de 

marsupiais por tolerarem o impacto antrópico (RIBEIRO & MELO, 2013; DIAS & 

BOCCHIGLIERI, 2016). Há registros de marsupiais na região Neotropical da América do Sul 

pelo menos desde a transição Cretáceo-Cenozóico, entre 70 e 60 milhões de anos atrás (FLYNN 

& WYSS, 1998), sendo considerados os mamíferos terrestres mais antigos do mundo, sofrendo 

ao longo dos anos, poucas alterações evolutivas (ANTUNES, 2005). 
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Ester animais são de grande importância ecológica, pois atuam no controle de 

populações de insetos e pequenos roedores (SANTA CRUZ, et al., 2002) e na dispersão de 

sementes das plantas as quais ingerem os frutos (CÁCERES, 2002). Estes apresentam hábito 

crepuscular e noturno (ANTUNES, 2005), são onívoros com uma dieta natural baseada 

principalmente em pequenos vertebrados, artrópodes, frutas e néctar. As proporções relativas e 

a importância de cada um desses itens variam de espécie para espécie. Além disso, algumas 

espécies são oportunistas, podendo mudar sua dieta de acordo com a disponibilidade local de 

alimentos (MORAES; VIEIRA, 2003; BARBOSA, 2012).  

Animais do gênero Didelphis apresentam uma sobrevivência baixa. Menos de 20% 

dos animais sobrevivem entre a primeira e a segunda estação reprodutiva; apenas 1-2% 

sobrevivem até a terceira temporada, e esses animais mostram sinais fisiológicos de 

envelhecimento avançado, sugerindo que a baixa sobrevivência pode ser um custo adicional de 

reprodução nestas espécies (HARDER, 1992). 

Esses marsupiais vivem em estreita relação com humanos (Figura 1) e animais 

domésticos. Em muitos países da América do Sul, algumas pessoas consideram os gambás 

como pragas, frequentemente os confundindo com ratos ou considerando-os animais sujos 

(KRAUSE & KRAUSE 2006; BARROS & AZEVEDO 2014). Fatores estes que levam a sua 

morte por captura e envenenamento (STONE et al. 2000; BARROS & AZEVEDO 2014). 

Animais domésticos (predominantemente cães) também costumam atacar gambás, 

principalmente durante o período de reprodução, em que as fêmeas são mais lentas devido ao 

grande número de filhotes de gambás que carregam nas costas ou dentro do marsúpio 

(RANGEL & NEIVA 2013). Em ambientes rurais, principalmente em granjas avícolas, os 

gambás também são vistos como um problema, uma vez que têm sido considerados importantes 

predadores de aves domésticas, levando a conflitos humanos e animais selvagens (AMADOR-

ALCALÁ et al. 2013). 

O contato direto e/ou indireto com esses animais pode trazer riscos para pessoas e 

animais domésticos. Por exemplo, gambás têm sido consumidos por comunidades locais como 

alimento e sua gordura é utilizada como medicamento em algumas regiões das Américas, o que 

em muitas situações leva ao comércio ilegal local desses animais (JÚNIOR et al. 2010; 

BARROS & AZEVEDO 2014; DE OLIVEIRA et al. 2019). Tais hábitos impõem riscos 

substanciais à saúde das pessoas que consomem ou manipulam carne/carcaças de gambás, 

devido à falta de monitoramento do estado de saúde desses animais, más condições de higiene 

na manipulação de sua carne (a exemplo, contaminação cruzada devido ao contato dos animais. 

fezes, sangue, saliva, urina com outros itens alimentares, como vegetais crus) e cozimento 
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inadequado. Logo, desempenham um importante papel na disseminação de parasitas 

zoonóticos, vetores e patógenos transmitidos por vetores, de alto impacto à saúde pública 

(BEZERRA SANTOS et al, 2021).  

 

 
FIGURA 1 – Didelphis albiventris EM INVASÃO DE DOMICÍLIO 

Fonte: o autor, 2019 
 

 
 

2.1.1 Didelphis albiventris 
 

O Gambá de orelha Branca (Didelphis albiventris) é encontrado no Brasil (Figura 2) 

tanto em formações abertas quanto florestais e, sua área de distribuição abrange toda a Caatinga, 

Cerrado e Pampa, ocorrendo também na Mata Atlântica (GARDNER, 2007) em simpatria com 

o Gambá de Orelha Preta (Dideplhis aurita) em algumas localidades (CÁCERES et al., 2007; 

ASFORA & PONTES, 2009).  

Assim como o D. aurita, esta espécie se adapta a diferentes condições ambientais, 

incluindo a sobrevivência em ambientes alterados e periferia de centros urbanos (ROSSI; 

BIANCONI, 2011) e, isso favorece a sua capacidade de dispersão (NASCIMENTO et al., 

2019). Os machos de D. albiventris tendem a migrar mais, devido a sua característica 

poligâmica (LORETTO; VIEIRA, 2005) e, por este motivo, observa-se diferente uso do espaço 

entre machos e fêmeas, sendo as fêmeas consideradas mais estáveis (LORETTO; VIEIRA, 

2005; LORETTO; VIEIRA, 2008).  
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FIGURA 2.  DISTRIBUIÇÃO DAS ESPÉCIES DE Didelphis NO BRASIL, CONSIDERANDO O 

BIOMA  
Adaptado de: Marsupiais do Brasil. In: Cáceres, (2012). 

 

O gênero D. albiventris englobam três espécies: D. albiventris (Figura 3), D. pernigra 

e D. imperfecta. O D. albiventris tem porte médio, com coloração acinzentada, cabeça com três 

listras pretas e orelhas branco-rosadas (SILVA, 1994). O comportamento alimentar desta 

espécie se assemelha ao D. aurita, sendo um onívoro e oportunista, com dieta de acordo com a 

disponibilidade do local em que vive (ANTUNES, 2005).  

 

  
FIGURA 3: Didelphis albiventris 

Fonte: O autor (2019). 
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2.2 A importância do gênero Didelphis na transmissão de doenças 
 

Por serem altamente adaptáveis ao meio em que vivem e terem ampla distribuição e 

dispersão, estes animais apresentam alta relevância na disseminação de patógenos emergentes 

e reemergentes, incluindo agentes com potencial zoonótico (DASZAK, CUNNINGHAM, 

HYATT, 2001). A possibilidade da infecção de seres humanos se dá devido à proximidade e 

convivência com os Didelphis em meio urbano.  

Mesmo parasitas altamente especializados em relação aos seus hospedeiros podem 

acometer marsupiais (ARAUJO et al., 2015). Por exemplo, independentemente das categorias 

de hospedeiros, os marsupiais têm sido infestados por diferentes táxons de ectoparasitos (Tabela 

1), sendo que muitos destes atuam como reservatório e vetor para diferentes patógenos de 

importância na Saúde Única. 

 
TABELA 1 – Grupos de ectoparasitas que infestam marsupiais do gênero Didelphis no Brasil. 

CLASSE SUBCLASSE ORDEM SUBORDEM INFRAORDEM FAMÍLIA 

Insecta  Pterygota  

Phthiraptera  Amblycera   Boopiidae 
Trimenoponidae  

Siphonaptera    
Ctenophthalmidae  
Pulicidae  
Rhopalopsyllidae 
Stephanocircidae  

Diptera Brachycera  Muscomorpha  Oestridae  

Arachnida Acari  

Metastigmata (= 
Ixodida)  

  Argasidae  
Ixodidae  

Mesostigmata (= 
Gamasida)  

  Laelapidae  
Macronyssidae  

Prostigmata 
(= Trombidiformes, 
Actinedida)  

  
Cheyletidae  
Myobiidae  
Trombiculidae  

Astigmata 
(= Sarcoptiformes)  

  

Acaridae  
Atopomelidae  
Glycyphagidae (= 
Labidophoridae)  
Listrophoridae  

Fonte: ADAPTADO DE CÁCERES, 2012 

 

Na América do Sul, relatou-se a presença de 49 espécies de pulgas, incluindo 16 

gêneros e seis famílias, em 23 espécies de marsupiais (JOHNSON, 1957), enquanto, no Brasil, 

31 de 62 espécies e/ou subespécies de pulgas foram encontradas em marsupiais (LINARDI; 

GUIMARÃES, 2000). 
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A família com maior número de espécies é Rhopalopsyllidae, perfazendo 20 registros 

de marsupiais, seguida de Ctenophthalmidae (CÁCERES, 2012). Os mesmos autores haviam 

registrado 29 espécies de marsupiais como hospedeiras, independentemente da validade de 

nomenclatura de algumas delas, em razão de sinonímias. 

Diversos estudos relatam a infestação de marsupiais por carrapatos (Tabela 2). De 

acordo com Cáceres (2012), cerca de 25,4% dos carrapatos que ocorrem no Brasil infestam 

estas espécies. Assim como outros animais silvestres, os marsupiais atuam então como 

reservatórios de patógenos que são transmitidos por estes carrapatos. Com relação a prevalência 

de infestação por carrapatos em D. albiventris, Antunes (2005) verificou na região de Pelotas, 

Rio Grande do Sul, 3,3% de Amblyomma aureolatum adultos, 6,7% de ninfas de Amblyomma 

sp. e 36,7% de Ixodes loricatus. Em ilhas do litoral e continente de Santa Cataria, Salvador et 

al. (2007) verificaram prevalência de 28,3% de carrapatos (A. aureolatum + A. cajennense + I. 

loricatus) em D. aurita.  
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O parasitismo causado por carrapatos Ixodes loricatus é comumente relatado em 

didelfídeos, nos quais podem ser encontrados na forma de larvas, ninfas e adultos. Geralmente, 

a infestação ocorre por um pequeno número de espécimes. Com menor frequência, há relatos 

de Ixodes amarali e Ixodes luciae parasitando gambá-de-orelha-branca (MIZIARA, 2008). 

Dentre os argasídeos, existe relato de Ornithodoros talaje na mesma espécie (RAMIREZ, 

2012). Embora não seja considerado um hospedeiro natural de carrapatos adultos do gênero 

Amblyomma no Brasil, existem relatos de gambás parasitados por: A. aureolatum, A. 

auriculatum, A. cajennense, A. coelebs, A. dubitatum, A. fuscum, A. humerale e A. ovale 

(PERES, 2008). O parasitismo por estádios imaturos dessas espécies (larvas e ninfas) é mais 

frequentemente relatado (CUBAS, SILVA, CATÃO-DIAS, 2007). 

 

2.3 Patógenos transmitidos por pulgas e carrapatos em Didelphis sp.  
 
Gambás abrigam uma grande diversidade de espécies de pulgas (HORTA et al. 2007; 

PINTO et al. 2009; URDAPILLETA et al. 2019; BEZERRA-SANTOS et al. 2020; CANTO-

OSORIO et al. 2020), com algumas delas sendo consideradas vetores importantes de patógenos 

zoonóticos por exemplo, Ctenocephalides felis felis, Xenopsylla cheopis, Pulex irritans e Pulex 

simulans (BEZERRA-SANTOS et al, 2021). Dentre os patógenos transmitidos por pulgas 

relatados em Didelphis spp., a Rickettsia typhi, Rickettsia felis e Yersinia pestis são de grande 

preocupação para a saúde pública (AZAD et al. 1997; DEMEURE et al. 2019; OLIVEIRA et 

al. 2020).  

Rickettsia felis tem sido relatado em diferentes países ao redor do mundo por infectar 

seu vetor biológico, a pulga C. felis, quatro hospedeiros domésticos ou sinantrópicos (gatos, 

cães, ratos e gambás) e humanos, sendo um patógeno emergente responsável por causar uma 

riquetsiose semelhante ao tifo nas Américas (OTEO et al., 2006; GIUDICE at al., 2014; 

LABRUNA et al., 2011; ANGELAKIS et al., 2016; MAINA et al., 2018). Descrita pela 

primeira vez no México, a infecção de duas espécies de gambás (D. virginiana e D. marsupialis) 

por R. felis, teve seu diagnóstico realizado por métodos moleculares através dos genes gltA e 

17 kDa e determinação de sequências, achados estes, que permitem o reconhecimento das 

implicações epidemiológicas potenciais para a saúde pública da presença de Didelphis 

infectado em domicílios (LARA et al., 2016), bem como, em gambás D. virginiana têm sido 

implicados na transmissão zoonótica de R. typhi e R. felis nos Estados Unidos (WILLIANS et 

al, 1992). 
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Em pesquisa molecular para detecção de Rickettsia em pulgas coletadas de gambás em 

ambientes peridomésticos e rurais, e de cães e gatos de estimação na Geórgia, Estados Unidos, 

a pulga C. felis foi a espécie predominante coletada de gatos e entre os espécimes de gambás 

encontrados em ambientes peridomésticos. Já Polygenis gwyni era mais prevalente em gambás 

de ambiente silvestre. Esses achados contribuem para a compreensão da diversidade de 

Rickettsia associada a pulgas na Geórgia e enfatizam a necessidade de desenvolvimento de 

ferramentas moleculares mais específicas para detecção e pesquisa de campo em patógenos 

riquetsiais (EREMEEVA at al, 2020). Cabe ressaltar também, a existência de Spiroplasma spp. 

em carrapatos (D. marginattus) e pulgas (C. felis e Pulex irritans), detectados pela primeira vez 

por meio de estudos moleculares (HORNOK et al., 2010).  

Ainda, Bezerra-Santos et al. (2020), relatam a ocorrência de carrapatos e pulgas em D. 

aurita, bem como a infecção por Wolbachia pipientis em pulgas das espécies C. felis felis e X. 

cheopis coletados nesses animais no sudeste do Brasil. Esses achados sugerem que esses 

artrópodes circulam entre a vida silvestre e ambientes urbanos, o que pode implicar que eles 

tenham papel importante no ciclo de patógenos zoonóticos entre gambás, humanos e animais 

de companhia. 

As doenças transmitidas por carrapatos (DTC) são causadas por uma grande variedade 

de patógenos incluindo Ehrlichia sp., Anaplasma sp., Babesia sp., micoplasmas hemotrópicos, 

entre outros. A transmissão de patógenos do carrapato para o hospedeiro vertebrado se dá 

basicamente através da saliva, que tem importância fundamental no sítio de inoculação, ao 

minimizar as reações imunológicas do hospedeiro contra o patógeno inoculado (LABRUNA, 

2004). As DTC são historicamente endêmicas em regiões tropicais e subtropicais e têm sido 

cada vez mais reconhecidas, não apenas nestas regiões, mas também em regiões temperadas 

(IRWIN, 2002). Isto pode ser atribuído a diversos fatores incluindo a disponibilidade de 

melhores ferramentas de diagnóstico, maior conscientização da população sobre DTC, aumento 

da população de suscetíveis, além de mudanças ambientais e climáticas que influenciam 

diretamente a distribuição de carrapatos e das doenças por eles transmitidas (HUNTER, 2003). 

O número e a diversidade de casos de DTC vêm aumentando devido à antropização, 

ao crescimento tanto da população de carrapatos quanto do número de hospedeiros potenciais, 

além de mudanças importantes no ambiente e aprimoramento das metodologias diagnósticas 

(YABSLEY & SHOCK, 2013). As DTCs estão relacionadas a perdas de produtividade na 

pecuária e danos à saúde de populações humanas próximas a fragmentos de floresta peri-urbana 

(HARRUS & BANETH, 2005). Como as atividades humanas, direta e indiretamente, afetam 

os habitats e nichos da vida selvagem, algumas doenças que antes eram restritas à vida selvagem 
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estão se espalhando e se tornando doenças emergentes em animais domésticos e humanos 

(DUSCHER et al, 2014). 

As DTCs têm relevada importância na saúde única. Diferentes espécies de carrapatos 

atuam como vetores de zoonoses, como febre maculosa brasileira (FMB), erliquiose e 

borreliose (MELO et al, 2016). No Brasil, os gambás estão infestados por diferentes espécies 

de carrapatos e podem atuar como amplificadores de alguns agentes patogênicos, como R. 

rickettsii (PACHECO et al., 2016). Esses marsupiais são abundantes em todas as áreas 

endêmicas para FMB, apresentam altos títulos de anticorpos para R. rickettsii e geralmente são 

infestadas por larvas e ninfas de A. sculptum, o vetor mais importante da doença na América do 

Sul (HORTA et al, 2016; LABRUNA et al, 2009). 

A maioria dos estudos sobre ectoparasitas de Didelphis spp. descreveram que o estágio 

adulto de I. loricatus é a espécie de carrapato mais predominante nesses marsupiais (LUZ et al. 

2018; GONZALEZ et al. 2017; OLIVEIRA et al. 2014; SARAIVA et al. 2012; DANTAS-

TORRES et al. 2012; MULLER et al. 2005; BARROS-BATTESTI et al. 2000). Em contraste 

com esses estudos, quando comparado com I. loricatus, A. auricularium foi relatado com maior 

frequência em D. albiventris em um estudo realizado no Nordeste do Brasil (LOPES et al. 

2018). Além disso, Acosta et al. (2016) relataram apenas estágios imaturos de Amblyomma spp. 

em D. aurita do Estado do Espírito Santo, Brasil, havendo relato ainda, de larvas de Ixodes sp. 

em D. albiventris no Nordeste do Brasil (FONSECA et al., 2020). 

Relata-se no gênero Didelphis, a ocorrência de diferentes doenças transmitidas por 

vetores (DTV) (MESSICK et al., 2002; CASTELLAW et al., 2011; SILVA et al., 2017; 

FERREIRA et al., 2017; LONDOÑO et al., 2017; SOARES et al., 2017). No Brasil, Didelphis 

sp. podem ser expostos a diferentes PTV como Ehrlichia spp., Rickettsia spp. e Borrelia spp. 

(MELO et al., 2016), como mostrado por Pontarolo et al., (2020), que identificaram uma nova 

espécie de hemoplasma, ‘Ca. M. haemoalbiventris’, altamente prevalente em gambás-de-

orelha-branca do município de Canoinhas, Estado de Santa Catarina, sul do Brasil. 

Gambás da espécie D. albiventris também são tidos como susceptíveis a infecção por 

H. canis (SILVA et al, 2017). Outras espécies de Hepatozoon já foram detectadas em D. 

marsupialis na Colômbia (AYALA et al,1973), D. albiventris e D. marsupialis na Guiana 

Francesa (THOISY et al.,2000), D. romiciops gliroides no Chile (MERINO et al,2009) e D. 

virginiana nos Estados Unidos (ALLEN et al,2011).  
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2.3.1 Erliquiose e anaplasmose  
 

A presença de animais domésticos em ambientes silvestres aumentou a translocação 

de patógenos transmitidos por artrópodes de reservatórios de vida livre para humanos e animais 

domésticos (SHAW et al., 2001). Assim, a caracterização dos reservatórios de doenças é um 

dos objetivos da pesquisa em saúde pública global (CASTELLAW et al., 2011).  

Os animais silvestres, em especial o Gênero Didelphis sp., são reconhecidos como 

reservatórios e fonte de infecção para muitos patógenos, em especial para os hemoparasitos, 

causadores da erliquiose e anaplasmose, que são doenças infecciosas, não contagiosas, que tem 

como agentes causais as bactérias gram-negativas, contempladas na Ordem Rickettsiales, 

Família Anaplasmataceae, gêneros Ehrlichia e Anaplasma (SANTOS et al., 2019). 

O gênero Ehrlichia pertence à família Anaplasmataceae da ordem Rickettsiales 

(DUMLER et al., 2001). Ehrlichia são bactérias Gram-negativas, pleomórficas, intracelulares 

obrigatórias que infectam uma ampla gama de mamíferos. O gênero inicialmente incluiu 10 

espécies classificadas com base na célula hospedeira infectada: monócitos (E. canis, E. risticii, 

E. sennetsu), granulócitos (E. ewingii, E. equi, E. phagocytophila, agente de erliquiose 

granulocítica humana [HGE]) e trombócitos (E. platys). Com base em sequências de RNA 

ribossômico 16S rRNA e outros genes (por exemplo, operon groESL e genes de proteínas de 

superfície), o gênero Ehrlichia foi reorganizado e atualmente consiste em seis espécies: E. 

canis, E. chaffeensis, E. ewingii, E. muris, E. ruminantium (anteriormente Cowdria 

ruminantium) e E. minasensis (VIEIRA et al, 2011; CABEZAS-CRUZ el al., 2019).  

A transmissão de patógenos erliquiais por carrapatos requer hospedeiros reservatórios 

riquetsêmicos para manter uma população de vetores infectados. A persistência em seus 

respectivos hospedeiros mamíferos parece ser uma característica comum de Ehrlichia spp.  

transmitidas por carrapatos (PALMER et al., 2000). 

A sensibilidade e especificidade do diagnóstico da doença têm sido reforçada pelo uso 

de técnicas moleculares. A detecção molecular de Ehrlichia spp. pela PCR, nested-PCR e PCR 

em tempo real é capaz de identificar animais experimentalmente e naturalmente infectados 

durante a fase aguda e crônica com alta sensibilidade e especificidade quando comparadas a 

outros métodos (IQBAL et al., 1994; LABRUNA et al., 2007). 

No Brasil, vários genótipos de A. phagocytophilum, A. marginale, A. bovis, A. platys, 

E. canis, E. chafeensis e potenciais novas espécies, ainda não nomeadas, foram detectados em 

diferentes espécies de animais silvestres, incluindo cervídeos (MACHADO et al, 2006; 

PICOLOTO et al, 2010; SACHI et al, 2012; SILVEIRA et al, 2012; SILVEIRA et al 2014; 
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MONGRUEL et al, 2016), canídeos silvestres (ANDRÉ et al, 2012; ALMEIDA et al, 2013; 

SOUZA et al, 2017), felinos silvestres (WIDMER et al, 2011), quatis (SOUZA et al, 2017), 

roedores (BRAGA et al, 2017), catetos e queixadas (SOARES et al, 2017), gambás (LOPES et 

al, 2017; GUIMARÃES et al, 2019) e pássaros (WERTHER et al, 2017).  

Calchi et al. (2020), analisou 330 amostras de sangue de Xenarthras coletadas nas 

regiões Sudeste e Norte do brasil, e destas, 91 (27,57%) foram positivas para Anaplasma spp. 

com base no gene rrs.  Das 91 amostras positivas nos ensaios de triagem para Anaplasma spp., 

51 (56,04%) amostras foram positivas para a região intergênica 23S – 5S de Anaplasma spp., 

E 7/91 (7,7%) amostras foram positivas no ensaio qPCR para A. phagocytophilum baseado no 

gene msp2. 

Até o momento, são reconhecidas duas doenças causadas por espécies de Ehrlichia: 

erliquiose monocítica humana (HME) causada por E. chaffeensis; e erliquiose granulocítica 

humana (HGE) por E. ewingii. Outros agentes rickettsiais, Anaplasma phagocytophilum e 

Neorickettsia sennetsu também causam doenças em humanos (OLANO; WALKER, 2002). 

Embora sejam globalmente importantes, as DTVs em humanos permanecem pouco 

estudadas no Brasil (DE SÁ DEL FIOL et al., 2010). No estado de Minas Gerais, anticorpos 

anti-Ehrlichia spp. foram identificados em humanos saudáveis e em pacientes com sinais 

clínicos compatíveis com DTCs (CALIC et al., 2004; COSTA et al., 2005, 2006).  

São escassos os estudos que caracterizam os principais patógenos envolvidos nas 

hemoparasitoses em gambás, bem como, ainda são incipientes os trabalhos que permitiram 

descrever a epidemiologia da possível transmissão destas bactérias (RIBAK et al.; SANTOS et 

al., 2019). A exemplo, Cicuttin et al. (2020), avaliaram 218 adultos de Amblyomma triste para 

infecção por Ehrlichia e Anaplasma, encontrando um carrapato positivo ao PCR para a família 

Anaplasmataceae. O carrapato positivo foi uma fêmea coletada no Delta del Paraná, por 

sequência obtida a partir de um fragmento do gene 16S rRNA (acesso GenBank número: 

MT672744) combinado com uma grande semelhança com diferentes sequências 16S 

pertencentes a espécies e cepas do gênero Ehrlichia. Relatos de Erlichia sp. em Didelphis na 

Região Sudeste e Norte do Brasil são descritos (MELO et al., 2016; DE SOUZA et al., 2017; 

GUIMARÃES et al., 2019).   

Lockhart et al. (1997) encontraram 3 de 38 (8%) gambás da Virgínia (Didelphis 

virginianus) soropositivos para E. chaffeensis no estado da Geórgia, EUA. Da mesma forma, 

anticorpos para E. chaffeensis foram detectados em amostras de soro de 3 de 19 (15,8%) gambás 

da Virgínia no Estado do Mississipi, EUA (CASTELLAW et al., 2011). 
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2.3.2 Piroplasmas 
 
Piroplasmídeos são protozoários parasitas transmitidos por carrapatos que infectam 

eritrócitos, leucócitos ou células endoteliais de numerosos vertebrados selvagens e domésticos 

em todo o mundo, causando doenças graves nestes e ocasionalmente, em humanos. As 

infecções por piroplasmídeos são prevalentes em carnívoros selvagens em todo o mundo, 

embora haja informações limitadas sobre sua importância clínica e epidemiológica. Esses 

hemoparasitas pertencem ao Filo Apicomplexa e existem atualmente nove espécies 

reconhecidas de Babesia, este, com alto potencial zoonóstico, duas de Theileria, duas de 

Cytauxzoon e uma de Rangelia (BARTA et al., 2012; YABSLEY & SHOCK, 2013).quando 

falo de artrópode uso vetor 

O ciclo de vida dos piroplasmas é heteroxeno com a presença de um vetor 

invertebrado, que são carrapatos ixodídeos, e um hospedeiro vertebrado. Os carrapatos 

transmitem os piroplasmas para os mamíferos durante o repasto sanguíneo. Quando o 

hospedeiro vertebrado é infectado, esporozoítos de Babesia spp. vão diretamente para corrente 

sanguínea e infectam eritrócitos. Enquanto nas espécies de Theileria os esporozoítos penetram, 

primeiramente, nos linfócitos ou outros leucócitos e depois, migram para os eritrócitos 

(ALVARADO-RYBAK et al., 2016). 

Dentre os demais piroplasmas, a Babesia spp. são organismos intraeritrocíticos 

espalhados pelo mundo, com um complexo ciclo de vida. A presença de transmissão 

transovariana em quase todas as espécies de Babesia é a principal diferença entre seu ciclo de 

vida e o de outros piroplasmideos. Com mais de 100 espécies descritas até agora, a Babesia sp. 

é o segundo parasita sanguíneo mais comumente encontrado em mamíferos após os 

tripanossomas. A prevalência de infecção por Babesia spp. está aumentando em todo o mundo 

e atualmente é classificada como uma zoonose emergente (ANTUNES et al., 2017), tendo como 

principais vetores, os carrapatos do gênero Ixodidae, sendo eles, Rhipicephalus, Ixodes, 

Haemaphysalis e Hyalomma (SONENSHINE & MICHAEL ROE, 2014), ocasionando uma 

doença de caráter zoonótico: a babesiose (HOMER et al., 2000). 

Trata-se de um hemoparasito transmitido por carrapatos que desenvolveu estratégias 

únicas para completar seu ciclo de vida e transmissão. Os objetivos reprodutivos essenciais são: 

perpetuar sua existência parasitária por propagação e garantir de hospedeiro para hospedeiro 

transmissão através de estágios infecciosos especializados. Ambos os objetivos são mediados 

pela combinação de dois ciclos de reprodução assexuada e um ciclo de reprodução sexuada, 

que se alternam entre o hospedeiro vertebrado e o carrapato vetor (JALOVECKA et al., 2019).  
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Em relação aos marsupiais do gênero Didelphis, na Colômbia foram encontrados D. 

marsupialis infectados por Babesia brasiliensis (AYALA et al., 1973). Thoisy et al. (2000) 

identificaram Babesia sp. em 4% de D. albiventris estudados, na Guiana Francesa. A presença 

de Babesia sp. também foi observada em D. albiventris e D. marsupialis procedentes do Pará, 

Rio de Janeiro e São Paulo (SERRA-FREIRE, 1979), e detectada em D. marsupialis no Pará 

(SOARES et al., 2017).  

Silva et al., (2014) coletaram amostras de sangue de 19 gambás, capturados na região 

urbana de Botucatu para diagnóstico parasitológico e molecular. O diagnóstico parasitológico 

se deu por meio da confecção de esfregaços sanguíneos e o diagnóstico molecular foi realizado 

recorrendo a técnica da PCR para amplificação de fragmentos do gene 18S rRNA e posterior 

sequenciamento das amostras. Os exames dos esfregaços sanguíneos revelaram que cinco 

animais (26,3%) apresentavam inclusões eritrocitárias de piroplasmas. Na PCR, seis animais 

(31,6%) foram positivos e o sequenciamento das amostras demonstrou 100% de similaridade 

entre as seis sequências obtidas. Na pesquisa de similaridade feita no BLAST observou-se que 

as sequências obtidas demonstraram 90% de identidade com Theileria spp. isoladas de 

marsupiais na Austrália, e 90% de identidade com Babesia conradae de cães. 

Na Austrália, sete espécies de Theileria foram encontradas infectando Didelphis sp. 

(PAPARINI et al., 2012). No Brasil, há uma ampla diversidade de marsupiais, com 55 espécies 

descritas (PAGLIA et al., 2012) porém, nenhuma espécie de Theileria foi relatada infectando 

esses animais até o momento.  

 

2.4 Hepatozoon  

 

O gênero Hepatozoon é um grupo diverso de parasitos apicomplexos da família 

Hepatozoidae com 312 espécies descritas. Os vetores desses patógenos incluem carrapatos, 

acaríneos, flebotomíneos, moscas tsé-tsé, culicídeos, pulgas, piolhos, reduvídeos e 

sanguessugas sendo que a propagação de protozoários deste gênero ocorre, tipicamente, pela 

ingestão do vetor artrópode, infectado por oocistos maduros contendo esporozoítos infectantes 

(BANETH et al, 2007). A infecção tem sido reportada em inúmeros vertebrados (anfíbios 

répteis, aves) e 39 espécies de Hepatozoon, infestando mamíferos domésticos e silvestres 

(SMITH, 1996) e desde então, mais espécies estão sendo adicionadas ou reclassificadas (KUBO 

et al, 2008; TELFORD et al, 2010). 

A transmissão de Hepatozoon sp., envolve etapas comuns aos protozoários do filo 

Apicomplexa É importante ressaltar que, em hospedeiros vertebrados, após a ingestão de 
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oocistos presentes na hemocele de carrapatos, estes penetram a parede do intestino, caem na 

circulação e invadem monócitos e/ou neutrófilos de inúmeros órgãos (medula óssea, baço, 

fígado, rins, pulmões, intestino, linfonodos e tecidos musculares esqueléticos) e o vetor 

responsável pela transmissão é o carrapato Rhipicephalus sanguineus sensu lato (BANETH et 

al, 2007). No Brasil, estudos têm sugerido outras espécies de carrapatos como potenciais vetores 

de H. canis, tais como Amblyomma ovale, A. sculptum e Rhipicephalus (Boophilus) microplus 

(O’DWYER et al, 2001; FORLANO et al, 2005; MIRANDA et al, 2011). 

Há também, o papel de outros hospedeiros invertebrados nos ciclos de transmissão de 

Hepatozoon sp. Por exemplo, Watkins et al. (2006) observaram oocistos em pulgas 

Megabothris abantis coletadas de roedores, sugerindo a participação desse ectoparasita no ciclo 

biológico de Hepatozoon sp. 

Espécies de Hepatozoon foram identificadas em mamíferos silvestres no Brasil como 

em carnívoros Nasua nasua (quati) e Procyon cancrivorus (mão pelada), pequenos roedores e 

marsupiais de espécies Thylamus macrucus (cuíca), Monodeplphis domestica (cuíca-de-rabo-

curto) e Didelphis albiventris (gambá de orelha branca) (RODRIGUES et al, 2007; CRIADO-

FORNÉLIO et al, 2006; CRIADO-FORNÉLIO et al, 2009; DEMONER et al, 2016; WOLF et 

al, 2016; SOUZA et al, 2017; SILVA et al, 2017). 

 

 

2.5 MICOPLASMAS HEMOTRÓPICOS (HEMOPLASMAS) 
 
Os micoplasmas hemotrópicos ou hemoplasmas, são bactérias sem parede celular não 

cultivadas in vitro, que se aderem a superfície dos glóbulos vermelhos de uma grande variedade 

de animais, sendo transmitidos principalmente por contato direto com sangue - por exemplo, 

agressividade entre animais - e podem produzir uma infecção aguda primária que é seguida por 

uma infecção latente persistente (NEIMARK et al., 2005; COHEN et al., 2018).  

Inicialmente classificados como membros da ordem Rickettsiales e família 

Anaplasmataceae, os gêneros Haemobartonella e Eperythrozoon foram reclassificados como 

pertencentes a família Mycoplasmataceae, baseados em análises filogenéticas com base em 

sequências do gene 16S ribossomal (16S rRNA), aliado a grande semelhança das suas 

características moleculares (genoma) e fenotípicas (pequeno tamanho do parasita, ausência de 

parede celular e flagelos, resistência à penicilina e seus análogos, e susceptibilidade à 

tetraciclina) (NEIMARK et al., 2001; NEIMARK et al., 2002). 
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A patogenicidade e virulência são determinadas pela espécie de hemoplasma envolvida 

em associação ao estado imunológico do hospedeiro (MESSICK, 2004).  Os vetores artrópodes 

são provavelmente os principais transmissores desta enfermidade. as possíveis rotas de 

transmissão podem incluir por vetores como pulgas, carrapatos e mosquitos, ou por contato 

direto com sangue contaminado (HORNOK et al., 2010).  

Historicamente, o diagnóstico dessa enfermidade era realizado pela visualização de 

Mycoplasma sp. aderidos à membrana dos eritrócitos no exame do esfregaço sanguíneo de 

rotina. Entretanto, este método de diagnóstico possui baixa sensibilidade, pois depende do grau 

de parasitemia, agravado pela ação do anticoagulante EDTA (etileno-diamino-tetracético de 

sódio ou potássio), o qual causa desprendimento do agente dos eritrócitos, gerando resultados 

falsos negativos (TASKER, 2006). 

A utilização da PCR convencional ou PCR em tempo real (qPCR) é considerada o 

método diagnóstico definitivo para detecção e identificação do agente envolvido. Vários 

protocolos de reações já foram descritos para detecção de diferentes espécies de hemoplasmas 

(MESSICK et al., 1998). Apesar da boa sensibilidade dos métodos moleculares, animais 

cronicamente infectados podem apresentar resultados falso negativos devido à baixa quantidade 

de microrganismos circulantes. O resultado positivo na PCR não significa doença clínica e deve 

ser interpretado juntamente com a espécie de Mycoplasma detectada, achados hematológicos e 

os sinais clínicos do animal (LAPPIN et al., 2008).  

No Brasil, hemoplasmas já foram detectados em animais domésticos, como gatos 

(MICELI et al., 2013; ANDRÉ et al., 2014; MARCONDES et al., 2018), cães (RAMOS et al., 

2010; VALLE et al., 2014; VIEIRA et al., 2015), caprinos (MACHADO et al., 2017), bovinos 

(GIROTTO et al., 2012; DE MELLO et al., 2019), bubalinos (SANTOS et al., 2018) e ovinos 

(SOUZA et al., 2019; MONGRUEL et al., 2020).  

Em animais silvestres, Mycoplasma sp. foram descritos em felídeos  (WILLI et al., 

2007; ANDRÉ et al., 2011; DE SOUZA et al., 2017; FURTADO et al., 2019), canídeos 

(ANDRÉ et al., 2011; DE SOUZA et al., 2017), morcegos (IKEDA et al., 2017; SANTOS et 

al., 2020), primatas não-humanos (BONATO et al., 2015; RAMALHO et al., 2017; DE MELO 

et al., 2019), roedores (VIEIRA et al., 2009; GONÇALVES et al., 2015; VALENTE et al., 

2020), procionídeos (DE SOUZA et al., 2017; CUBILLA et al., 2017), cervídeos 

(GRAZZIOTIN et al., 2011) e javalis (DIAS et al., 2019), em grandes felídeos (Panthera leo) 

(GUIMARAES et al., 2007), onças selvagens e / ou cativas (Panthera onca) (ANDRÉ et al., 

2011; FURTADO et al., 2018), pumas (Puma concolor), jaguarundis (Puma yagouaroundi), 

gato do mato (Leopardus tigrinus) (ANDRÉ et al., 2011), jaguatiricas (Leopardus pardalis) 



 33 

(ANDRÉ et al., 2011; SOUSA et al., 2017), capivaras (Hydrochoerus hydrochaeris) (VIEIRA 

et al., 2009), sendo descritos também, em múltiplas espécies de animais selvagens e que se 

encontravam distribuídos em diferentes países (MESSICK, 2004; VOLOKHOV et al., 2017, 

DIAS et al., 2019). 

Em gambás, uma nova espécie de hemoplasma denominada ‘Ca. M. haemoalbiventris’ 

foi descrita infectando gambás-de-orelha-branca dos Estados do Mato Grosso, Paraná e Santa 

Catarina (MASSINI et al., 2019; GONÇALVES et al., 2019; PONTAROLO et al., 2020). 

Entretanto, os sinais clínicos da infecção e o potencial vetor permanecem desconhecidos. 

Em recente estudo conduzido por Massini et al. (2019), foi descrita a presença de 

Mycoplasma sp. hemotrópicos em gambás de parques públicos localizados em área urbana do 

Estado do Paraná, sul do Brasil, observando-se que 87,5% dos gambás estudados na Cidade de 

Maringá, Estado do Paraná,  região sul do Brasil, foram testados positivos para hemoplasma 

por Mycoplasma sp., ainda, reiterou que 37% dos gambás tinham infestação por carrapatos do 

gênero  Amblyomma sp. 

Outros autores também sugeriram a presença de hemoplasmas em gambás, em estudos 

conduzidos em regiões tropicais, que favorecem a manutenção dos vetores invertebrados 

(artrópodes). Embora, os relatos pregressos ressaltem o envolvimento dos carrapatos na 

transmissão dos hemoplasmas, em especial o R. sanguineus sensu lato como um vetor de 

Mycoplasma haemocanis em cães (SENEVIRATNA et al., 1973). 

O uso do PCR na identificação de hemoplasma em gambás (Didelphis sp.) foram 

descritos nos Estados Unidos (MESSICK et al., 2000; MESSICK et al., 2002; MESSICK, 

2004). Na região do Pantanal, na região centro oeste do Brasil, foi conduzido outro 

experimento, com 30 marsupiais com o objetivo de diagnosticar a infecção por hemoplasma, 

porém todos os animais amostrados no presente estudo testaram negativos para Mycoplasma 

sp. pela PCR convencional (SOUSA et al., 2017). 

Ressalta-se que Didelphis spp. são animais que compartilham o ambiente sinantrópico 

(MALTA & LUPPI, 2007), portanto diversas enfermidades veiculadas por vetores estão sendo 

descritas como emergentes nesses animais e pouco se sabe sobre o impacto zoonótico dessas 

doenças e qual a real participação das espécies silvestres na sua transmissão para os humanos 

(MESSICK et al., 2002; CASTELLAW et al., 2011; MELO et al., 2016; SILVA et al., 2017; 

FERREIRA et al., 2017; LONDOÑO et al., 2017; SOARES et al., 2017; MELO et al., 2019).  

Ao passo que ‘Candidatus Mycoplasma haemodidelphis’ foi detectado apenas no gambá norte-

americano (D. virginiana) (MESSICK et al., 2000; MESSICK et al., 2002).   
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É oportuno destacar que no Brasil, várias espécies de hemoparasitos já foram 

identificadas em Didelphis sp., como: Ehrlichia spp., Rickettsia spp. e Borrelia spp. (MELO et 

al., 2016), porém até o presente momento, ainda são incipientes no Brasil, estudos que 

demostrem através de ensaios epidemiológicos o envolvimento de Mycoplasma spp. 

hemotrópicos como agente causal na micoplasmose hemotrópica em Didelphis spp. (SOUSA 

et al., 2017).  

 

3 JUSTIFICATIVA 
 

Embora diversos estudos tenham sido realizadas no Brasil, vários os aspectos 

biológicos da epidemiologia dos hemoplasmas e patógenos transmitidos por carrapatos em 

Didelphis albiventris permanecem pouco avaliados. Assim, a elucidação da diversidade 

genética, potenciais vetores e a distribuição das espécies em um determinado bioma, mostra-se 

de grande importância. 

 

4 OBJETIVOS 
 

4.1 OBJETIVO GERAL 
 
Investigar a ocorrência e a diversidade genética de patógenos transmitidos por 

carrapatos (Ehrlichia sp., Anaplasma sp. e Babesia sp.) e hemoplasmas que infectam Didelphis 

sp. e ectoparasitas (carrapatos e pulgas) associados nas cidades de Curitiba e Foz do Iguaçu, 

Paraná, Brasil. 

 

4.2 OBJETIVOS ESPECÍFICOS 
 
- Coletar e identificar os ectoparasitos infestando Didelphis sp.; 

- Detectar patógenos transmitidos por carrapatos (Ehrlichia sp., Anaplasma sp. e 

Babesia sp.) e hemoplasmas em amostras de sangue de Didelphis sp. e carrapatos utilizando a 

PCR;  

- Caracterizar molecularmente as espécies de Ehrlichia e Anaplasma (16S rRNA, dsb, 

sodB e groEL), Babesia (18S rRNA) e Mycoplasma hemotrópico (16S e 23S rRNA) detectadas 

em Didelphis e comparar com os isolados depositados no GenBank; 

- Correlacionar os possíveis fatores associados ao risco de infecção pelos patógenos 

estudados; 
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5 MATERIAL E MÉTODOS   
 

5.1 Local, animais e coleta 
 

O presente estudo foi aprovado pelo Comitê de Ética em Experimentação Animal e Bem-Estar 

da Universidade Federal do Paraná, Brasil (protocolo número 053/2018), (Anexo 1). Os animais 

e os procedimentos laboratoriais foram aprovados e realizados de acordo com as normas do 

Instituto de Conservação da Biodiversidade Chico Mendes (ICMBio, protocolo número 63433-

3), (Anexo 2). O estudo foi realizado nas cidades de Curitiba (25° 26’ 27’’ S 49° 16’ 36’’ W) e 

Foz do Iguaçu (25° 32′ 45′′ S 54° 35′ 07′′ W). A cidade de Curitiba, capital do Estado do Paraná, 

fica localizada na região centro-sul e apresenta um clima subtropical úmido de altitude 

(Köppen: Cfb), com uma média temperatura de 17,4 °C. O município de Foz do Iguaçu está 

localizado no extremo oeste do Estado do Paraná, formando fronteira com a Argentina e o 

Paraguai, no bioma da Mata Atlântica. Foz do Iguaçu é reconhecida internacionalmente por 

possuir áreas protegidas, contendo uma fauna diversa (Valente et al., 2019) e, apresenta um 

clima subtropical úmido (Köppen: Cfa), com chuvas ao longo do ano e uma média temperatura 

de 22,1 °C (INMET, 2018). Nossos animais foram selecionados por conveniência, sem 

predileção por sexo, raça e idade ou mesmo estado de saúde, em diferentes locais das duas 

cidades (área urbana e periurbana). 

Entre junho de 2018 a dezembro  de 2020, amostras de sangue foram coletadas de 

gambás-de-orelha-branca (D. albiventris) (diferenciados de D. aurita pela presença de três 

listras pretas na face), capturados nas cidades de Foz do Iguaçu e  Curitiba. Ainda, procedia-se 

para com eles, uma inspeção visual do estado geral de saúde e verificação de ectoparasitos. Para 

a captura dos animais de Foz do Iguaçu foram utilizadas armadilhas tipo Live Trap Tomahawk® 

nas dimensões (70 x 40 x 40 cm) (Figura 4) (HUMBERG et al., 2012; PEREIRA et al., 2018), 

contendo iscas de frutas, toucinho e Emulsão de Scott® para atrair os animais. A amostragem 

foi realizada por demanda espontânea do Centro de Controle de Zoonoses da Cidade de Foz do 

Iguaçu (CCZ-Foz), com base em laudo de ocorrência de Didelphis sp. em habitações humanas 

(Anexo 3 e 4). Os animais avaliados em Curitiba foram encaminhados ao Hospital Veterinário 

da Universidade Federal do Paraná, Estado do Paraná, sul do Brasil, entre junho de 2018 e 

dezembro de 2020, por demanda espontânea com base na ocorrência de Didelphis sp. em 

habitações humanas.  

Anterior a sedação, os animais de Foz do Iguaçu eram pesados com a gaiola, cujo peso 

padrão era de 2,5 kg sendo este descontado para determinação do peso real do animal. Ainda, 

os gambás foram identificados individualmente por meio de tatuagem, com o uso de uma 
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tatuadeira FC®, modelo cabo curto – 10 mm, na base da orelha e inspecionados visualmente 

para presença de ectoparasitas (carrapatos e pulgas). Todos os animais foram manejados por 

meio de contenção química por meio da administração de associação de xilazina 5,0 mg/kg 

(Anasedan®) e quetamina 20 mg/kg, (Dopalen®) (NASCIMENTO & HORTA, 2014), aplicadas 

pela via intramuscular com os mesmos dentro das armadilhas, sendo guiados até a extremidade 

da mesma com o auxílio de cobertas para possibilitar a aplicação dos fármacos entre os 

músculos semitendinoso e semimembranoso . Amostras contendo de 2 a 3 mL de sangue foram 

coletadas por punção venosa da cauda e/ou jugular (Figura 5), realizados com o auxílio de 

agulhas hipodérmicas 25 x7 (Descarpack®) e seringas Lock de 3 mL(Descarpack®), 

armazenados em frascos com EDTA e, posteriormente, centrifugados, postos em microtubos 

Eppendorf® com alíquotas de 500 μL para armazenamento  a -20 °C até a realização da análise 

molecularOs gambás eram levados para serem soltos na região do Parque Nacional do Iguaçu 

mediante a recuperação da sedação.  

 

 
FIGURA 4 – ARMADILHAS TIPO LIVE TRAP TOMAHAWK® COM D. albiventris 

CAPTURADOS EM DOMICÍLIOS DA CIDADE DE FOZ DO IGUAÇU 
Fonte: O autor (2019) 
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FIGURA 5 – PUNÇÃO VENOSA EM JUGULAR DE D. albiventris 

Fonte: O autor (2019) 
 

5.2 Extração do DNA e análise de reação em cadeia de polimerase (PCR) 
 
O DNA foi extraído de 200 μL de sangue, utilizando kit comercialmente disponível 

(IllustraTM Blood Genomic Prep Mini Spin Kit, GE Healthcare Life Sciences, Little Chalfont, 

Reino Unido), de acordo com as instruções do fabricante. Para monitorar a contaminação 

cruzada, utilizou-se água purificada como controle negativo. Em todas as amostras foi realizada 

uma PCR de monitoria para o gene endógeno de mamífero gliceraldeído-3-fosfato 

desidrogenase (gapdh) (BIRKENHEUER et al., 2003). Posteriormente, as amostras foram 

selecionadas para o Mycoplasma sp. hemotrópico, usando PCR convencional com iniciadores 

específicos do gênero direcionados a uma porção do gene 16S rRNA de Mycoplasma spp. 

(HOELZLE et al., 2011; MACHADO et al., 2017).  

Amostras de DNA de Didelphis sp. que foram positivas na PCR para o gene 16S rRNA 

de hemoplasma foram submetidas a uma PCR gênero-específica para detecção de um fragmento 

(~800 pb) do gene 23S rRNA de hemoplasmas (MONGRUEL et al., 2020). Além disso, as 

amostras de DNA também foram testadas por PCR, visando um fragmento (551 pb) do gene 

18S rRNA de Theileria/Babesia spp. (ALMEIDA et al., 2012) e um fragmento (349 bp) do 

gene 16S rRNA de Ehrlichia/Anaplasma spp. (PAROLA et al., 2000). DNA de Babesia vogeli 

e Ehrlichia canis obtidos de cães naturalmente infectados foram utilizados como controles 

positivos e, água livre de nucleasse foi usada como controle negativo. Os amplicons 

amplificados foram submetidos à eletroforese em gel em agarose 1,8%, por 1,5 h a 100 V, 

seguido por coloração SYBR® (6 μg/mL; SYBR® Safe DNA Gel Stain, Invitrogen, CA, EUA), 

e foram analisados sob um transiluminador de luz UV de 312 nm.  
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5.3 Sequenciamento 
 
Amplicons (~900 bp) dos genes 16S rRNA e 23S rRNA obtidos de amostras positivas 

para Mycoplasma spp. hemotrópico da cidade de Foz do Iguaçu, foram sequenciadas em ambas 

as direções pelo método de Sanger. As sequências de nucleotídeos dos genes 16S rRNA e 23S 

rRNA do Mycoplasma sp. hemotrópico amplificados neste documento foram submetidos ao 

banco de dados GenBank® (números de acesso: MW703800, MW703801, MW703802 e 

MW694786, MW694787, respectivamente). 

 
6 RESULTADOS 

 
Gambás de ambas as cidades não estavam infestados por ectoparasitas (carrapatos e 

pulgas) no momento da amostragem. Todas as amostras amplificaram consistentemente o gene 

endógeno de mamífero gapdh. Todos os gambás apresentaram resultados negativos para 

Theileria/Babesia spp. e Ehrlichia/Anaplasma spp. por PCR. Enquanto todos os gambás de 

orelha branca da cidade de Curitiba testaram-se negativos para hemoplasmas, três/13 (23,08%; 

IC 95%: 8,18-50,26%) animais da cidade de Foz do Iguaçu foram positivos para Mycoplasma 

spp. hemotrópico por PCR. 

O sequenciamento do fragmento do gene 16S rRNA mostrou 100% de identidade com 

‘Ca. M. haemoalbiventris’ (MH158514, MH158515, MN423256, MN423258 – MN423260, 

MT170012 – MT170016) e, o sequenciamento do fragmento de 23S rRNA mostrou 99,74-

100% de identidade ‘Ca. M. haemoalbiventris ‘(MN442081- MN442085) detectados em 

gambás-de-orelha-branca do Brasil. 
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7 DISCUSSÃO 
 
No presente estudo, 23,08% dos gambás de orelha branca da cidade de Foz do Iguaçu, 

Estado do Paraná, sul do Brasil, foram positivos para ‘Ca. M. haemoalbiventris’, enquanto 

todos os animais da cidade de Curitiba tiveram resultado negativo para os agentes testados. 

Estudos anteriores encontraram taxas de prevalência de hemoplasma mais elevadas variando 

de 32,5% a 87,5% em gambás-de-orelha-branca de diferentes biomas do Brasil (MASSINI et 

al., 2019; GONÇALVES et al., 2020; PONTAROLO et al., 2020). Os critérios utilizados para 

a seleção dos animais em diferentes estudos têm grande influência na prevalência observada de 

hemoplasmas, portanto, é necessário cautela na comparação dos resultados.  

Os animais avaliados não estavam infestados por carrapatos e pulgas no momento da 

coleta, diferindo dos gambás-de-orelha-branca positivos para hemoplasma dos municípios de 

Maringá, Estado do Paraná (MASSINI et al., 2019) e de Campo Grande, Estado de Mato Grosso 

do Sul (GONÇALVES et al., 2020), que estavam infestados por carrapatos A. dubitatum e, 

gambás do município de Canoinhas, Estado de Santa Catarina, infestados por pulgas C. felis 

(PONTAROLO et al., 2020). Estudos anteriores não detectaram Mycoplasma sp. hemotrópico 

em carrapatos A. dubitatum que parasitavam gambás positivos para ‘Ca. M. haemoalbiventris’ 

(GONÇALVES et al., 2020).  

As vias de transmissão dos hemoplasmas ainda não estão claras; entretanto, as 

transmissões experimentais orais e parenterais foram demonstradas via administração de 

sangue infectado (BARKER & TASKER, 2013). Foi sugerido que vetores artrópodes 

desempenham um papel na transmissão: carrapatos, pulgas, piolhos e mosquitos, como Ixodes 

sp., Rhipicephalus sanguineus (SENEVIRATNA et al., 1973, WILLI et al., 2007 a) e 

Ctenocephalides felis (SHAW et al., 2004; WOODS et al., 2005). Estudos anteriores sobre 

hemoplasmas relataram que a transmissão de bactérias por meio de interações agressivas pode 

ocorrer entre gatos (MUSEUX et al., 2009) e roedores selvagens (Gerbillus andersoni) 

(COHEN et al., 2018). Não há evidências robustas para apoiar as hipóteses de que os 

micoplasmas hemotrópicos sejam realmente patógenos transmitidos por vetores, embora seja 

importante ressaltar que gambás-de-orelha-branca são frequentemente parasitados por pulgas 

C. felis (NASCIMENTO; HORTA, 2014) e carrapatos Amblyomma dubitatum (MASSINI et 

al., 2019; GONÇALVES et al., 2020), enquanto os gambás norte-americanos são infestados 

principalmente por pulgas C. felis e pelo carrapato americano Dermacentor variabilis 

(DURDEN & WILSON, 1990), por compartilhar habitats com animais domésticos e outros 

animais selvagens 
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Embora os hemoplasmas sejam conhecidos por infectar espécies de mamíferos 

domésticos em todo o mundo, os impactos clínicos e de conservação sobre a vida selvagem 

ainda precisam ser estabelecidos. Além disso, as abordagens moleculares para hemoplasmas 

em mamíferos selvagens podem fornecer uma visão comparativa quanto à diversidade, 

infecção, fatores de risco, controle, tratamento e prevenção (SANTOS, 2016).  

A abundância de vetores é um fator determinante do risco de exposição aos patógenos 

por eles transmitidos (ANTONOVICS et al. 1995; MATHER et al. 1996) e pode ser 

influenciada pelo desempenho da população determinada pelo clima (FISH 1993; RANDOLPH 

1993; MARTENS et al. 1995; LINDGREN et al. 2000; ROGERS & RANDOLPH 2000; 

YANG et al. 2008), o qual  pode regular a abundância de vetores de artrópodes diretamente, 

por exemplo, por dessecação, congelamento ou superaquecimento, ou indiretamente, alterando 

o tipo e a estrutura da vegetação.  

Condições climáticas extremas podem alterar as relações históricas entre hospedeiro e 

patógeno e sincronizar a convergência temporal e espacial de múltiplos agentes infecciosos, 

desencadeando epidemias com mortalidade muito maior do que aquelas devidas a patógenos 

únicos (MUNSON et al., 2008). Apesar do fato de os parasitas serem altamente especializados 

em relação aos seus hospedeiros, evidências empíricas demonstram que a troca de hospedeiro, 

em vez da co-especiação, é o fator dominante que influencia a diversificação das associações 

parasita-hospedeiro (SANTOS, 2016).  

Associado a isto, algumas espécies de hospedeiros (por exemplo, gambás e esquilos) 

abundantemente parasitados na natureza matam de 83 a 96% dos carrapatos que tentam se 

prender e se alimentar, sendo alguns, capazes de matar milhares de carrapatos por hectare, 

indicando que a abundância de vetores de carrapatos pode ser regulada pela identidade dos 

hospedeiros dos quais esses vetores se alimentam (KEESING et al., 2009).  

Ainda, as espécies hospedeiras podem diferir dramaticamente em sua qualidade como 

reservatório, isto é, em sua probabilidade de infectar um vetor de alimentação com um patógeno 

específico (OSTFELD & KEESING 2000; KOMAR et al. 2002, 2003; LOGIUDICE et al. 

2003), e sobreviva com sucesso. Estudos anteriores documentaram que a qualidade do 

hospedeiro varia. Por exemplo, Ogden et al. (2004) descobriram que carrapatos fêmeas adultas 

de I. scapularis que se alimentaram de guaxinins tiveram períodos de pré-oviposição 

significativamente mais curtos do que os carrapatos que se alimentaram de cães. 

Um outro fator que pode estar associado a ausência de carrapatos nos gambás 

capturados neste estudo, são seus hábitos noturnos ou crepusculares (STREILEN, 1982), ou 

seja, apresentam uma biologia completamente diferente, ao passo em que carrapatos, procuram 
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seus hospedeiros em horários diurnos, um comportamento divergente (DANTAS-TORRES et 

al., 2013). 

Assim, embora tenham sido encontrados  hemoplasma em regiões tropicais, que 

favorecem o estabelecimento de vetores artrópodes, a falta de estudos experimentais sobre a 

transmissão do hemoplasma, devido ao seu status de ainda não cultivado in vitro, impede 

maiores evidências que incriminam os carrapatos no ciclo epidemiológico desse grupo de 

bactérias. Entretanto, Mycoplasma spp. hemotrópicos foram detectados em carrapatos A. 

sculptum infestando capivaras positivas para hemoplasmas do centro-oeste do Brasil 

(GONÇALVES et al., 2020), e em glândulas salivares de carrapatos A. dubitatum infestando 

capivaras da região metropolitana de Curitiba, PR (VIEIRA et al., 2021). Por fim, os carrapatos 

A. dubitatum estão amplamente disseminados e já foram encontrados infestando gambás das 

cidades de Curitiba e Foz do Iguaçu (VALENTE et al., 2020), e assim, nossa hipótese é que os 

animais avaliados no presente estudo possam ter sido infestados previamente por carrapatos. 

A transmissão dos hemoplasmas pode ocorrer por meio do contato agressivo entre 

animais (WILLI et al., 2007c; LAPPIN et al., 2008; MUSEUX et al., 2009). Devido a 

proximidade e convivência desse marsupial no domicílio e peridomicílio, estreita-se a 

possibilidade de infecção humana (ANTUNES, 2005), inclusive, por acidentes domésticos que 

podem ocorrer durante uma captura não planejada. 

No presente estudo, todos os gambás-de-orelha-branca foram negativos na PCR para 

Theileria/Babesia spp. e Ehrlichia/Anaplasma spp. Embora nem sinais clínicos de infecção e 

nem vetores de carrapatos tenham sido estabelecidos para os novos patógenos descritos em 

gambás do Brasil, novos estudos devem se concentrar na avaliação deste grupo de marsupiais 

para um melhor compreensão de sua participação no ciclo biológico das doenças transmitidas 

por vetores. 

Embora o DNA de Ehrlichia spp. e Anaplasma spp. tenham sido encontrados em 

marsupiais do Pantanal na região centro-oeste do país por Sousa et al. (2017), existem poucos 

estudos sobre a detecção de Ehrlichia spp. em gambás, embora esses animais estejam infestados 

por diferentes espécies de carrapatos e muitas vezes possam atuar como hospedeiros 

amplificadores de alguns patógenos (HORTA et al., 2009). Anticorpos anti-Ehrlichia 

chaffeensis foram relatados nos Estados Unidos (CASTELLAW et al., 2011). No Brasil, os 

anticorpos anti-Ehrlichia spp. foram relatados em gambás de São Paulo e autores sugeriram a 

possibilidade de uma nova espécie de Ehrlichia estar circulando entre esses animais devido à 

existência de reatividade cruzada observada nos ensaios sorológicos (HARRUS & WANER, 

2011).  
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Com relação a negatividade para a presença de Babesia spp. e Theileria spp. em nosso 

estudo, divergentes de Silva et al. (2014), que identificaram a presença de piroplasmas em 

gambás no Estado de São Paulo e Paparinni et al. (2012), cuja a presença de Theileria sp. em 

marsupiais do gênero Didelphis na Austrália foi positiva, uma plausível explicação para nosso 

resultado, pode se dar pelo não contato com vetores artrópodes infectados, ou ainda um possível 

repasto mas, devendo-se levar em consideração, os mecanismos de defesa apresentados pelos 

carrapatos por meio da produção de proteínas babesicidas. Durante a invasão do protozoário, a 

resposta imune inata do carrapato leva à síntese rápida de defensinas (longicina como exemplo), 

e peptídeos antimicrobianos (AMPs) do carrapato. Estes constituem um importante mecanismo 

de defesa humoral, que também é ativo contra bactérias e fungos intracelulares (ANTUNES et 

al., 2012; HAJDUSEK et al., 2013; TONK et al., 2015). 

Por fim, este estudo, aponta para um potencial novo hemoplasma infectando gambás 

de orelha branca no Oeste do Paraná, onde os sequenciamentos do fragmento do gene 16S 

rRNA e do fragmento de 23S rRNA mostraram 100 e 99,74-100% de identidade ‘Ca. M. 

haemoalbiventris detectados em gambás-de-orelha-branca do Brasil como já descrito por 

Massini et al., (2019), Pontarolo et al., (2020) e Gonçalves et al., (2020), no entanto, mais 

estudos avaliando outros genes de manutenção, são necessários para a caracterização desta nova 

espécie de Mycoplasma haemotrópico. 

 

 

 

8 CONCLUSÃO  
 
Estudos envolvendo patógenos zoonóticos em Didelphis spp., por meio de abordagens 

multidisciplinares, são necessários devido ao convívio próximo desses animais sinantrópicos e 

habitações humanas, o que pode acarretar riscos para saúde pública, uma vez que há o risco de 

eposição a agentes infecciosos. Aquém, nos fornecer percepções comparativas no que tange 

características fisiopatológicas, como em relação à sua transmissão e papel na vida selvagem, 

em animais de companhia e produção, bem como nos humanos para que possamos  estabelecer 

assim, métodos confiáveis e acessíveis para o diagnóstico, tratamento, monitoramento e 

prevenção de infecções por espécies de hemoplasma. 
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Abstract  

Hemoplasmas are epierythrocytic bacteria that infect mammals. Previously, ‘Candidatus 

Mycoplasma haemoalbiventris’ was detected in white-eared opossums (Didelphis albiventris) 

from southern and central-western Brazil. The present study aimed at: i) screening opossums 

for tick-borne (TBP) pathogens (Piroplasmida and Anaplasmataceae) and ii) detecting and 

characterizing hemoplasma species infecting opossums from Curitiba and Foz do Iguaçu cities 

in the Paraná State of southern Brazil. A total of 30 blood samples from white-eared opossums 

were evaluated by PCR assays. Animals were not infested by ectoparasites at the time of 

sampling. The mammalian endogenous gapdh gene was consistently amplified in all samples. 

All opossums tested negative for Theileria/Babesia spp. and Ehrlichia/Anaplasma spp. by PCR 

based on 18S rRNA and 16S rRNA genes, respectively. A genus-specific PCR assay based on 

the 16S rRNA gene of hemoplasmas showed that 3/13 (23.08%; CI 95%: 8.18–50.26%) 

opossums from Foz do Iguaçu were positive for hemotropic Mycoplasma sp. All opossums 

from Curitiba City tested negative for hemoplasmas. Hemoplasma-positive samples were also 

subjected to PCR targeting the 23S rRNA gene. Sequencing of both the 16S and 23S rRNA 

genes revealed that the animals were infected by ‘Ca. M. haemoalbiventris’. Although ‘Ca. M. 

haemoalbiventris’ is prevalent in opossums in Brazil, the clinical signs associated with its 

infection and its putative vectors remain unknown.  

Keywords: Marsupials; hemotropic mycoplasmas; hemoplasmas 

 

Resumo 

Hemoplasmas são bactérias epieritrocíticas que infectam mamíferos. ‘Candidatus Mycoplasma 

haemoalbiventris’ foi detectado previamente em gambás-de-orelha-branca (Didelphis 

albiventris) das regiões sul e centro-oeste do Brasil.  O presente estudo teve como objetivos: i) 

triar os gambás para as doenças transmitidas por carrapatos (Piroplasmida e Anaplasmataceae) 

e ii) detectar e caracterizar as espécies de hemoplasma que infectam gambás nas cidades de 

Curitiba e Foz do Iguaçu no Estado do Paraná, sul do Brasil. Um total de 30 amostras de sangue 

de gambás-de-orelha-branca foram analisadas por ensaios de PCR. Os animais não estavam 

infestados por ectoparasitos no momento da coleta de amostras biológicas. O gene endógeno 

de mamífero gapdh foi amplificado consistentemente em todas as amostras. Todos os gambás 

testaram negativos para Theileria/Babesia spp. e Ehrlichia/Anaplasma spp. em ensaios de PCR 

baseados, respectivamente, nos genes 18S rRNA e 16S rRNA. Uma PCR gene-específica 

baseada no gene 16S rRNA de hemoplasmas mostrou que 3/13 (23.08%; CI 95%: 8.18–

50.26%) gambás de Foz do Iguaçu foram positivos para Mycoplasma sp. hemotrópico. Todos 
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os gambás da cidade de Curitiba testaram negativos para hemoplasmas. As amostras positivas 

para hemoplasma foram submetidas à PCR visando o gene 23S rRNA. O sequenciamento de 

fragmentos dos genes 16S e 23S rRNA revelou que os animais estavam infectados pelo ‘Ca. 

M. haemoalbiventris’. Embora ‘Ca. M. haemoalbiventris’ seja prevalente em gambás no Brasil, 

os sinais clínicos associados à infecção e os prováveis vetores permanecem desconhecidos.  

Palavras-chave: Marsupiais; mycoplasma hemotrópico; hemoplasmas. 

 

Opossums are synanthropic marsupials belonging to the genus Didelphis. In South 

America, four species have been reported: D. albiventris, D. aurita, D. imperfecta, and D. 

marsupialis (Nascimento et al., 2014; Malta et al., 2007). Due to their circulation in urban and 

rural environments, opossums are potential hosts, suggested reservoirs and/or potential 

amplifiers of infectious agents (e.g., Trypanossoma cruzi, Leishmania infantum, Rickettsia 

rickettsii) (Horta et al., 2009; Carreira et al., 2012; Zecca et al., 2020).  

In Brazil, tick-borne pathogens (TBP) have been reported in Didelphis spp. from 

different regions (Melo et al., 2016; Silva et al., 2017; Soares et al., 2017; Guimarães et al., 

2019; de Oliveira et al., 2020). This includes a novel ehrlichial agent, Ehrlichia sp. strain Natal, 

detected in white-eared opossum (D. albiventris) from the northeastern region of the country 

(Lopes et al. 2018).  

 Hemotropic mycoplasmas (hemoplasmas) are Gram-negative bacteria that attach to the 

surface of red blood cells from mammals and may cause hemolytic anemia (Messick et al., 

2004). Two hemotropic Mycoplasma species have been described in Didelphis, namely 

‘Candidatus Mycoplasma haemodidelphis’ (Messick et al., 2002) and ‘Candidatus 

Mycoplasma haemoalbiventris’ (Pontarolo et al., 2020). Due to the proximity of human 

dwellings and human-animal interactions, monitoring ticks and the health status of opossums 

is a public health concern. Therefore, this study aimed at investigating the occurrence of TBP 

and hemotropic mycoplasmas in free-ranging opossums from the Curitiba and Foz do Iguaçu 

cities of the Paraná State, southern Brazil. 

This study was approved by the Ethics Committee for Animal Experimentation and 

Animal Welfare at the Universidade Federal do Paraná, Brazil (protocol number 053/2018). 

Animal and laboratory procedures were approved and performed under the regulations of the 

Chico Mendes Institute for Biodiversity Conservation (ICMBio, protocol number 63433-3). 

The study was carried out in the Curitiba (25° 26' 27″ S 49° 16' 36″ W) and Foz do 

Iguaçu cities (25° 32' 45′′ S 54° 35' 07′′ W). Curitiba, the capital of Paraná State, is located in 

the south-central region and has a humid subtropical highland climate (Köppen: Cfb) with an 
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average temperature of 17.4 °C. Foz do Iguaçu lies in the extreme west of the Paraná State, on 

the border of Brazil, Argentina, and Paraguay, in the Atlantic rainforest biome. Foz do Iguaçu 

is internationally recognized as a protected area with diverse fauna (Valente et al., 2019) and 

has a humid subtropical climate (Köppen: Cfa) with rainfall throughout the year and an average 

temperature of 22.1 °C (INMET, 2018). 

A total of 30 white-eared opossums (D. albiventris) were evaluated. In Foz do Iguaçu, 

13 white-eared opossums were captured using Tomahawk wire mesh traps baited with fruit. 

Sampling was performed between April and December 2019 per the spontaneous demand of 

the Zoonoses Surveillance Center, based on the report of the occurrence of opossums in human 

dwellings. In Curitiba City, 17 white-eared opossums were referred to the Veterinary Teaching 

Hospital, Universidade Federal do Paraná, Parana State, southern Brazil, between June 2018 

and December 2020. Samples from Curitiba were also collected per the spontaneous demand 

based on the report of the occurrence of opossums in human dwellings. 

After using chemical restraints (xylazine (4.0 mg/kg) and ketamine (20 mg/kg), the 

animals were individually identified and visually inspected for ectoparasites (ticks and fleas). 

Subsequently, EDTA–blood samples were collected by caudal venipuncture and stored at −20 

°C until molecular analysis. Post sample collection, the animals were monitored until complete 

recovery from the chemical restraints and later released (Massini et al., 2019). 

DNA was extracted from 200 μL of blood using a commercially available kit 

(IllustraTM Blood Genomic Prep Mini Spin Kit, GE Healthcare Life Sciences, Little Chalfont, 

UK), according to the manufacturer's instructions. Ultra-pure water was used as a negative 

control in parallel to monitor cross-contamination.  

 To monitor DNA extraction, PCR for the mammalian endogenous gene glyceraldehyde-

3-phosphate dehydrogenase (gapdh) was performed in all samples (Birkenheuer et al., 2003). 

Conventional PCR was used to screen samples for hemotropic Mycoplasma spp. Genus-specific 

primers targeting a portion (900 bp) of the 16S rRNA gene of hemotropic Mycoplasma spp. 

(Hoelzle et al., 2011; Machado et al., 2017) were used. Opossum DNA samples that tested 

positive in the PCR assay based on the 16S rRNA gene were subjected to a genus-specific PCR 

assay targeting a fragment (800 bp) of the 23S rRNA gene of hemoplasmas (Mongruel et al., 

2020). Nuclease-free water and Mycoplasma ovis DNA from a naturally infected goat blood 

sample were used as the negative and positive controls, respectively, in both PCR assays. 

Additionally, DNA samples were also tested by PCR assays targeting a fragment (551 bp) of 

the 18S rRNA gene of Theileria/Babesia spp. (Almeida et al., 2012) and a fragment (349 bp) 

of the 16S rRNA gene of Ehrlichia/Anaplasma spp. (Parola et al., 2000). Babesia vogeli and 
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Ehrlichia canis DNA obtained from naturally infected dogs were used as positive controls, and 

nuclease-free water was used as a negative control (Vieira et al., 2013). The amplified PCR 

products were subjected to gel electrophoresis in 1.5% agarose gels for 1 hour at 100 V, 

followed by SYBR safe staining (6 μg/mL; SYBR® Safe DNA Gel Stain, Invitrogen, CA, 

USA), and viewed under a UV light transilluminator at a wavelength of 312 nm. 

The amplicons of the 16S rRNA (900 bp) and 23S rRNA (800 bp) obtained from three 

and two Mycoplasma spp.-positive samples were from Foz do Iguaçu. They were sequenced in 

both directions using the Sanger method. Three nucleotide sequences of the 16S rRNA gene 

and two sequences of 23S rRNA gene of hemotropic Mycoplasma sp. amplified herein were 

submitted to the GenBank® database (accession numbers: MW703800, MW703801, 

MW703802, and MW694786 and MW694787, respectively). 

The consensus sequences were subjected to multiple alignment with the sequences 

selected from GenBank® using MAFFT available on the GUIDANCE2 server (Sela et al., 2015) 

for each gene. The best-fit model of nucleotide substitution was determined using jModeltest 

v.2.1.10 (Darriba et al., 2012) and was set as GTR+I+G for 16S rRNA and TrN+G for 23S 

rRNA genes, based on the Akaike Information Criterion (AIC), respectively. Each Bayesian 

reconstruction was performed in Beast 1.10.4 (Drummond et al., 2012) with three independent 

runs of 100 million MCMC steps sampled at every 10,000 trees, 10% of the burn-in. The 

phylogenetic tree was visualized with FigTree software version 1.4.4 (Rambaut, 2016) and the 

final layout was done with Inkscape version 0.92.2. 

Opossums from both cities were not infested by ectoparasites (ticks and fleas) at the 

time of sampling. The mammalian endogenous gapdh gene was consistently amplified in all 

samples. All opossums tested negative for Theileria/Babesia spp. and Ehrlichia/Anaplasma 

spp. by PCR. While all opossums from Curitiba tested negative for hemoplasmas, three out of 

13 (23.08%; CI 95%: 8.18–50.26%) animals from Foz do Iguaçu were positive for hemotropic 

Mycoplasma spp., as observed via PCR.  

Sequencing of the 16S rRNA fragment showed 100% similarity to ‘Ca. M. 

haemoalbiventris’ (MH158514, MH158515, MN423256, MN423258–MN423260, and 

MT170012–MT170016) detected in white-eared opossums from Brazil; on the other hand, 

sequencing of the 23S rRNA fragment showed 99.74–100% identity ‘Ca. M. haemoalbiventris’ 

(MN442081–MN442085) detected in white-eared opossums from Brazil. Phylogenetic analysis 

of the 16S and 23S rRNA gene fragments confirmed the white-eared opossum were infected by 

‘Ca. M. haemoalbiventris’ (Figures 1 and 2). 
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 In the present study, 23.08% opossums from Foz do Iguaçu (Paraná, southern Brazil) 

were positive for ‘Ca. M. haemoalbiventris, while all the animals from Curitiba City tested 

negative. Previous studies have found higher hemoplasma prevalence rates (ranging from 

32.5%–87.5%) in white-eared opossums from different geographic regions and biomes 

(Atlantic Forest and Cerrado) of Brazil (Massini et al., 2019; Gonçalves et al., 2020; Pontarolo 

et al., 2020). Although Curitiba City is also located in the Atlantic rainforest biome, we 

hypothesize that its altitude (940 m a.s.l.) and annual average temperature (17.4 °C) may 

influence habits and behavior of the opossums, and thus, their exposure to hemoplasmas, which 

may explain the negative results found herein. Additionally, differences in the prevalence of 

hemoplasma between studies may have not be due to the diagnostic test used, since to date, all 

studies on the detection of hemoplasmas in Brazilian opossums have used conventional PCR 

assays as diagnostic method (Massini et al., 2019; Gonçalves et al., 2020; Pontarolo et al., 

2020).  

Herein, the animals were not infested with ticks and fleas at the time of sampling. 

However, hemoplasma-positive white-eared opossums from the Maringá municipality (state of 

Paraná) (Massini et al., 2019) and Campo Grande municipality (state of Mato Grosso do Sul) 

(Gonçalves et al., 2020) were infested by Amblyomma dubitatum ticks. On the other hand, 

opossums from the Canoinhas municipality (state of Santa Catarina) were infested with 

Ctenocephalides felis fleas (Pontarolo et al., 2020). Previous studies have failed to detect 

hemotropic Mycoplasma spp. in A. dubitatum ticks infesting ‘Ca. M. haemoalbiventris’-

positive opossums from Brazil (Gonçalves et al., 2020), and canine hemoplasmas in 

Rhipicephalus sanguineus sensu lato ticks in dogs from an animal shelter in Turkey (Aktas et 

al., 2017). High hemoplasma prevalence rates have been found in tropical regions, favoring the 

establishment of arthropod vectors for these bacteria. Additionally, hemotropic Mycoplasma 

spp. have been detected in Amblyomma sculptum ticks infesting hemoplasma-positive 

capybaras (Hydrochoerus hydrochaeris) from central-western Brazil (Gonçalves et al., 2020). 

However, the lack of experimental studies on hemoplasma transmission, due to its uncultivable 

status in vitro, precludes robust evidence to implicate the involvement of ticks in the 

epidemiological cycle of this group of bacteria. Finally, A. dubitatum ticks are widespread and 

have already been found to infest opossums from Curitiba and Foz do Iguaçu cities (Valente et 

al., 2020). Based on the above evidence, we hypothesize that ticks from this group may have 

previously bitten animals evaluated in the present study, although we cannot associate the low 

hemoplasma infection rate found to the absence of ticks. 
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 TBP are of great concern worldwide. In Brazil, Ehrlichia spp., Anaplasma spp., and 

Babesia spp. have been reported to infect domestic and wild animals (Vieira et al., 2009; Soares 

et al., 2017; André et al., 2018). A novel ehrlichial agent, Ehrlichia sp. strain Natal, has been 

detected in the northeastern region of the country (Lopes et al., 2018). A putative novel 

genotype of Ehrlichia sp. has been detected in big-eared opossums (D. aurita) from 

southeastern Brazil (Guimarães et al., 2019). Morphological identification of piroplasmids 

(previously named as Nuttallia brasiliensis/Theileria brasiliensis/Babesia ernestoi, and 

currently Babesia brasiliensis) in marsupials circulating in Brazil was performed virtually 100 

years ago (Regendanz and Kikuth 1928).  Additionally, a novel piroplasmid closely related to 

a Babesia sp. detected in Monodelphis domestica opossums from the Brazilian Pantanal has 

been found in D. marsupialis opossums from the Brazilian Amazon (Soares et al., 2017), and 

another Piroplasmida genotype was reported in 2/31 (6.45%) D. marsupialis trapped in Sinop 

municipality, State of Mato Grosso (Colle et al. 2019). In the present study, all white-eared 

opossums tested negative for Theileria/Babesia spp. and Ehrlichia/Anaplasma spp. Although 

neither clinical signs of infection nor tick vectors have been established for the novel pathogens 

described in opossums from Brazil, further studies should focus on evaluating this group of 

marsupials to better understand and characterize the pathogens found.  

In conclusion, ‘Candidatus Mycoplasma haemoalbiventris’ has been detected in white-

eared opossums from the Foz do Iguaçu city (Paraná state, southern Brazil), while the animals 

from Curitiba city tested negative. However, the clinical signs associated with the infection 

caused by this organism and its putative vectors remain unknown. All animals from both cities 

tested negative for Theileria/Babesia spp. and Ehrlichia/Anaplasma spp. 
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Figure 1. Phylogenetic tree based on partial sequences of the 16S rRNA gene, showing the 

relationship between the ‘Candidatus Mycoplasma haemoalbiventris’ detected in the white-

eared opossums (Didelphis albiventris) from this study and other hemoplasmas. Mycoplasma 

pneumoniae (CP039761) was used as outgroup. The GenBank accession number is in 

parentheses after the species name and origin of each agent. Bayesian inferences were carried 

out applying the GTR+I+G model and 1,000 bootstrap replicates for all analyses. 
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Figure 2. Phylogenetic tree based on partial sequences of the 23S rRNA gene, showing the 

relationship between the ‘Candidatus Mycoplasma haemoalbiventris’ detected in the white-

eared opossums (Didelphis albiventris) from this study and other hemoplasmas. Mycoplasma 

pneumoniae (CP039761) was used as outgroup. The GenBank accession number is in 

parentheses after the species name and origin of each agent. Bayesian inferences were carried 

out applying the TrN+G model and 1,000 bootstrap replicates for all analyses. 
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ANEXO 1 – CERTIFICADO COMITE DE ÉTICA – PROTOCOLO 053-2018 
 

 
 
 

Comissão de Ética no Uso de Animais do Setor de Ciências Agrárias - UFPR 
 

 
UNIVERSIDADE FEDERAL DO PARANÁ 

SETOR DE CIÊNCIAS AGRÁRIAS 
COMISSÃO DE ÉTICA NO USO DE ANIMAIS 

 
 
 

CERTIFICADO 
 

Certificamos que o protocolo número 053/2018, referente ao projeto “Gambás (Didelphis spp.) como sentinelas 
para doenças transmitidas por vetores nos Municípios de Foz do Iguaçu e Curitiba, Paraná”, sob a 
responsabilidade Rafael Felipe da Costa Vieira – que envolve a produção, manutenção e/ou utilização de animais 
pertencentes ao filo Chordata, subfilo Vertebrata (exceto o homem), para fins de pesquisa científica ou ensino – 
encontra-se de acordo com os preceitos da Lei nº 11.794, de 8 de Outubro, de 2008, do Decreto nº 6.899, de 15 de 
julho de 2009, e com as normas editadas pelo Conselho Nacional de Controle da Experimentação Animal 
(CONCEA), e foi aprovado pela COMISSÃO DE ÉTICA NO USO DE ANIMAIS (CEUA) DO SETOR DE 
CIÊNCIAS AGRÁRIAS DA UNIVERSIDADE FEDERAL DO PARANÁ - BRASIL, com grau 2 de 
invasividade, em reunião de 26/09/2018. 
 

Vigência do projeto Outubro/2018 até Outubro/2022 
Espécie/Linhagem Didelphis spp. (gambás) 
Número de animais* Variável 
Peso/Idade 800 g/Variável 
Sexo Variável 
Origem Animais de vida livre em Curitiba e Foz do Iguaçu, Paraná, Brasil 

*O número exato de indivíduos de cada espécie será computado ao final da pesquisa, após a captura em vida livre. 
Posteriormente será emitido errata deste certificado. 

 
 

CERTIFICATE 
 

We certify that the protocol number 053/2018, regarding the project “Opossums (Didelphis spp.) as sentinels for 
vector-borne diseases in the counties of Foz do Iguaçu and Curitiba, Paraná” under Rafael Felipe da Costa 
Vieira supervision – which includes the production, maintenance and/or utilization of animals from Chordata 
phylum, Vertebrata subphylum (except Humans), for scientific or teaching purposes – is in accordance with the 
precepts of Law nº 11.794, of 8 October, 2008, of Decree nº 6.899, of 15 July, 2009, and with the edited rules from 
Conselho Nacional de Controle da Experimentação Animal (CONCEA), and it was approved by the ANIMAL 
USE ETHICS COMMITTEE OF THE AGRICULTURAL SCIENCES CAMPUS OF THE UNIVERSIDADE 
FEDERAL DO PARANÁ (Federal University of the State of Paraná, Brazil), with degree 2 of invasiveness, in 
session of  26/09/2018. 
 

Duration of the project October/2018 until October/2022 
Specie/Line Didelphis spp. (skunks) 
Number of animals* Variable 
Wheight/Age 800 g/Variable 
Sex Variable 
Origin Free living animals in Curitiba and Foz do Iguaçu, Paraná, Brazil 

*The individuals exact number of each species will be computed at the end of the research, after capture in living freely. 
Subsequently, erratum of this certificate will be issued. 

 
 

Curitiba, 26 de setembro de 2018 
 

 
 
 

Chayane da Rocha 

Coordenadora CEUA-SCA 
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ANEXO 2 – CERTIFICADO DE AUTORIZAÇÃO PARA ATIVIDADES COM 
FINALIDADE CIENTÍFICA 
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ANEXO 3 – PROGRAMA DE MANEJO DE ANIMAIS SINSNTRÓPICOS E 
PEÇONHENTOS 
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ANEXO 4 – PROGRAMA DE MANEJO DE ANIMAIS SINSNTRÓPICOS E 
PEÇONHENTOS (CONTINUAÇÃO) 

 
 

 


